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Chez les Eucaryotes, les télomères sont indispensables au maintien de la stabilité du 
génome. Leur structure unique permet à la cellule de différencier entre les extrémités des 
chromosomes et les cassures doubles brin de l’ADN, prévenant ainsi leurs fusions. Au fil 
des générations, les télomères subissent un raccourcissement dû aux problèmes de réplication 
des extrémités, provoquant ainsi l’entrée des cellules en sénescence. Comme chez les 
mammifères, chez la levure, la télomérase permet la réplication complète de ces extrémités 
prévenant ainsi un vieillissement prématuré de ces cellules.  
Lors de la tumorigenèse, dans la plupart des cas, la télomérase est réactivée. Celle-ci 
permet de rallonger(1) en continu les télomères procurant aux cellules la capacité d’échapper 
à la sénescence. Dans d’autres cas, la télomérase n’est pas réactivée, les télomères sont 
maintenus par des mécanismes alternatifs(2). D’autres caractéristiques sont attribuées aux 
cellules tumorales comme l’inactivation(3) des points de contrôle du cycle cellulaire (IPC) 
permettant à ces cellules de se diviser anarchiquement en présence de dommage à l’ADN. 
Plusieurs questions restent en suspens : comment se fait cette inactivation ? Existent-ils 
d’autres facteurs génétiques qui favorisent cette inactivation ? Comment traiter et/ou arrêter 
la prolifération anarchique de ces cellules ? Afin de mieux comprendre les événements et les 
facteurs génétiques qui favorisent l’IPC, nous avons utilisé un modèle précédemment 
développé dans notre laboratoire chez la levure Saccharomyces cerevisiae. Ces cellules 
disposent de télomères entièrement déprotégés et érodés ainsi que de nombreuses 
caractéristiques (1,2,3) des cellules tumorales. 
Grâce à des expériences de génétique et de microscopies, nous avons pu d’abord 
caractériser ces cellules ; ensuite, identifier un groupe de gènes (CDC5, TID1 et PTC2.) 
impliqués dans l’IPC, via un processus appelé « Adaptation ». De plus, lors de l’adaptation, 
l’expression de plusieurs autres gènes (MOG1, YMR018W, YFL061W) est modulée. 
Toutefois, leurs fonctions sont encore à déterminer.  
Par ailleurs, nous nous sommes intéressés au rôle de la protéine Cdc13 dans la 
protection et la réplication des télomères. Cdc13 fait partie d’un complexe 
(Cdc13/Stn1/Ten1) qui est hautement conservé lors de l’évolution appelée CST (chez 




par diverses stratégies, nous avons pu mettre en évidence de nouvelles caractéristiques 
biochimiques telles que la dimérisation ainsi que les interfaces requises pour celle-ci. De 
plus, à l’aide de techniques de microscopie nous avons pu identifier le rôle fonctionnel de 
deux des cinq domaines de la protéine Cdc13 dans la localisation subcellulaire. Ces dernières 
découvertes nous ont permis d’apporter une nouvelle interprétation concernant les défauts 
de protection relatifs à l’allèle cdc13-1 dans la biologie des télomères. Ces défauts 
ressemblent étroitement à ceux observés dans des cas de maladies du vieillissement 
prématuré, associées à des mutations de la protéine hCtc1 humaine. 
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CDK Kinase dépendante des Cyclines, « Cyclin Dependent Kinase »  
CEN Centromère 
ChIP Immunoprécipitation de la chromatine, « Chromatin ImmunoPrecipitation » 
CoIP Co-ImmunoPrécipitation  
CPM  Coups Par Minute  
CST Complexe Cdc13, STn1 et Ten1 
DAPI 4',6— DiAmidino-2-PhénylIndole 
dd Double distillé 
DSB Cassure Double-Brin de l’ADN, « Double Strand break » 
EST Télomères toujours plus courts, « Ever Shorter Telomeres » 
FOA Acide 5— Fluo-Orotique 
G1 Phase Gap 1 du cycle cellulaire  
G2/M Phase de transition entre Gap 2 et la Mitose 
G4 Quadruplée de Guanine 
HO Endonucléase HO 
HR Recombinaison Homologue 
HTH Hélice-tour-Hélice, « Helix-Turn-Helix » 
HU Hydroxy Urée 
ITS Séquence télomérique interne, « Internal Telomeric Sequence » 
kb kilo paire de base 




NHEJ Ligation des extrémités non homologues, « Non-Homologous End Joining » 
NLS Séquence de localisation nucléaire, « Nucleaolar Localization Sequences » 
nt Nucléotide 
OB Domaine Oligonucléotide/oligosaccharide, « Oligonucleotide/oligosaccharide 
Bindind domain » 
ORC Complexe de l’Origine de Réplication, « Origine Replication Complex » 
ORF Cadre de lecture ouvert, « Open Reading Frame » 
Pb Paire de bases, « base pair » 




Queue composée d’un polymère d’adenine 
qPCR PCR quantitative 
RAD Sensible aux radiations, « Radiation Sensitive » 




RD Domaine de recrutement de la télomérase, « Telomerase Recrutement Domain » 
REB « RNA polymerase I Enhancer Binding protein » 
RPA Protéine de réplication A, « Replication Protein A » 
RT Transcriptase inverse 
S/TQ Motifs Sérines ou Thréonines suivit d’un acide aspartique 
SDS Sodium Dodecyle Sulfate 
SMC Maintien de la structure chromosomique, « Structural Maintenance of 
Chromosome » 
STAR Région sous-télomérique anti-répression, « SubTelomeric Anti-Silencing Regions » 
STN Suppresseur de la mutation Cdc13, « Suppressor of cdc TherteeN » 
SUMO Petite protéine apparentée à l’ubiquitine, « Small Ubiquitin-like MOdifier » 
TAS Séquences associées aux télomères, « Telomeric Associated Sequences » 
TBE Tris-Borate EDTA 
TBF Facteur d’interaction avec l’ADN télomérique, « Telomeric Binding Factor 1 » 
TDS « Telomerase Deletion Signature » 
TEL TELomère maintenance 
TEN “TElomeric pathways with STn1” 
TERRA ARN contenant des séquences répétées télomériques, « TElomeric Repeat containing 
RNA » 
TLC1 Composante de la télomérase, « TeLomerase Component 1 » 
TMG TriméthylGuanosine 
TPE Effet de position au télomère, « Telomere Position Effect » 
T-Rec Amas de recrutement de la télomérase, « Telomerase Recruitement Clusters » 
TRF Fragment de restriction télomérique, « Telomeric Restriction Fragment » 
WT Type sauvage, « Wild Type » 
YEPD Extrait de levure, peptone et dextrose, « Yeast Extract Peptone Dextrose » 




Depuis les années 1930, les scientifiques confèrent une nature particulière aux extrémités 
des chromosomes comparativement aux régions internes (McClintock 1939 ; Muller. J. 
1938). Ces structures sont appelées télomères du grec τέλος télos « fin » et μέρος méros 
« partie ». Initialement identifiées chez la mouche Drosophila melanogaster, ces structures 
se sont révélées essentielles au maintien de la stabilité du génome. Muller et McClintock ont 
observé que bien que ces extrémités possèdent une structure similaire à celles des cassures 
double-brin, le comportement des télomères était différent. Alors que les cassures double-
brin sont immédiatement réparées et fusionnées, les télomères demeurent intacts et non 
réparés. Depuis, plusieurs travaux ont été entrepris pour déterminer leurs natures, leurs 
modes de fonctionnement et les mécanismes essentiels à leurs maintiens. Ces études ont 
mené par la suite à l’association des défauts de maintiens des télomères avec plusieurs 
maladies liées au vieillissement cellulaire et à caractères tumorales. 
1.1 Les télomères 
Les chromosomes sont constitués d’une molécule d’ADN associée à de nombreuses 
protéines pour former le support de l’information génétique. Chez les eucaryotes, le 
chromosome est formé de plusieurs régions structurellement distinctes ayant pour rôle 
différentes fonctions. Après réplication, les chromosomes se retrouvent formés de deux 
molécules d’ADN pour former deux chromatides. Les deux chromatides se retrouvent 
raccordées au niveau des centromères. Ces dernies permettent une ségrégation adéquate des 
deux molécules d’ADN entre les deux cellules filles lors de la mitose. En revanche, les 
télomères qui sont présents aux extrémités de chaque chromatide ont pour rôle d’empêcher 
les chromosomes d’être dégradés ou fusionnés. De ce fait, le maintien de ces structures est 
essentiel pour sauvegarder un fonctionnement adéquat du chromosome dans le but de 





1.1.1 Structure et chromatine télomérique  
1.1.1.1 Structure des régions télomériques chez la levure S. cerevisiae 
Les télomères sont constitués d’une partie double-brin et une partie simple-brin. La portion 
double-brin est constituée de courtes séquences répétées en tandem, hétérogènes, 
généralement abrégées sous le motif C1-3A/TG1-3 (Shampay et al., 1984; Wang et Zakian, 
1990). Le brin d’ADN sens (5’ vers 3’) du télomère est riche en nucléotides contenant la 
base guanine (G-riche) alors que le brin complémentaire est riche en cytosine (C-riche) 
(Wellinger et Zakian, 2012a). Ces séquences télomériques double-brin sont d’une longueur 
de 300 paires de bases (pb) plus ou moins 75 (Figure 1-A).   
La portion simple-brin des télomères est présente au niveau 3' du brin G-riche d’une longueur 
d’environ 12 à 14 nucléotides (nt) (Larrivée et al., 2004). En fin de phase S, après le passage 
de la fourche de réplication, les télomères sont sujet à une résection qui augmente la longueur 
de la portion simple-brin qui peut alors atteindre 50-100nt (Dionne et Wellinger 1996). Cette 
extrémité simple-brin est essentielle pour la structure du télomère puisque plusieurs protéines 
se positionnent au niveau de ces séquences pour répliquer, protéger ou structurer le télomère 
(Wellinger et Zakian, 2012a). En amont des régions télomériques, on trouve les régions sous-
télomériques ou « telomeric associated sequences » (TAS) qui possèdent des séquences 
différentes des télomères (Figure 1-A). 
1.1.1.2 Structure des régions sous-télomériques 
Les régions sous télomérique sont des éléments très dynamiques et leurs séquences 
diffèrent au sein d’une même espèce (Chan et al., 1983). Ces régions sont formées par les 
éléments X et les éléments Y’ (Chan et al., 1983). Les éléments X sont présents sur tous les 
télomères tandis que les éléments Y’ se retrouvent uniquement dans une fraction d’entre eux. 
Selon la présence ou non de ces éléments Y’, les télomères sont identifiés comme étant des 
télomères de type X pour ceux qui ne disposent pas d’éléments Y’ ou des télomères de type 
XY’ lorsqu’ils sont composés des deux éléments. Les éléments X et Y’ sont séparés par de 





Figure 1. Organisation des régions télomériques et sous-télomériques 
chez la levure Saccharomyces cerevisiae  
(A) Les différentes parties qui constituent les régions télomériques et les 
régions sous-télomériques. La région télomérique est constituée d’une 
portion d’ADN double-brin et d’une portion simple-brin. Les éléments X et 
Y’ forment les régions sous télomériques, ils sont positionnés du côté 
centromérique (CEN) par rapport au télomère. Ces deux éléments sont 
séparés par des séquences télomériques interstitielles appelées ITS. La 
digestion de l’ADN génomique libère un fragment de restriction terminale 
appelé TRF (Fragment de restriction terminal) qui contient une partie de 
l’élément Y’ et la totalité de la région télomérique. La taille du TRF est de 
1,3 kb. Les deux éléments X et Y’ contiennent des séquences autonomes de 
réplication (ARS). L’élément X est formé d’un core (Xcore) d’une longueur 
de 470 pb et de courtes séquences associées (XR). Le nombre d’éléments 
Y’ par télomère peut varier de 0 à 4 éléments en tandem. Ces éléments Y’ 
peuvent être d’une longueur de 5,2 ou de 6,7 kb. (B) Position de chacune 
des protéines associées aux télomères et aux régions sous-télomériques. On 
trouve les nucléosomes, les protéines du complexe Sir, les protéines liant les 
ARS et Tbf1. Au niveau des ITS, on trouve le complexe Rap-Rif-Sir et le 




recouvrent la portion double-brin alors que le complexe CST se lie au niveau 
de l’extension 3’ simple-brin débordante. Le complexe YKu se 
positionnerait aussi entre la portion simple et double-brin du télomère. 
Les éléments X sont positionnés du côté centromérique par rapport aux télomères et 
ont une taille qui varie entre 0,5 et 3,75 kb. Ceux-ci disposent d’un « core » (CX) 
relativement conservé mesurant environ 470 pb et de séquences répétées de tailles variables 
(XR) (Figure 1-A) (Louis et al. 1994). Les éléments X contiennent des origines autonomes 
de réplication (ARS). Ces origines de réplication sont considérées comme étant des ARS 
tardives qui permettent l’amorçage de la réplication en fin de phase S du cycle cellulaire 
(McCarroll et Fangman, 1988; Raghuraman et al., 1997, 2001). 
Les éléments Y’ sont toujours positionnés entre l’élément X et le télomère. On 
distingue deux sortes d’éléments Y’ principalement identifiables par leurs différences de 
taille (5,2 et 6,7 kb). Ces éléments sont présents en une seul ou plusieurs copies et leur 
nombre peut atteindre jusqu’à 4 copies en tandem au niveau du même télomère. Bien que les 
éléments Y’ diffèrent entre eux par quelques insertions/délétions, leurs séquences d’ADN 
demeurent toutefois relativement bien conservées entre les souches de levure. Les éléments 
Y’ contiennent aussi des ARS tardives (Louis et Haber 1990 ; Louis et Haber 1992). 
Contrairement aux régions télomériques, les régions sous-télomériques disposent de 
séquences codantes pour une hélicase putative dont le rôle n’est pas encore connu (Louis et 
Haber 1992 ; Yamada et al. 1998). 
1.1.1.3 Chromatines et protéines associées aux télomères   
Plusieurs protéines peuvent lier spécifiquement les séquences d’ADN télomériques 
afin de structurer, protéger ou de réguler les diverses fonctions liées aux télomères (Wright 
et Zakian 1995). 
La protéine Rap1 (Repressor activator protein 1) (Figure 1-B) est l’une des premières 
protéines identifiées pouvant lier les répétitions télomériques au niveau de la portion double-
brin (A. R. Buchman et al., 1988). La découverte de cette protéine remonte à l’année 1987 
(Shore et Nasmyth, 1987). Elle a été décrite comme étant un facteur de transcription très 
abondant dans la cellule et dont la majeure partie des molécules ne fixent pas les répétitions 




la liaison de la protéine Rap1 aux régions non-télomériques permet la régulation 
transcriptionnelle de gènes qui codent pour des protéines ribosomales, mais aussi d’autres 
gènes non ribosomaux (Brindle et al., 1990; Brown et al., 2001; Devlin et al., 1991). Les 
molécules Rap1 recouvrent chacune environ 18 pb d’ADN télomérique (Longtine et al. 
1989 ; Gilson et al. 1993). Sa séquence de fixation est hétérogène et dégénérée et cadre avec 
la nature de celle des répétitions télomériques, ce qui lui permet de couvrir pratiquement 
toute la portion double-brin du télomère. Rap1 est considérée comme une protéine structurale 
importante pour la formation de la chromatine télomérique et pour l’homéostasie des 
télomères. En effet, plusieurs protéines sont recrutées au télomère par l’intermédiaire de 
Rap1 pour assister cette dernière dans ses fonctions. Parmi ces protéines, on trouve le 
complexe Rif (Rap1 interacting factors) constitué de deux sous-unités Rif1et Rif2 ainsi que 
le complexe Sir formé de trois autres sous-unités Sir2, Sir3 et Sir4 (Lustig et al., 1990; 
Moretti et al., 1994; Wotton et Shore, 1997). La région C-terminale de la protéine Rap1 est 
une région clé pour son interaction non seulement avec les protéines Rif, mais aussi avec les 
protéines Sir afin d’établir l’hétérochromatine (Christopher et al., 1992; Moretti et al., 1994). 
L’association des protéines Rif est critique pour la régulation de la longueur des télomères 
puisque l’utilisation d’allèles thermosensibles du gène RAP1 ou la délétion complète des 
gènes RIF conduisent à l’apparition de télomères anormalement courts et longs 
respectivement. Le nombre de molécules de Rap1, de Rif1 et de Rif2 au niveau du télomère 
est spécifiquement déterminant pour leur taille (Marcand et al. 1997). Ces observations ont 
permis d’établir un modèle de régulation de la taille des télomères dépendant du nombre de 
molécules de Rap1 liées aux télomères (Marcand et al., 1997).  
Au même titre que la portion double-brin télomérique, la partie simple-brin est 
également liée par des protéines spécialisées. La protéine Cdc13 lie spécifiquement 
l’extension 3’ du brin G-riche (Nugent et al. 1996 ; Hughes 2000 ; Lin et Zakian 1996 ; Lin, 
Hsu, et al. 2001). En ce fixant à cette portion simple-brin, elle protège l’extrémité 5' du brin 
C-riche de la dégradation par les exonucléases (Garvik et al. 1995a ; Zubko et al. 2004). 
Cdc13 recouvre l’ADN simple-brin télomérique et recrute deux autres protéines Stn1 et Ten1 
pour former le complexe CST. Chacun des gènes qui code pour ces trois protéines est 
essentiel et de ce fait, ne peut être délété sans produire une instabilité génomique (Grandin 




de protection des extrémités, possède aussi un rôle essentiel dans le maintien de la taille des 
télomères en régulant le recrutement de la télomérase, une enzyme responsable du 
rallongement du télomère (Chandra et al., 2001). Le complexe YKu70/80 est aussi présent 
au niveau de l’extrémité des télomères, plusieurs fonctions sont attribuées à ce complexe à 
savoir la protection de celle-ci (Gravel 1998).  
1.1.1.4 Protéines associées aux régions sous-télomériques  
Les régions sous-télomériques sont recouvertes par des histones afin de former la 
chromatine. Contrairement à la chromatine qui est associée aux éléments Y’, celle associée 
aux éléments X est compactée sous forme d’hétérochromatine due à la présence des protéines 
du complexe Sir (Zhu et Gustafsson 2009). La différence de compaction entre les éléments 
X et Y’ peut être expliquée entre autres par les modifications post-traductionnelles apportées 
sur les queues des histones présentes à leur niveau (Millar et al., 2004). En effet, les histones 
localisées au niveau des éléments Y’ sont dotées de certaines formes de modifications 
spécifiques telles que l’acétylation de l’histone H4 (H4K16ac). Celle-ci favoriserait le 
maintien de la structure ouverte de la chromatine (Oppikofer et al. 2011).   
On retrouve dans les régions sous-télomériques un fort enrichissement de la forme 
phosphorylée de γ-H2A (Kim et al. 2007 ; Guillemette et al. 2005). La présence de cette 
forme phosphorylée du H2A canonique est à ce jour encore mal comprise ; toutefois, 
certaines études proposent un rôle pour une transcription efficace de certaines régions du 
génome ou encore pour constituer une limite physique à l’étalement de l’hétérochromatine à 
proximité des régions sous-télomériques (Kim et al. 2007 ; Guillemette et al. 2005). 
L’analyse des séquences d’ADN présent dans les régions X a révélé de façon surprenante la 
présence de séquence similaire aux répétitions télomériques des mammifères (TTAGGG) 
(Brigati et al. 1993). Ces séquences peuvent être reconnues par le facteur de 
transcription Tbf1 (Brigati et al., 1993). Le rôle de cette protéine dans le maintien des 
télomères est encore mal compris, cependant certains travaux suggèrent un rôle de cette 
protéine dans l’élongation des télomères courts (Arneric et Lingner 2007 ; Wellinger et 




Les éléments X et Y’ sont séparés par les séquences ITS (Figure 1-B). Ces séquences 
sont aussi fixées par plusieurs protéines spécifiques aux télomères telles que la 
protéine Rap1, mais aussi le complexe YKu70/80 après passage de la fourche de réplication 
(Larcher et al., 2016).  
1.1.1.5 Le complexe YKu70/80 
Le complexe Ku70/80 est conservé chez toutes les espèces eucaryotes, procaryotes et 
même chez les archéobactéries (Porter et al. 1996 ; Aravind et Koonin 2001 ; Doherty et al., 
2001). Chez la levure S. cerevisiae, ce complexe (YKu70/80) est constitué de deux sous-
unités de poids moléculaire différent de 70 et 85 kDa respectivement. Ce complexe est 
capable d’interagir spécifiquement avec l’extrémité d’un ADN double-brin indépendamment 
de la séquence (Feldmann et al., 1996). La mutation d’une des sous-unités de cet 
hétérodimère conduit à un raccourcissement de la taille des télomères et à une dégradation 
partielle du brin C-riche de télomère (Boulton et Jackson 1998 ; Boulton et Jackson 1996 ; 
Fell et Schild-Poulter 2012 ; Gravel 1998). Cette observation laisse croire que le complexe 
pourrait être situé à la jonction entre la portion de l’ADN simple-brin et la portion double-
brin. Ce mode de liaison ressemble beaucoup au mode de liaison décrit lors de la réparation 
des cassures double-brin par le mécanisme de réparation NHEJ (NHEJ : réparation des 
extrémités non homologues). Lors de la réparation, ce complexe est responsable de la 
reconnaissance des extrémités générées après la cassure (Boulton et Jackson, 1998; Fell et 
Schild-Poulter, 2012). Une autre voie de liaison possible pour ce complexe est via son 
interaction avec la protéine Sir4 loin des extrémités du télomère (Martin et al. 1999 ; Roy et 
al. 2004 ; Hass et Zappulla 2015). L’interaction entre la protéine YKu70 et la protéine Sir4 
permettrait le recrutement de la protéine Sir3 et donc l’établissement de l’hétérochromatine 
au niveau de ces régions, ce qui conduirait à une répression de la transcription (Roy et al., 
2004). Des travaux récents sur la localisation du complexe YKu ont montré que ce dernier 
interagit avec les séquences télomériques à la jonction entre le télomère et la région sous-
télomérique ainsi qu’avec les séquences interstitielles ITS (Larcher et al. 2016). Son 
positionnement au niveau de ces régions internes expliquerait pourquoi ce complexe n’est 




En plus de la capacité du complexe YKu70/80 à lier le télomère, celui-ci pouvait lier 
l’ARN de la télomérase pour favoriser sa rétention dans le noyau afin de faciliter son 
recrutement au télomère (Peterson et al. 2001; Fisher et al. 2004 ; Zakian et al. 2008 ; 
Gallardo et al. 2011 ; Gallardo et al. 2008). Cependant, des expériences récentes montrent 
que la capacité du complexe YKu70/80 à lier la télomérase et les télomères serait deux 
événements mutuellement exclusifs, ce qui force a reconsidéré le mode de recrutement de la 
télomérase au niveau des télomères (Pfingsten et al., 2012). 
1.1.2 Effet de position liée aux télomères 
La présence d’une chromatine spécifique associée au télomère confère un profil 
d’expression caractéristique sur une large partie du chromosome en direction du centromère 
(jusqu’à 20 à 30 kb). Un des effets les plus connus est le phénomène de répression 
transcriptionnelle appelé aussi TPE (Telomere position effect). Cet effet a été décrit pour la 
première fois en 1990 lors de l’étude du niveau d’expression du gène URA3 ( ou du gène 
ADE2) lorsque celui-ci est introduit au niveau des régions sous-télomériques (Gottschling et 
al., 1990). Cette répression est néanmoins réversible car au fil des génération le gène URA3 
se retrouve réexprimé même si celui-ci demeure au niveau des régions sous-télomériques 
(Gottschling et al., 1990). Cet répression est dû à la présence d’une chromatine compacte à 
proximité de ces structures télomériques. Le phénomène de TPE est affecté par plusieurs 
facteurs tels que le complexe Sir (Sir2-Sir3-Sir4) et le complexe YKu70/80 (Aparicio et al. 
1991; Boulton et Jackson 1998 ; Mishra et Shore 1999).  
Le modèle classique qui pourrait expliquer le phénomène de TPE est la nucléation de 
l’hétérochromatine sur la longueur des régions sous télomériques de façon continue (Renauld 
et al., 1993). La nucléation commence dans les répétitions télomériques où les protéines Sir3 
et Sir4 sont recrutées au niveau de la protéine Rap1 (Moretti et al., 1994; Moretti et Shore, 
2001). La protéine Sir4 interagit avec la protéine Sir2 et la recrute au niveau du complexe. 
Sir2 est une histone désacétylase qui reconnait spécifiquement l’histone H4 acétylée sur la 
lysine 16 (H4K16Ac) présente dans les nucléosomes. Lorsque Sir2 désacétyle cette histone, 
les protéines Sir3 et Sir4 augmentent leurs affinités pour les nucléosomes, ceci permet de 
compacter l’ADN en hétérochromatine jusqu’au niveau des régions non télomériques 




recrutée à la chromatine par le complexe YKu70/80 indépendamment de la protéine Rap1 
pour favoriser l’établissement de la TPE (Martin et al., 1999). Une autre protéine responsable 
de l’établissement de l’hétérochromatine est la protéine Abf1. Celle-ci interagit avec le 
complexe ORC (Origin Replication Complex) au niveau des séquences ARS présentes au 
niveau des éléments X (Figure 1-B). L’interaction entre Abf1 et les protéines Sir permet 
d’étaler davantage l’hétérochromatine jusqu’aux régions sous-télomériques (Hardy et al. 
1992 ; Wotton et Shore 1997 ; Marcand et al. 1997). 
L’établissement de la TPE n’est pas continu sur toute la longueur des régions sous-
télomériques. En effet, plusieurs évidences montrent l’existence de régions plus ou moins 
réprimées. Le TPE peut être interrompu par exemple dans les éléments Y’ (Pryde et 
Louis 1999). De plus, des séquences spécifiques appelées STAR (SubTelomeric Anti-
silencing Regions), présentes aux portions terminales des éléments X et Y’, peuvent être liées 
par des facteurs de transcription tels que Reb1 et Tbf1 qui posséderaient un rôle d’anti-
répresseurs (Fourel et al. 1999 ; Ferrari et al. 2004). Plus spécifiquement, Reb1 et Tbf1 
formeraient une limite à l’étalement de l’hétérochromatine (Fourel et al., 1999). Bien que les 
régions télomériques soient formées d’hétérochromatine, il apparait que ces régions peuvent 
aussi être transcrites. En effet, des études ont mis en évidence une nouvelle classe d’ARN 
non codants transcrite à partir des régions sous-télomériques, appelée TERRA (Telomeric 
Repeat containing RNA) (Azzalin et al., 2007; Luke et al., 2008). La répression des régions 
sous-télomériques ainsi que la transcription des ARN non codants TERRA ont été aussi 
observés dans d’autres organismes, chez les plantes, les vertébrés (Baur et al. 2001 ; 
Feuerhahn et al. 2010 ; Luke et Lingner 2009).  
Chez la levure S. cerevisiae, les ARN TERRA sont transcrits par l’ARN Pol II et ils 
sont polyadénylés. Leur taille varie de 100 à 200 nt et ils sont formés de séquences répétées 
G riches télomériques. Leur promoteur n’est pas encore connu, cependant le site de 
démarrage a été caractérisé dans les éléments X (Pfeiffer et Lingner, 2012). Ces ARN 
transcrits sont rapidement dégradés en présence de la nucléase Rat1 (Luke et al., 2008). Les 
premières études entreprises que les ARN TERRA suggèrent un rôle dans la régulation du 
recrutement de la télomérase aux télomères (Luke et al., 2008). Cependant, les premiers 




niveau des télomères lorsque ces derniers deviennent courts (Arnoult et al., 2012; Cusanelli 
et al., 2013). De plus, en absence d’une télomérase fonctionnelle, la transcription des 
TERRA est augmentée pour favoriser la recombinaison homologue afin de maintenir le 
rallongement des télomères (Balk et al., 2013; T. Y. Yu et al., 2014).  
1.1.3 Problème de réplication aux niveaux des régions télomériques  
La réplication des régions télomériques se fait via la machinerie de réplication 
conventionnelle et suit la progression des fourches de réplication (Masai et al., 2010). Les 
origines présentes dans les régions sous télomériques sont responsables de la réplication des 
télomères. Ces fourches sont activées tardivement en fin de phase S du cycle cellulaire 
(McCarroll et Fangman, 1988; Raghuraman et al., 2001). Plusieurs facteurs peuvent 
influencer le moment de l’activation de ces origines de réplication. Parmi ces facteurs, on 
retrouve les protéines Sir3, Rif1 et le complexe YKu (Figure 2). 
 
Figure 2. Schéma représentant les différents facteurs qui affectent 
l’activation et la progression des fourches de réplication au niveau des 
régions télomériques 
L’activation et la progression des fourches de réplication dans les régions 
télomériques sont affectées par la taille des télomères l’hétérochromatine et 
les protéines Rif/Sir/Yku. La progression des fourches peut être aussi 
bloquée par des structures secondaires telles que les quadruplés de guanines 




L’activation tardive de ces origines dépend de la fixation de la protéine Rif1 sur les 
séquences ARS proches des régions télomériques. L’inactivation de la protéine Rif1 résulte 
par une activation précoce de ces ARS (Kumar et Cheok, 2014; Mattarocci et al., 2014; 
Wotton et Shore, 1997). De façon similaire, la mutation du complexe YKu70/80 conduit a 
une diminution des protéines Rif1 présents au niveau des régions télomériques et par 
conséquent à une activation précoce des ARS présentes dans les régions sous-télomériques 
(Cosgrove et al., 2002; Lian et al., 2011; Stevenson et Gottschling, 1999). 
La présence de séquences télomérique peut constituer une barrière à la progression des 
fourches de réplication (Makovets et al., 2004). La nature répétitive de ces séquences 
télomériques ainsi que leur richesse en nucléotides à forte énergie d’appariement, tels que la 
cytosine et la guanine, posent un problème mécanistique lors du passage des fourches de 
réplication comparé aux autres régions du génome. En effet lors de la réplication, le brin 
retardé est répliqué de façon discontinue, laissant place à une forte accumulation de région 
partiellement simple-brin. Dans le cas où ces portions simple-brin présentent de fortes 
concentrations en base G/C il peut en résulter la formation spontanée de structures 
secondaires telles que des repliements et des G quadruples (G4) (Giraldo et Rhodes 1994; 
Maizels 2006; Paeschke et al. 2010). Ces structures peuvent se former aussi sur des portions 
simples-brin, in vitro ou in vivo comme celui présent dans l’extension simple-brin 3’ au 
niveau des télomères (Figure 2). La présence de ces structures forme des barrières naturelles 
à la progression de la fourche de réplication (Bochman et al., 2012; Makovets et al., 2004). 
L’élimination de ces barrières requière la présence de protéines spécifiques telles que des 
hélicases pour libérer le passage des aux fourches de réplication (Paeschke et al., 2011).  
Une des premières protéines décrites pouvant favoriser la réplication des séquences 
télomérique est l’hélicase Rrm3 (Ivessa et al., 2002). La mutation du gène RRM3 provoque 
une augmentation du taux de mutations et de recombinaison dans les régions hautement 
répétitives telles que les télomères et les ADN ribosomaux (Keil et McWilliams 1993). 
L’absence de cette hélicase conduit aussi à l’arrêt prématuré des fourches de réplication au 
niveau des régions sous télomériques. La protéine Pif1 est une autre hélicase dont le rôle est 
d’éliminer les structures secondaires susceptibles de se former (telles que les G4) afin de 




secondaires, la nature même des régions télomériques ainsi que leur interaction avec des 
protéines spécifiques telles que Rap1 peuvent former une barrière protéique bloquant la 
fourche de réplication (Anand et al., 2012; Makovets et al., 2004). La présence de ces 
hélicases Rrm3 et Pif1 facilitent aussi le passage de ce type de barrière.   
1.1.4 Problème de réplication des extrémités  
Lors de la progression de la fourche de réplication au niveau des régions télomériques, 
les deux brins C-riche et G-riche sont différemment répliqués. Le brin C riche est le brin 
précoce, alors que le brin G riche est répliqué de façon retardée c’est le brin tardif. Toutes 
les ADN polymérases connues à ce jour progressent dans l’orientation 5’-3’ ceux-ci 
nécessitent une courte amorce d’ARN pour démarrer la réplication des brins précoces ou 
retardés (Figure 3-A). La réplication d’un télomère par le mécanisme de réplication semi-
conservatif conduit à la formation de deux télomères fils. Un des télomère est de taille 
identique au télomère parental (Soudet et al., 2014). Ce télomère dispose encore d’une 
extrémité simple-brin 3’ débordante. Cette extrémité simple-brin sert de matrice pour la 
synthèse de l’amorce d’ARN pour débuter la réplication du brin retardé. Cependant, après 
l’hydrolyse de cet ARN amorce, la portion d’ADN qui en résulte demeure sous forme simple-
brin. De ce fait, la machinerie de réplication se retrouve dans l’incapacité de recopier cette 
partie terminale. Le deuxième télomère résulte de la réplication complète du brin précoce 
(Figure 3-B). Cependant, celui-ci se retrouve plus court que le télomère parental et en bout 
franc. Ce télomère subit alors une dernière étape de résection pour générer une extension 3’ 
simple-brin qui est essentielle à sa structure (Figure 3-C). Le résultat final après réplication 
complète conduit à un télomère plus court de quelques nucléotides. Ce problème de 
réplication se reproduit à chaque cycle cellulaire et résulte en une perte d’information de plus 
en plus importante. Plusieurs modèles ont été proposés pour surpasser ce problème de 
réplication, mais c’est en 1985 que l’idée d’un ajout de séquences télomériques à l’extrémité 
émerge suite à des observations ayant décrit une activité « transférase terminale ». L’enzyme 






Figure 3. Schéma général expliquant le raccourcissement des télomères 
suite aux problèmes de réplication des extrémités  
1.2 La télomérase 
1.2.1 La découverte de la télomérase  
La découverte de la télomérase découle de l’étude des activités enzymatiques présentes 
dans les extraits cellulaires totaux de Tetrahymena thermophila (Greider et Blackburn 1985). 
Ces extraits permettaient l’ajout de répétitions télomériques in vitro à l’extrémité 3’ d’un 




La découverte de cette activité terminale-transférase a permis de résoudre le problème 
de réplication des extrémités (Greider et Blackburn 1985). La réaction est catalysée par un 
complexe ribonucléoprotéine (RNP) dont l’activité dépend d’un ensemble de composants 
protéiques et d’une molécule d’ARN (Greider et Blackburn 1987 ; Greider et 
Blackburn 1985). La molécule d’ARN est essentielle à cette activité puisqu’elle contient une 
séquence matrice (CAACCCCAA) qui sert de modèle pour l’extension de l’extrémité du 
brin 3’ G-riche (TTGGGG) du chromosome de Tetrahymena (Greider et Blackburn 1989). 
Cette extension se fait suite à un appariement entre les séquences complémentaires de l’ARN 
de la télomérase et l’extrémité G-riche du télomère ( Yu G-L et al., 1990). Une fois le brin 
G-riche est rallongé, le brin C-riche est par la suite complété par la synthèse du brin 
complémentaire par la polymérase conventionnelle (Greider 1996 ; Fan et Price 1997).   
1.2.2 La télomérase chez la levure S. cerevisiae   
Depuis sa découverte chez les ciliés, la télomérase a été caractérisée chez de nombreux 
organismes dont la levure et l’humain. Chez la levure S. cerevisiae, plusieurs criblages 
génétiques ont permis d’identifier 5 gènes essentiels pour le maintien des télomères. Des 
délétions partielles ou complètes de ces gènes conduisent à un phénotype de sénescence 
appelé EST (Ever Shorter Telomere). Quatre des gènes identifiés disposent de cadre ouvert 
de lecture et codent pour une protéine Est1, Est2, Est3 et Est4 (Cdc13). Le dernier gène code 
pour un ARN non codant Tlc1 (TeLomerase Component 1) (Lendvay et al., 1996; Lundblad 
et Szostak, 1989; Singer et Gottschling, 1994). Hormis le gène CDC13, la perte de ces gènes 
conduit à une inactivation de l’activité de la télomérase ce qui amène une érosion progressive 
des extrémités télomérique. Au bout de 60 à 80 divisions (générations), les mutants EST 
établissent un phénotype de sénescence caractérisé par un arrêt de division puis a une mort 
cellulaire (Lundblad et Szostak 1989).  
1.2.2.1 L’ARN TLC1 
L’ARN non codant Tlc1 (ARNnc) est d’une longueur de 1158 nucléotides, il est 
transcrit par l’ARN polymérase II de façon dépendante au cycle cellulaire dont le pic 
d’expression atteint son maximum en phase G1 (Dionne et al., 2013). Tout comme certains 




triméthylguanisone (TMG) à son extrémité 5’ (Seto et al. 1999). À son extrémité 3’, Tlc1 est 
associé avec le complexe SM7 via ses séquences consensus de liaison pour stabiliser l’ARN 
(Seto et al., 1999). L’ARN Tlc1 est présent sous deux formes ; une petite fraction dispose 
d’une queue polyadénylée alors que la majorité ne l’est pas (Chapon et al., 1997; Noël et 
Wellinger, 2011). La forme majoritaire non adenylée est la forme active dans le complexe 
RNP (Figure 4). L’ARN Tlc1 est peu abondant et estimé à environ 30 molécules par cellules, 
pour 64 télomères (Cech et Mozdy 2006).  
Tlc1 comprend une séquence matrice d’une taille de 16 nucléotides complémentaire à 
la portion simple-brin du brin G-riche. En s’appariant avec, cette séquence matrice permet 
de dicter les séquences à ajouter pour le rallongement des télomères (Singer et 
Gottschling 1994). La structure secondaire de l’ARN Tlc1 se compose de trois tiges 
s’articulant autour d’une structure centrale qui abrite la séquence matrice. Cette structure 
centrale forme un pseudo-nœud (tige V et VI) qui interagit avec la protéine Est2 de manière 
indépendante de la séquence nucléotidique (Dandjinou et al. 2004; Zappulla et Cech 2004 ; 
Chappell et Lundblad 2004). La protéine Est1 interagit avec la tige (IV) de l’ARN Tlc1, cette 
interaction est essentielle à la fonction de la télomérase in vivo (Seto et al., 2002). Le bras 
situé immédiatement en 5’ de la matrice contient à son extrémité une tige boucle (II) liée par 
le complexe YKu70/YKu80 (Peterson et al., 2001). La présence de ce complexe permet la 
rétention et la localisation de la télomérase au noyau et l’interaction de celle-ci avec les 
télomères (Fisher et al., 2004; Gallardo et al., 2008). La troisième tige (VII) se termine par 
une tige boucle qui contient une structure sous forme d’un « Y ». Cette structure n’est pas 
essentielle pour le maintien des télomères par la télomérase, mais pourrait être impliquée 
dans la modulation de l’activité (Zappulla et al., 2005). Tlc1 est doté d’une structure très 
flexible de sorte que les différentes tiges peuvent être redéployées et déplacées au sein de 
l’ARN. De plus, plusieurs régions de l’ARN Tlc1 peuvent être éliminées sans altérer 
totalement la fonction de la télomérase in vivo, même si les télomères sont substantiellement 
courts (Zappulla et al., 2011). Récemment, les protéines Pop (Pop1/6/7) ont été identifiées 
pour leur rôle dans la structure et l’activité de la télomérase (IV). Ces protéines 
reconnaissaient une structure P3 (TeSS), similaire à celle retrouvée dans le complexe RNase 
P/MRP, présente sur l’ARN Tlc1 initialement nommé TeSS (Telomerase-Stimulating 




permet le recrutement de l’hétérodimère Pop6/7 au niveau de l’ARN puis sert d’un 
échafaudage pour le positionnement de la protéine Pop1. Cette structure permet l’assemblage 
et le maintien de la structure finale de la télomérase in vivo (Tlc1 et les sous-unités Est1 Est2 
et Est3) (Lemieux et al., 2016). De plus, la protéine Pop1 semble promouvoir l’activité de la 
télomérase in vitro, cependant son rôle exact reste encore mal compris, mais réside 
probablement dans la stabilisation de la structure de la télomérase.  
 
Figure 4. Schéma général de la composition protéique de la télomérase 
chez la levure S. cerevisiae 
1.2.2.2 La protéine Est1 
Est1 est la première sous-unité de la télomérase à avoir été identifiée. Dotée de 699 
acides aminés, celle-ci ne présente aucun motif caractéristique et ne possède aucune activité 
enzymatique connue (Lundblad et Szostak 1989). Tout comme Tlc1, la protéine Est1 est peu 
abondante dans les cellules et est estimée à environ 70 copies/cellules (A. K. P. Taggart et 
al., 2002). C’est l’une des seules protéines dont l’expression est régulée selon le cycle 
cellulaire. En effet en phase G1, lorsque la télomérase n’est pas active, le nombre de copies 
est au plus bas avec environ 20 molécules/cellules. Cependant, le nombre de copies de la 
protéine Est1 en fin de phase S atteint environ 110 molécules/cellules et permet ainsi le 
recrutement de la télomérase via son interaction avec la protéine Cdc13 (Pennock et al. 2001; 




De plus, la transcription du gène EST1 est régulée durant le cycle cellulaire lors de la 
transition de la phase G1 vers la phase S du cycle cellulaire (Larose et al., 2007). Par ailleurs, 
des expériences de génétique suggèrent un rôle de Est1 dans l’activation de la télomérase 
probablement grâce son interaction avec la protéine Est3 qui est un composant essentiel à 
l’activité in vivo de la télomérase (Evans et Lundblad, 1999; Tuzon et al., 2011).          
1.2.2.3 La protéine Est2 
Est2 est la sous-unité catalytique de la télomérase (Lingner 1997). Elle est constituée 
de 884 acides aminés et contient un motif conservé lui procurant une activité de transcriptase 
inverse (RT) présent dans la région C-terminale. Comme pour Tlc1, la protéine Est2 est très 
faiblement exprimée, en effet elle est présente à hauteur de 40 molécules par cellules (Tuzon 
et al., 2011). Est2 contient un domaine N-terminal essentiel pour son activité in vivo et 
nécessaire pour son interaction avec la protéine Est3. Au cœur de la protéine Est2, on 
retrouve un large domaine qui permet son interaction avec le pseudo-nœud de l’ARN Tlc1 
(Friedman et Cech, 1999; Talley et al., 2011).  
1.2.2.4 La protéine Est3 
La protéine Est3 avec ses 181 acides aminés est la plus petite des protéines qui 
composent la télomérase. Elle ne lie pas directement l’ARN Tlc1, mais est associée avec le 
complexe RNP par son interaction directe avec les deux protéines Est1 et Est2 (Tuzon et al. 
2011 ; Tucey et Lundblad 2014). Tout comme Est1, la protéine Est3 est une protéine 
essentielle pour l’activité in vivo de la télomérase, mais dispensable pour son activité in vitro 
(Lendvay et al., 1996; Lingner et al., 1997). Bien que son rôle exact dans la régulation de la 
télomérase est encore obscur, certaines observations suggèrent un rôle de Est3 dans 
l’activation et la processivité de la télomérase (Hughes 2000 ; Evans et Lundblad 1999).   
L’assemblage de la télomérase de la levure S. cerevisiae dépend de plusieurs 
facteurs ainsi que d’un important trafic intracellulaire. L’ARN Tlc1 subit la formation de la 
coiffe TMG probablement lors du passage au nucléole comme tous les autres snRNA (petits 
ARN nucléaires) contenant une coiffe TMG (Mouaikel et al., 2002). L’ARN est ensuite 
exporté dans le cytoplasme ou s’effectue l’assemblage avec les protéines Est et le 




au noyau (Ferrezuelo et al. 2002; Gallardo et al. 2008 ; M T Teixeira et al. 2004). Plusieurs 
questions restent en suspens sur la formation du complexe actif de la télomérase. 
Récemment, une étude biochimique a proposé que le complexe actif de la télomérase soit 
assemblé puis désassemblé à chaque cycle cellulaire. Tout d’abord, le complexe de 
préassemblage, constitué des protéines Est1-Tlc1-Est2, est formé en G1. Puis lors de la 
progression en phase S du cycle cellulaire la protéine Est3 s’associe au complexe de 
préassemblage pour former une holoenzyme (Est1-Tlc1-Est2-Est3) qui est active en fin de 
phase S. Une fois de retour en G1, le complexe est désassemblé par la séparation de la sous-
unité catalytique Est2 pour former un complexe inactif Est1-Tlc1-Est3 (Tucey et 
Lundblad 2014). Au niveau du noyau, le complexe actif de la télomérase est recruté en fin 
de phase S du cycle cellulaire par le complexe CST (Cdc13, Stn1 et Ten1). Ce même 
complexe permet de réguler aussi l’arrêt de l’action de la télomérase ce qui permet de 
maintenir de façon stable la taille des télomères (pour revue Wellinger et Zakian 2012).  
1.3 Le complexe CST (Cdc13, Stn1 et Ten1) 
Chez la levure S. cerevisiae, le complexe CST est composé de trois protéines codées 
par les gènes essentiels CDC13, STN1 et TEN1 (Figure 5-A). Les trois 
protéines Cdc13/Stn1/Ten1 interagissent in vivo et in vitro (Grandin et al., 2001; Hang et al., 
2011; Wu et Zakian, 2011) et ont un rôle dans la réplication et le maintien des télomères 
ainsi que dans la stabilité du génome. Le complexe fixe spécifiquement l’ADN télomérique 
simple-brin dans le but (i) de protéger les extrémités contre la dégradation par des 
exonucléases (ii) de recruter la télomérase et en fin (iii) de réguler la longueur et la taille des 
télomères (Figure 5 B et C). 
Plusieurs études ont montré que la reconnaissance et la liaison de ce complexe aux 
répétitions télomériques étaient médiées par plusieurs domaines 
oligosaccharide/oligonucléotide (domaine OB) présents sur les trois protéines (Figure 5-A) 
(Mitton-Fry et al., 2002, 2004). Certains résidus présents dans ces domaines ne peuvent être 
mutés sans provoquer une mort cellulaire (Garvik et al. 1995a ; N Grandin et al. 1997 ; 





Figure 5. Rôle du complexe CST au niveau des télomères  
(A) Schéma représentant les différents domaines constituant les 
protéines Cdc13, Stn1 et Ten1. OB indique les domaines 
oligosaccharide/oligonucléotide binding. (B) Rôle du complexe CST dans 
la protection du télomère et le recrutement de la télomérase lorsque le 
télomère est court. En fin de phase S du cycle cellulaire l’extension simple-
brin est environ 75 nt ce qui permet la fixation de plusieurs molécules de 
Cdc13 (C) l’inactivation d’une des sous-unités du complexe CST conduit à 
une déprotection du télomère, à une activation des points de contrôle, ce qui 






1.3.1 Le complexe CST et la fonction t-RPA 
Le complexe CST est présent chez la plupart des organismes eucaryotes, depuis la 
levure bourgeonnante jusqu’aux vertébrés et les plantes (Wellinger 2009 ; Price et al. 2010 ; 
Rice et Skordalakes 2016). Contrairement à la levure, la fonction de protection du complexe 
CST chez les mammifères n’est pas essentielle. Chez ces organismes, les télomères 
contiennent d’autres protéines qui assurent cette fonction de protection appelée les 
« Shelterins » (Baumann, 2001; de Lange, 2005). Néanmoins, le complexe CST est aussi 
retrouvé au niveau de l’extrémité 3’ du télomère. Son rôle est d’inhiber le rallongement du 
télomère par la télomérase d’une part et d’autre part favoriser le recrutement de la 
polymérase alpha pour synthétiser le brin complémentaire G-riche (Chen et al., 2012; Grossi 
et al., 2004; Huang et al., 2012; Qi et Zakian, 2000; Wang et al., 2012). 
Cdc13 et Ctc1 sont le cœur du complexe CST chez la levure S. cerevisiae et chez les 
vertébrés respectivement. Ces deux protéines ne disposent d’aucune homologie de séquence 
entre elles, toutefois elles présentent plusieurs domaines OB ce qui suggère une conservation 
de la structure et de la fonction au niveau du télomère (Price et al., 2010). À l’inverse, les 
deux protéines Stn1 et Ten1 présentent plusieurs homologies de séquences et des similitudes 
structurales. Ces deux protéines disposent aussi d’une organisation similaire aux deux petites 
sous unités du complexe RPA (RPA32 et RPA14). Dans cette optique, il a été proposé que 
le complexe CST pourrait être un équivalent du complexe RPA (Replication Protein A) 
spécifique à la réplication des télomères (télomérique-RPA) (Gao et al., 2007). Cette 
hypothèse est basée sur le fait que certains des domaines du complexe RPA peuvent être 
remplacés par ceux du complexe CST (Gao et al., 2007). De plus, il a été aussi rapporté que 
le complexe CST disposait d’un rôle indépendant de la réplication des télomères, à savoir la 
reprise et la progression des fourches de réplications après un blocage dû à un stress réplicatif 
(Wang et al., 2012). Le rôle de ce complexe serait probablement de faciliter l’activation des 
origines de réplication dormantes à proximité du site de blocage (Wang et al., 2012, 2014). 
D’autres parts de récents travaux suggèrent plutôt que le complexe CST recruterait la 
protéine de réparation Rad51 au niveau des fourches de réplication bloquées dans les régions 





1.3.2 La protéine Cdc13  
La protéine Cdc13 est le cœur du complexe CST. Elle est formée de quatre domaines 
OB (OB1, OB2, OB3 et OB4) et un domaine (RD) pour le recrutement de la télomérase 
(Figure 6).
 
Figure 6. Schéma récapitulatif de la fonction de chaque domaine de la 
protéine Cdc13 et les différents mutants et les phénotypes associés  
(A) Résumé des différents domaines de Cdc13. (B) Principales protéines qui 
interagissent avec la protéine Cdc13. (C) Fonctions de chacun des 
domaines. (D) Principales mutations décrites qui affectent ces interactions 
et la fonction. (E) Effets des mutations sur les télomères. « Long » indique 
un rallongement des télomères, alors que « court » signifie un 




directement proportionnelle au défaut de protection de la protéine Cdc13. 
La protéine Cdc13 subit aussi plusieurs modifications post-traductionnelles 
ayant un effet direct sur sa fonction. Ces modifications sont résumées dans 
la partie F et G. (F-G) S/TQ se sont les motifs reconnus par les kinases pour 
introduire des phosphorylations au niveau des résidus sérine et thréonine 
précédent un résidu d’acide aspartique. 
La première mutation qui a été décrite est la mutation cdc13-1 associée directement 
avec le rôle essentiel de la protéine Cdc13 au télomère. En effet, la mutation cdc13-1 résulte 
en un déficit de protection des télomères (Garvik et al., 1995). Cet allèle appelé aussi 
hypomorphe contient une mutation ponctuelle qui cause un changement de l’acide aminé 
proline situé en position 371 en sérine (P371S) localisée au niveau du domaine OB2. La 
protéine dotée de cette mutation est relativement fonctionnelle à des températures de 
croissance permissives ou inférieures à 26 °C. Si la température excède les 27 °C 
(température restrictive), la protéine mutée devient non fonctionnelle et donc elle n’est plus 
capable d’assurer sa fonction de protection au télomère. À des températures restrictives, le 
télomère subit une dégradation massive du brin C-riche générant ainsi une accumulation 
d’ADN télomérique simple-brin G-riche sur plusieurs kilobases (Booth et al., 2001). L’effet 
de cette mutation sur la protéine Cdc13 n’est encore à ce jour pas connu. 
En plus de la fonction de protection, la protéine Cdc13 est impliquée dans le 
recrutement de la télomérase (Est1-Tlc1-Est2-Est3) via l’interaction du domaine RD (rd : 
210-330) de la protéine Cdc13 avec la protéine Est1 (Wu et Zakian 2011)(Pennock et al., 
2001). Cette interaction a été identifiée pour la première fois par essai double hybride chez 
la levure S. cerevisiae (Qi et Zakian 2000). La mutation cdc13-2 est une mutation ponctuelle 
non silencieuse qui conduit à une inversion de charge au niveau de l’acide aminé 252 
(E252K) (Pennock et al., 2001). Cette inversion résulte à une perte de l’interaction physique 
entre la protéine Cdc13 et la protéine Est1 in vivo qui est nécessaire pour le recrutement de 
la télomérase. Cette perte d’interaction entraîne un raccourcissement progressif des 
télomères puis une entrée en sénescence (Nugent et al. 1996 ; Evans et Lundblad 1999). Ce 
phénotype de sénescence causé par la mutation cdc13-2 est supprimé en présence de 
l’allèle est1-60 (Pennock et al., 2001). Cette mutation introduite au niveau du résidu 60 de 
la protéine Est1 restaure l’interaction entre la protéine Cdc13 et Est1, permettant ainsi de 




vérifiable en présence de la fusion Cdc13-Est2, une construction permettant de supprimer le 
phénotype de sénescence en absence de la protéine Est1 (Evans et Lundblad, 1999). Le 
domaine de recrutement (RD) contient des sites spécifiques reconnus par des kinases Tel1, 
Mec1 et Cdk1. La phosphorylation de ces sites via la kinase Tel1 (S249 et S255) et Cdk1 
(T308) est finement régulée durant le cycle cellulaire. Ces multiples modifications favorisent 
l’interaction entre Cdc13 et Est1 et le recrutement de la télomérase au niveau du télomère en 
fin de phase S (Li et al. 2009 ; Zhang et Durocher 2010 ; Liu et al. 2014a ; Tseng et al. 2009).  
En plus de son effet positif sur le recrutement de la télomérase, Cdc13 dispose d’un 
effet de régulation négative sur le rallongement des télomères. La mutation cdc13-5 est une 
mutation conduisant à la rupture du cadre de lecture et à l’apparition d’une protéine tronquée 
pour le domaine OB4 (Ob3 : 694-924) (Chandra et al., 2001). L’apparition de cette protéine 
tronquée conduit a un hyper allongement des télomères dépendant de la télomérase, une 
accumulation substantielle de simple-brin télomérique et une perte partielle de l’interaction 
avec la protéine Stn1 (Chandra et al., 2001). Des expériences de biochimie ont révélé par la 
suite que la région C-terminale de la protéine Cdc13 interagissait avec la protéine Stn1 (Hang 
et al., 2011). 
Entre le domaine OB2 et OB4 se situe le domaine de liaison à l’ADN (OB2 : 497-694). 
Ce domaine reconnait les régions télomériques riches en G d’une longueur de 11 nt in vitro 
et in vivo (Hughes 2000 ; Lin, Shih, et al. 2001 ; Lin, Hsu, et al. 2001). La cristallisation de 
ce domaine avec les répétitions télomériques a permis d’identifier la structure adoptée par le 
domaine OB3 ainsi que ces 13 résidus engagés dans cette interaction (Mitton-Fry et al., 2002, 
2004). L’interface d’interaction est constituée de 5 résidus aromatiques (Y522, Y556, Y588, 
Y565 et Y626) trois résidus hydrophobes (A538, I578 et I633) et cinq résidus basiques 
(k536, K568, K576, K629 et K638). Le résidu Y626 est fortement conservé chez le genre 
Saccharomyces, et est essentiel pour la viabilité des cellules. La mutation de ce résidu ainsi 
que du résidu V543, réduit fortement l’interaction du domaine OB3 avec l’ADN simple-brin 
télomérique (Anderson et al., 2003; Mitton-Fry et al., 2004).  
Le domaine N-terminal (OB1 : 1-210) est impliqué dans plusieurs fonctions liées à la 




avec l’ADN polymérase alpha via sa sous-unité catalytique Pol1 (Qi et Zakian 2000). 
L’interaction entre les deux protéines Pol1 et Cdc13 est fortement réduite (jusqu’à 90 %) par 
des mutations affectant la séquence protéique de la protéine Pol1 (D236N, E238K et P241T) 
et conduit à un rallongement des extrémités télomériques (Martin et al., 2000; Qi et Zakian, 
2000). Cette perte d’interaction conduit à l’accumulation de simple-brin G riche télomérique 
en absence de l’activité télomérase. De plus, la protéine Stn1 favoriserait, via son association 
avec la protéine Cdc13, la coordination de la synthèse du brin complémentaire (Grossi et al., 
2004). Cet effet de synergie avec la protéine Stn1 a été montré chez Candida albicans ou la 
protéine Stn1 pouvait stimuler l’activité de la polymérase alpha en modulant le passage de 
la fonction primase de l’ADN polymérase (Lue et al., 2014). L’interaction de la Polymérase 
alpha et du domaine N-terminal de Cdc13 (OB1) est aussi favorisée par une 
homodimérisation de la protéine Cdc13 via son domaine N-terminal (Martin et al. 2000 ; Qi 
et Zakian 2000 ; Hsu et al. 2004 ; Mitchell et al. 2010 ; Sun et al. 2011). L’introduction de 
la mutation ponctuelle cdc13-L91R ou d’un groupe de mutation cdc13-4R (L84R, I87R, 
L91R et Y95R) qui affecte la dimérisation de Cdc13 conduit à un raccourcissement drastique 
(50 %), mais stable de la taille des télomères (Mitchell et al. 2010 ; Sun et al. 2011). Cette 
perte de la forme dimérique n’affecte ni la stabilité de la protéine ni la viabilité de la cellule. 
En revanche, la présence de la protéine Cdc13 sous forme de monomère diminuerait 
grandement son affinité pour des séquences d’ADN télomérique ayant une longueur de 43 nt 
(Mitchell et al. 2010 ; Mason et al. 2013). 
Le domaine OB2 (OB2 : 335-497) est le domaine le moins bien caractérisé de la 
protéine Cdc13. Localisé au centre de la protéine, ce domaine ne contient aucune activité de 
liaison à l’ADN (11 nt ou 43 nt) ni une affinité avec la protéine Stn1. Il a été proposé que ce 
domaine jouerait un rôle dans la formation d’un homodimère de la protéine Cdc13, lui 
procurant ainsi une meilleure interaction avec la protéine Stn1 (Mason et al., 2013). 
L’utilisation de mutants qui éliminent cette dimérisation au niveau du domaine 3 provoque 
un déficit d’interaction de la protéine Cdc13 avec la protéine Stn1 qui résulte à une 





1.3.3  La protéine Stn1 
Initialement identifiée comme un suppresseur de la mutation cdc13-1, la protéine Stn1 
interagit avec la protéine Cdc13 puis recrute la protéine Ten1 pour former le complexe CST 
(Figure 6-A). Le gène qui code pour la protéine Stn1 est essentiel et ne peut être délété. En 
présence de mutation thermosensible (stn1-13), la fonction de la protéine Stn1 est altérée. 
Ceci conduit alors à une déprotection des télomères provoquant une accumulation d’ADN 
simple-brin puis une activation des points de contrôle du cycle cellulaire (Figure 6-B) 
(Nathalie Grandin et al. 1997 ; Gao et al. 2007 ; Gasparyan et al. 2009 ; Grandin et al. 2001). 
En revanche dans des conditions de température permissive de croissance (température ˂ 
27 °C), cette mutation (stn1-13) produit uniquement un effet de rallongement des télomères. 
Ce rallongement est dépendant de la télomérase, ce qui suggère que la protéine Stn1 a un 
rôle de régulateur négatif de la télomérase (Grandin et al. 2001). Stn1 peut aussi interagir et 
lier directement la portion simple-brin de l’ADN télomérique et agir indépendamment de la 
protéine Cdc13 dans la fonction de protection. En effet, la surexpression de la protéine Stn1 
peut supprimer l’effet de la mutation cdc13-1 à des températures restrictives de croissance 
(Petreaca et al., 2006).    
La protéine Stn1 est divisée en deux parties : la région N-terminale avec un domaine 
OB peut favoriser à la fois l’interaction avec la protéine Ten1 (Stn1 1-186) et/ou l’interaction 
avec les répétitions télomériques. En revanche, la portion C-terminale (Stn1 288-494) 
interagit avec la protéine Cdc13 et la protéine Pol12 (Figure 6-A) (Hang et al., 2011; 
Petreaca et al., 2006). Bien que cette portion C-terminale de Stn1 dispose de deux motifs 
HTH (Hélice coude Hélice), il n’existe aucune évidence quant à son rôle dans la liaison à 
l’ADN. L’interaction entre Stn1 et Cdc13 est favorisée par les phosphorylations des 
résidus T223 et S250 de la protéine Stn1 (Liu et al. 2014). Ces phosphorylations sont 
assurées par la kinase dépendante des cyclines Cdk1, en fin de phase S du cycle cellulaire 
(Liu et al., 2014). Ces modifications permettent ainsi un contrôle efficace lors du couplage 
entre l’extension du télomère par la télomérase et la synthèse du brin complémentaire C-






Figure 7. Schéma représentatif de l’organisation des deux 
protéines Stn1 et Ten1  
(A) Organisation des domaines des protéines Stn1 et Ten1 et leurs 
interactants. Les deux sites S250 et T223 sont deux résidus phosphorylés 
par la protéine Cdk1 en fin de phase S. La protéine Po12 est une des sous-
unités de la polymérase alpha qui interagit avec le domaine wHTH1 de la 
protéine Stn1. Cdc13 interagit avec le domaine wHTH2. La protéine Ten1 
contient un seul domaine OB, celui-ci interagit avec le domaine OB1 de la 
protéine Stn1. (B) Tableau des résidus et positions des différentes mutations 
associées avec les défauts de fonctionnement des deux protéines Stn1 et 
Ten1.   
1.3.4 La protéine Ten1  
Le gène qui code pour la protéine Ten1 est essentiel et ne peut être délété. Ce gène a 
été identifié pour la première fois dans la biologie des télomères, lors de l’étude des gènes 
suppresseurs de la mutation stn1-13 après une surexpression (Grandin et al., 2001). Les 
mutations thermosensibles ten1-ts (ten1-16 et ten1-31) présentent des phénotypes similaires 
aux phénotypes de la mutation cdc13-1, ce qui suggère un rôle de la protéine Ten1 dans la 
protection du télomère. Ten1 est la plus petite des protéines du complexe CST avec 160 
acides aminés structurés sous forme d’un domaine OB. Grâce à ce domaine elle interagit 
directement avec la portion N-terminale de la protéine Stn1 (Figure 7-A). Cette interaction 
est affectée par la mutation stn1-13, mais par aucune des mutations thermosensibles du 
gène TEN1 qui affectent la protection. D’autres mutations (ten1-3, ten1-6 et ten1-13) 
n’affectent pas la fonction de protection. Cependant, ces mutations conduisent à un 
rallongement des télomères, indiquant un rôle inhibiteur de la protéine Ten1 sur l’activité de 




La protéine Ten1 dispose d’une capacité à lier l’ADN télomérique indépendamment de la 
protéine Cdc13 ou de Stn1 (Qian et al. 2009). De plus, elle permet d’augmenter l’affinité de 
la protéine Cdc13 pour les répétitions télomériques (Qian et al., 2009). Des mutants du 
gène TEN1 (ten1-55 et ten1-66) perdent cette capacité de stimulation in vitro de la liaison de 
Cdc13, mais permettent un rallongement des télomères in vivo. Ces deux observations 
suggèrent un modèle où Ten1 stimule la liaison de Cdc13 au télomère pour réguler 
négativement leur élongation par la télomérase (Qian et al., 2009).    
1.4 Régulation et signalisation au niveau des télomères  
1.4.1 Régulation du recrutement de la télomérase aux télomères 
Des extraits de levure récupérés dans toutes les phases du cycle cellulaire présentent 
une activité télomérase in vitro (Lingner et al., 1997). Cependant, in vivo, l’action de la 
télomérase au niveau des répétions télomériques est observée seulement en fin de phase S 
(Diede et Gottschling, 1999; Gallardo et al., 2011; Marcand et al., 2000). Ceci indique que 
les télomères disposent d’une fenêtre précise durant laquelle ils sont rallongés lors du cycle 
cellulaire par la télomérase. L’action de celle-ci est finement régulée et dépendante de 
plusieurs facteurs (Figure 8) :  
1.4.1.1 L’interaction entre la protéine Cdc13 et la protéine Est1   
Lorsque la protéine Est1 est absente, la télomérase reste active in vitro, mais n’est pas 
recrutée au télomère in vivo (Zakian et al. 2008; Pennock et al. 2001 ; Wu et Zakian 2011). 
De manière intéressante, une fusion des deux protéines Est2 et Cdc13 permet de supprimer 
l’absence de la protéine Est1, indiquant que l’interaction entre Est1 et Cdc13 permet le 
recrutement de la télomérase pour assurer le rallongement du télomère (Evans et 
Lundblad 1999). L’interaction Cdc13-Est1 est régulée par plusieurs modifications post-
traductionnelles (Figure 8-A). En effet, cette interaction répond à une signalisation médiée 
par diverses phosphorylations favorisées lorsque les télomères sont courts. Plusieurs kinases 
sont responsables de la phosphorylation de Cdc13 durant la phase S du cycle cellulaire on 






Figure 8. Les différents facteurs pouvant affecter le recrutement de la 
télomérase au niveau des télomères  
(A) Les facteurs qui affectent positivement le recrutement de la télomérase. 
(B) Facteurs qui inhibent le recrutement de la télomérase au niveau du 
télomère. (*) L’action de la kinase Mec1 est aussi retrouvée au niveau des 
sites de cassures doubles de l’ADN. 
L’introduction de mutations abolissant un des sites de phosphorylation par la 
kinase Cdk1 sur la protéine Cdc13 (T308) conduit à un défaut d’interaction entre les 
protéines Cdc13 et Est1. Ceci résulte à un raccourcissement des télomères sans qu’il y ait 
pour autant sénescence (Li et al., 2009). Ceci pourrait être expliqué par l’existence d’une ou 
plusieurs autres voies alternatives à la voie Cdk1 pour réguler l’interaction entre Cdc13 et 
Est1. En effet, les mutants tel1Δ se caractérisent aussi par un phénotype télomérique de taille 
très court (Greenwell et al., 1995; Lustig et Petes, 1986). Ceci suggère que la kinase Tel1 est 




Cdc13 pour promouvoir son interaction avec la protéine Est1. De plus, Mec1 est capable 
aussi de phosphoryler Cdc13, la mutation de la kinase Mec1 (mec1Δ) résulte aussi en un 
phénotype télomérique court, mais ceux-ci restent stables. L’association des deux 
mutations tel1Δ et mec1Δ conduit à l’apparition d’un phénotype de sénescence indiquant la 
redondance de ces deux voies dans le maintien des télomères (Ritchie et al., 1999). La 
protéine Cdc13 contient des motifs S/TQ présent sous forme de groupements au niveau du 
domaine de recrutement (RD) reconnu par la kinase Tel1 (ou Mec1) (Tseng et al., 2006). La 
mutation des sites (S249 et S255) conduit à un phénotype de sénescence indiquant 
l’importance de ces sites dans le recrutement de la télomérase (Tseng et al., 2006). 
La protéine Cdc13 peut être trouvé au niveau des cassures doubles-brin de l’ADN dans 
le cas ou ces dommages sont persistant et non réparés (Bianchi et al. 2004). La présence de 
cette protéine au niveau de ces cassures permet le recrutement de la télomérase pour générer 
un nouveau télomère pour prévenir contre une instabilité génomique (Zhang et 
Durocher 2010 ; Bianchi et al. 2004). La phosphorylation de Cdc13 au niveau de son 
résidu S306 par la kinase Mec1 au niveau du site de dommage permet d’inhiber le 
recrutement de la télomérase pour favoriser la réparation plutôt que le rajout d’un nouveau 
télomère (Figure 8-B *) (Zhang et Durocher 2010). Tout comme la kinase Mec1, Cdk1 joue 
aussi un rôle d’inhibiteur sur le recrutement de la télomérase. En effet, Cdk1 phosphoryle 
Stn1 au niveau des résidus T223 et S250. Ces phosphorylations favorisent l’interaction de 
Stn1 et Cdc13 et jouent un rôle d’antagoniste à la phosphorylation sur le site T308 de la 
protéine Cdc13 qui promeut l’interaction de Cdc13 avec Est1 (Liu et al. 2014  ; Puglisi et al. 
2008 ; Li et al. 2009).  
Ce modèle de recrutement via la phosphorylation du domaine de recrutement de la 
protéine Cdc13 est encore incomplet et sujet à débat. En effet, une étude a montré que la 
mutation spécifique de plusieurs sites de phosphorylation à motifs S/TQ présent dans la 
région du domaine de recrutement de la protéine Cdc13, reconnu par la protéine Tel1, 
n’affectait en aucun cas le maintien des télomères. Ces sites nécessiteraient donc une 




La déphosphorylation des résidus cités précédemment (T223, S250, T308) contribue 
aussi à inhiber le recrutement de la télomérase et l’allongement des télomères. Cette 
déphosphorylation est assurée par le complexe phosphatase PP2A qui est un régulateur de la 
progression du cycle cellulaire permettant la sortie de la phase de mitose (Shi, 2009; Sneddon 
et al., 1990). En effet, la phosphatase Pph22 inhibe l’action de la télomérase lors de la 
transition G2/M par la déphosphorylation des résidus S249 et S255 de la protéine Cdc13 
introduits par les kinases Tel1/Mec1. La mutation pph22Δ conduit à la persistance de ces 
marques de phosphorylation en mitose, ce qui produit un allongement significatif de la taille 
des télomères et un retard au niveau de la dissociation de la télomérase du télomère (Shen et 
al., 2014). De plus, l’interaction entre Stn1 et Cdc13 est modulée par l’ajout d’un groupement 
SUMO au niveau du domaine C-terminal (OB4) de Cdc13, et renforce le rôle inhibiteur de 
la protéine Stn1 dans le recrutement de la télomérase (Hang et al., 2011). 
Le complexe kinase Aurora promeut aussi le départ de la télomérase du télomère lors 
de l’entrée en mitose (Shen et al. 2014) . En effet la protéine kinase Lpl1, phosphoryle la 
protéine Cdc13 au niveau du résidu S314, localisé dans le domaine de recrutement de la 
télomérase. Deux autres sites de phosphorylation ont été identifiés S324 et S333 à proximité 
de ce domaine. La mutation du résidu S314A en un résidu non phosphorylable conduit à un 
allongement des télomères, cet allongement peut être supprimé en introduisant un résidu 
phosphomimétique S314D (Shen et al. 2014). 
Certains travaux proposent l’existence d’une voie alternative de recrutement de la 
télomérase en phase G1 du cycle cellulaire dépendante du complexe YKu70/80 (Fisher et al. 
2004). Cette voie de recrutement n’est toutefois pas essentielle pour le maintien des 
télomères puisque l’élimination de la liaison Tlc1-YKu ne cause pas de phénotype de 
sénescence (Peterson et al. 2001; Fisher et al. 2004 ; Zakian et al. 2008). Une étude récente 
sur la localisation dynamique de l’ARN Tlc1 révèle que la fixation de la télomérase au 
télomère en G1 est plutôt transitoire et restreinte par la protéine Rif2. De ce fait, la 
dépendance du complexe YKu70/80 pour la localisation de la télomérase en G1 au télomère 
serait indirectement favorisée uniquement par la rétention de la télomérase au noyau plutôt 




1.4.1.2 L’expression de certaines sous-unités de la télomérase  
En effet, l’expression de certaines sous-unités dans une fenêtre spécifique dans le cycle 
cellulaire conforte aussi le modèle d’action de la télomérase en fin de phase S. L’expression 
de la protéine Est1 est régulée durant le cycle cellulaire et son pic d’abondance coïncide avec 
la fin de phase S (Taggart et al. 2002; Osterhage et al. 2006 ; Pennock et al. 2001 ; Wu et 
Zakian 2011). Le pic d’expression de la protéine Est1 permet d’augmenter ses probabilités 
d’interaction avec Cdc13 et donc le recrutement de la télomérase. À l’inverse, à la fin de la 
réplication, Est1 est ubiquitinylée par la ligase E3 Efd4. Cette modification permet sa 
reconnaissance par le complexe Cdc48 et sa dégradation via le protéasome pour mettre fin 
au recrutement de la télomérase (Lin et al., 2015). En plus de la protéine Est1, l’ARN de la 
télomérase Tlc1 présente un profile d’expression dépendant du cycle cellulaire. Tlc1 est 
transcrit en fin de phase G1 et au début de la phase S. Cette expression favoriserait la 
formation de nouvelles molécules de télomérase à chaque nouveau cycle (Dionne et al., 
2013).  
1.4.1.3 La longueur de l’extension simple-brin G-riche  
En plus de l’interaction Est1 Cdc13, le recrutement de la télomérase est favorisé par la 
longueur de l’extension 3’ du télomère qui est dû à la résection du brin 5’. En phase G1 du 
cycle cellulaire, la télomérase n’est pas associée aux télomères (Gallardo et al., 2011). Lors 
de cette phase, l’extension 3’ du télomère est d’environ 12 nt ce qui permet la liaison d’une 
seule molécule de Cdc13 au maximum (Mitton-Fry et al., 2002, 2004). En fin de phase S, 
lors du passage de la fourche de réplication, la longueur de la portion simple-brin G-riche 
passe à environ 50 à 70 nt. En se liant à ces extrémités, la protéine Cdc13 joue deux rôles 
importants. Le premier rôle est de limiter cette résection lors de la phase S pour éviter une 
déprotection du télomère (Larrivée et al., 2004; Wellinger et al., 1993). Le deuxième est lié 
à l’enrichissement de la protéine Cdc13 au niveau de l’extrémité télomérique, ainsi il permet 
de stabiliser la télomérase via son interaction avec sa sous-unité Est1 (Bianchi et Shore 2007; 






1.4.1.4 La longueur des télomères  
La longueur des télomères joue aussi un rôle primordial dans l’accessibilité de la 
télomérase. L’analyse des probabilités d’action de la télomérase par la méthode STEX 
(Single Telomere EXtention) montre que l’action de la télomérase est inversement 
proportionnelle à la longueur du télomère. Un télomère d’une longueur normale (300bp) à 
10 % de chance d’être rallongé par la télomérase, alors que pour un télomère très court 
(100bp) il est rallongé avec une probabilité de 50 % (Teixeira, Milica Arneric, et al., 2004). 
Le modèle actuel repose sur un mécanisme d’autocomptage de molécules liées aux 
télomères. En effet, le télomère est constitué d’un nombre de molécules de Rap1 et de ses 
associés Rif1/Rif2 proportionnel à sa taille (Marcand et al., 1997). La diminution de ce 
nombre favorise l’accès de la télomérase aux télomères les plus courts (Marcand et al. 1997; 
Wotton et Shore 1997 ; M Teresa Teixeira et al. 2004 ; Bianchi et Shore 2007 ; McGee et al. 
2010). Dans une souche sauvage, la télomérase s’associe de façon prolongée aux télomères 
les plus courts uniquement en fin de phase S du cycle cellulaire pour former des foyers de 
recrutement de la télomérase (T-Rec) observable au microscope. En absence de la 
protéine Rif2, la télomérase devient accessible aux télomères durant tout le cycle cellulaire 
conduisant ainsi à leurs hyper allongements (Gallardo et al., 2011).  
1.4.1.5 L’action de l’hélicase Pif1  
Pif1 est une hélicase originalement identifiée comme essentielle pour le maintien du 
génome mitochondrial, mais aussi dans le maintien des télomères (Lahaye et al. 1991; Schulz 
et Zakian 1994) Son rôle au niveau des télomères est de limiter l’action de la télomérase lors 
de l’élongation. L’action de Pif1 est préférentielle au niveau des télomères les plus longs. 
Cette hélicase permet de dissocier l’interaction entre l’ARN de la télomérase et les séquences 
de l’ADN télomérique dans le but de bloquer l’étape de l’appariement de ces séquences 
complémentaires (Makovets et Blackburn 2009 ; Schulz et Zakian 1994 ; Boulé et al. 2005 ; 





1.4.2 Régulation de la résection lors de la réplication des télomères  
La régulation de la résection lors de la réplication des télomères par la fourche de 
réplication dépend des protéines impliquées dans la protection du télomère et l’activité des 
nucléases. 
À la fin de la réplication, il en résulte deux télomères de taille différente. Le premier 
est formé après réplication du brin retardé (télomère retardé), et le deuxième après réplication 
du brin précoce (télomère précoce). Ce dernier ne disposant pas d’extension 3’, il n’est pas 
lié par une molécule de Cdc13, il adopte alors une structure similaire à une cassure double-
brin de l’ADN (Figure 9-1). Cette extrémité relativement courte est aussitôt reconnue par le 
complexe MRX (Mre11, Rad50 et Xrs2) puis par la kinase Tel1 (Hector et al. 2007 ; 
Sabourin et al. 2007 ; Faure et al. 2010 ; Soudet et al. 2014). Le recrutement de la kinase Tel1 
se fait via son interaction avec la protéine Xrs2. Cette interaction permet d’amorcer et de 
réguler l’activité de résection du complexe MRX et du complexe 
nucléase/hélicase Sae2/Sgs1 pour générer la région simple-brin G-riche (Bonetti et al., 
2009). La régulation de la résection dépend aussi de l’abondance des protéines Rif1 et Rif2 
aux télomères, celles-ci sont responsables du mécanisme de comptage moléculaire au niveau 
du télomère (Marcand et al., 1997). Lorsque le complexe MRX est chargé au niveau du 
télomère précoce et que celui-ci à une taille proche de la taille normale, la protéine Rif2 entre 
en compétition avec la protéine Tel1 sur la protéine Xrs2. Cette compétition limite fortement 





Figure 9. Régulation de la résection au niveau des télomères après 
réplication.  
La résection du brin C-riche est régulée de façon différente entre les deux 
télomères fils produit après réplication d’un télomère parental (1-A) et (1-
B). (1-C) Si le télomère est proche de la taille normale, la résection est 
inhibée. (2) En phase G1, le complexe CST ne contribue pas à l’inhibition 
de la résection, alors que Rap1 et YKu sont essentielles pour la protection. 
La génération de l’extrémité 3’ se fait en fin de phase S où l’activité nucléase est au 
maximum. Sa génération est dépendante aussi des nucléases ExoI/Dna2 et Sae2/MRX et est 
régulée par la kinase Cdk1(Frank et al., 2006; Huertas et al., 2008). La fixation des 
molécules de Cdc13 à ces extrémités après résection au niveau du télomère permet de la 
limiter uniquement aux régions télomériques. La fixation de Cdc13 seule aux extrémités 
n’est pas suffisante pour stopper la résection, mais nécessite une fonction complète du 




effet, en présence de l’allèle hypomorphe cdc13-1, à des températures restrictives, la 
protéine cdc13-1 est capable de fixer toujours l’ADN télomérique in vivo et in vitro, mais est 
incapable de limiter la résection (Hughes, 2000; Vodenicharov et Wellinger, 2006). La cause 
exacte qui crée ce phénotype n’est pas connue. Certains travaux suggèrent que cet allèle 
mène à une perte de dimérisation de la protéine Cdc13 conduisant à un défaut de recrutement 
de l’hétérodimère Stn1-Ten1 au niveau du télomère (Mason et al., 2013). 
En dehors de la phase S (en G1 ou G0), les complexes Rap1/Rif2 et YKu70/80 sont 
essentiels pour limiter la résection (Figure 9-2) (Longhese et al., 2010; Vodenicharov et al., 
2010). La mutation du complexe YKu70/80 conduit à une résection d’une partie du télomère 
dépendamment de la nucléase ExoI même en présence de la protéine Cdc13. Cette 
accumulation du simple-brin n’est cependant pas toxique pour la cellule et les points de 
contrôle ne sont pas activés (Gravel, 1998). Alors que l’inactivation de la protéine Rap1 
conduit à une déprotection totale des télomères et à la fusion des extrémités (Pardo et 
Marcand, 2005; Vodenicharov et al., 2010).  
1.4.3 Les télomères et la réparation   
Depuis la découverte des télomères, plusieurs travaux ont tenté d’expliquer comment 
ces structures inactivent les mécanismes de réparation et préviennent l’activation des points 
de contrôle du cycle cellulaire tout en les gardant fonctionnels au niveau des autres régions 
du génome. De façon surprenante, la plupart des protéines qui interviennent dans la biologie 
des télomères sont retrouvées comme des intermédiaires clés dans la réparation et dans 
l’activation des points de contrôle du cycle cellulaire après un dommage à l’ADN. De plus, 
un dysfonctionnement d’une des protéines essentielles aux télomères conduit à une réponse 
immédiate similaire à celle produite au niveau des cassures doubles-brin à l’ADN. Cette 
réponse implique : une reconnaissance, une transduction du signal, une réparation appropriée 
et le maintien de cette activation jusqu’à ce que la réparation soit effectuée. Une fois le 
dommage réparé, cette réponse est ensuite inactivée pour permettre la reprise du cycle 
cellulaire. (Hartwell et al., 1989; Hoeijmakers, 2009). En absence de réparation ou dans le 
cas de réparations aberrantes, les dommages présents dans l’ADN peuvent mener à des 




1.4.3.1 La réponse à la déprotection des télomères  
L’inactivation de l’une des protéines essentielles à la protection du télomère telle que 
Cdc13 conduit à une dégradation du brin C-riche et à une accumulation de longues portions 
d’ADN simple-brin. Cette accumulation conduit à une cascade de signalisation qui permet 
d’activer les points de contrôle du cycle cellulaire. Cet arrêt permet de fournir le temps 
nécessaire aux mécanismes de réparation pour réparer les dommages pour éviter la perte de 
fragment de chromosome et/ou la fusion des extrémités lors de la mitose (Hartwell et 
Weinert 1989). 
1.4.3.2 Activation des points de contrôle  
L’activation des points de contrôle lors du cycle cellulaire en présence d’un dommage 
est initiée par les protéines kinase de la famille des PIKKs. Ce groupe de protéines est 
constitué des protéines Tel1 et Mec1 chez la levure S. cerevisiae (Figure 10) (Harrison et 
Haber 2006). Mec1 fait parti des protéines senseurs qui détectent les dommages d’ADN 
simple-brin lié par les protéines RPA comme dans le cas de la déprotection des télomères. 
La protéine Tel1 reconnait les dommages double-brin reconnus par le complexe MRX 
(Mre11, Rad50 et Xrs2). Selon le type de dommage reconnu, les deux protéines Mec1 et 
Tel1 phosphorylent les protéines effectrices Rad53 et Chk1 en présence de plusieurs 
protéines adaptatrices [Ddc1, Ddc2 et Rad9 (Mec1) et MRX (Tel1)]. La phosphorylation de 
Rad53 conduit à l’amplification du signal pour ensuite arrêter la progression du cycle 
cellulaire. L’arrêt du cycle cellulaire est en G2/M, entre la transition de phase G2 (Gap 2) à 
la phase M (Mitose). Par la suite, Rad53 active les deux protéines Dun1 et Cdc5 dont le rôle 
consiste respectivement à : la régulation de l’expression des gènes impliqués dans la 
réparation (ex Rnr2 et Sml1) et à la progression du cycle cellulaire en mitose (Branzei et 
Foiani 2006). Par ailleurs, les deux protéines Rad53 et Chk1 régulent la stabilité de la 
protéine Pds1 (appelée aussi Sécurine) (Gardner et al. 1999 ; Sanchez et al. 1999). En 
absence de dommage, la sécurine est dégradée après ubiquitination par le complexe APC 
(Anaphase Promoting Complex) pour permettre la ségrégation des chromatides sœurs. En 
présence de dommage, la phosphorylation de Pds1 bloque son interaction avec le complexe 
APC, celle-ci est donc stabilisée permettant le blocage du passage vers l’anaphase (Harrison 





Figure 10. Voie de signalisation de la réponse aux dommages à l’ADN 
après déprotection des télomères  
(A) La voie de signalisation dépend aussi de la nature du dommage identifié. 
Dans le cas de la résection, la signalisation passe via la protéine Mec1 puis 
Rad53 ou Chk1. Il en résulte alors un arrêt en phase G2/M du cycle 
cellulaire puis une réparation (voir texte pour plus de détail). Dans le cas des 
cassures double-brin de l’ADN, les dommages sont reconnus par le 
complexe MRX et Tel1 constitue l’activateur de la cascade de 
phosphorylation qui passe aussi via la protéine Rad53. La réparation des 
dommages se fait via les deux mécanismes principaux : la recombinaison 
homologue (RH) et la ligation des extrémités non homologues (NHEJ). (B) 
Les voies de signalisation et de réparation sont conservées chez les 






1.4.3.3 Maintien de l’activation des points de contrôle  
Le maintien des points de contrôle dépend de l’activité des kinases Mec1, Tel1 et Cdk1 
qui sont requises pour le maintien de l’arrêt du cycle cellulaire (Grzegorz et al., 2004; 
Pellicioli et al., 2001). En plus de la régulation de la signalisation, plusieurs modifications 
des histones se produisent dans la région du dommage, telles que les phosphorylations, 
ubiquitinations et acétylations. La plus connue est la phosphorylation de la sérine 129 du 
variant de l’histone ϓ-H2A (Chowdhury et al., 2005; Downs et al., 2000; Keogh et al., 
2006). Le rôle majeur de cette modification est le recrutement d’autres facteurs impliqués 
dans le remodelage de la chromatine (Ino80, SMC complexe) afin de maintenir l’activation 
des points de contrôle et de facilité la réparation du dommage (Downs et al., 2004). Le 
maintien des points de contrôle ne dépend toutefois pas de la persistance du dommage, mais 
plutôt de l’activité de résection favorisée par la Cdk1. En effet, plusieurs heures après que 
les points de contrôles soient activés suite à une cassure double-brin (Sugawara et 
Haber 1992), la phosphorylation de la protéine Rad53 disparait lorsque l’activité de résection 
est inactivée (inhibiteurs de la CDK1). 
1.4.3.4 Inactivation des points de contrôle    
Une fois que le dommage est réparé, les points de contrôle du cycle cellulaire sont 
inactivés pour permettre la reprise du cycle cellulaire. L’une des étapes clés de cette phase 
est la déphosphorylation des amplificateurs de la réponse tels que Rad53. Cette 
déphosphorylation se fait via des phosphatases telles que Ptc2 et Ptc3 (Harrison et 
Haber 2006). Les variantes ϓ-H2AX sont aussi déphosphorylées pour la reprise du cycle 
cellulaire, via les phosphatases Pph3p et Psy2. 
1.4.4 La sénescence chez la levure S. cerevisiae 
Chez la levure S. cerevisiae, l’absence d’activité de la télomérase conduit à un 
phénotype de sénescence réplicative au bout de 80 générations environ. Les télomères 
subissent une érosion d’environ 3-5 nt en moyenne par génération jusqu’à la perte totale des 
répétitions télomériques (Lendvay et al., 1996; Lundblad et Szostak, 1989; Singer et 
Gottschling, 1994). Cette perte conduit à un décrochage des protéines télomériques résultant 




dommage. Ceci conduit à l’activation chronique des points de contrôle du cycle cellulaire et 
à un arrêt prolongé de la croissance cellulaire (Shinichiro Enomoto, Lynn 
Glowczewski 2002). Étant donné que tous les télomères ne raccourcissent pas à la même 
vitesse, un seul télomère court déprotégé peut être reconnu par la machinerie de réparation 
comme étant un dommage et conduire ainsi à l’entrée en sénescence (Abdallah et al., 2009; 
Khadaroo et al., 2009). Au cours de celle-ci, la plupart des cellules entrent dans une phase 
d’instabilité génomique qui conduit à une perte de gènes essentiels et/ou à une fusion des 
chromosomes entre eux (Hackett et al., 2001). Certaines cellules arrivent à dépasser cette 
sénescence pour former des colonies viables, elles sont appelées des Survivantes (S). Il a été 
aussi rapporté que l’entrée en sénescence dans certains cas ne corrélait pas directement avec 
le raccourcissement de la taille des télomères. En effet, l’association de la mutation Tel1 ou 
Mec1 avec des mutations des gènes de la télomérase retarde l’apparition du phénotype 
sénescent des cellules (Ritchie et al., 1999). De plus, il a été observé que la sénescence est 
d’autant plus rapide lorsque l’absence d’activité de la télomérase est associée à un phénotype 
télomérique long, comme c’est le cas pour les mutants rif1Δ ou rif2Δ (Chang et al., 2011). 
L’entrée en sénescences des cellules après une perte de l’activité de la télomérase 
s’accompagne d’un changement global d’expression génique qui touche une partie du 
génome de la levure (environ 10 %). Ce changement d’état transcriptionnel est appelé TDR 
(Telomerase Deletion Response) qui concerne plusieurs gènes spécifiques à la réponse aux 
différentes formes de stress (oxydatif, température et changement de milieux…), et dans la 
réparation aux dommages à l’ADN (MMS, IR…) (Nautiyal et al., 2002; Teng et al., 2002). 
En plus de ces gènes, une autre sous-catégorie de gènes, qui sont plus spécifiques à la perte 
de l’activité de la télomérase, a été identifiée. Ces gènes sont spécifiques à la sénescence et 
sont appelés TDS. La plupart des gènes dont l’expression est changée lors de la sénescence 
retrouvent leurs niveaux d’expression originale après le passage en mode survivant tel que 
le gène qui code pour la protéine Rad51 (Nautiyal et al. 2002). Cependant, une partie de 
celle-ci reste néanmoins non changée et pourrait avoir un rôle dans le maintien de la viabilité 





1.4.5 Maintien des télomères indépendamment de la télomérase  
La sortie de crise des cellules sénescentes est permise grâce à l’initiation d’un 
rallongement de leurs télomères par des mécanismes dépendants de la recombinaison 
homologue (Dunn et al. 1984 ; Lundblad et Blackburn 1993). 
1.4.5.1 La recombinaison homologue 
Ce mécanisme est l’un des mécanismes de réparation des dommages à l’ADN les plus 
conservés, on le retrouve chez tous les organismes vivants. Cette voie de réparation utilise 
une séquence homologue présente dans le génome pour réparer une cassure double-brin. Elle 
prédomine en phase S et G2 lorsque la résection est favorisée ainsi que l’utilisation des 
chromatides sœurs comme matrice ADN (Symington et Gautier 2011). Ce mécanisme de 
réparation est dit fidèle, car après réparation de la cassure on ne décèle aucune perte 
d’information.   
Chez la levure Saccharomyces cerevisiae, la recombinaison homologue est assurée par 
les membres du groupe épistatique de RAD52, RAD51 incluant le complexe MRX. L’étape 
cruciale de ce mécanisme est la génération d’une extrémité 3’ simple-brin par la résection de 
l’extrémité 5’. Cette étape est étroitement régulée par le complexe MRX (Lisby et al., 2004; 
Symington et al., 2014). L’extrémité simple-brin issu de cette dégradation est 
immédiatement liée par la protéine RPA puis Rad51 en présence de la protéine Rad52 pour 
former un filament nucléoprotéique. Ce filament permet de rechercher les régions 
d’homologie puis d’assurer l’invasion (pour revue Krejci et al. 2012). Le brin homologue va 
servir de matrice pour la synthèse de la région manquante. Cette invasion et la synthèse 
d’ADN vont entrainer la formation d’une structure connue sous le nom de jonction de 
Holliday. Une fois la synthèse achevée, ces jonctions vont être résolues à l’aide de nucléases 
telles que Mus81p-Mms4p, ou encore Sgs1-To3-Rmi1 (Matulova et al. 2009; Matos et 
West 2014). 
1.4.5.2 Rallongement des télomères par la recombinaison homologue  
Le rallongement des télomères lors de la sortie de la sénescence dépend de la 
recombinaison homologue dont la protéine Rad52 (Lundblad et Blackburn 1993). La 




deux classes de survivants qui émergent après la sénescence (Le et al., 1999). Les deux 
classes de survivants se différencient par leurs profils télomérique, indiquant que ce passage 
en mode survivant est facilité par deux mécanismes distincts (Chen et al., 2001; Teng et 
Zakian, 1999a). Cependant, les deux mécanismes requièrent un mode de réplication de type 
BIR (Break Induced Replication) faisant intervenir la sous-unité Pol32 de la polymérase 
delta (Lydeard et al., 2007). Il existe deux variantes du mécanisme BIR, le premier dépendant 
de la protéine Rad51 qui favorise l’échange de fragments entre deux régions homologues. 
Le deuxième n’implique aucun brassage est dépend du complexe MRX, mais il est 
indépendant de la protéine Rad51 (Malkova et al. 2001; Signon et al. 2001). Les deux voies 
se distinguent pour former deux classes de survivants différents de Type I et de Type II. En 
effet, des études génétiques ont montré que ces deux types de survivants font intervenir deux 
groupes épistatiques de gènes distincts (Figure 11) (Rad50/Rad59 et Rad51) (Le et al. 1999 ; 
Chen et al. 2001). 
Les survivants de type I se caractérisent par une importante amplification des éléments 
Y’ et la présence de télomères (TRF) très courts d’une taille qui varie entre 50 à 150 pb 
(Figure 11). Ils nécessitent spécifiquement pour leur maintien les gènes RAD51, RAD54, 
RAD57 et RAD55 (Le et al. 1999 ; Chen et al. 2001). La fréquence de formation des 
survivants de type I est plus forte (90 %) que celle des types II si la culture est effectuée sur 
plaques d’agar, mais est caractérisée par une croissance très ralentie. Les survivants de 
type II à l’inverse sont dotés d’une croissance très rapide, ce qui fait qu’ils prennent 
largement le dessus sur les survivants de type I en culture liquide. De plus, les survivants de 
type I sont moins stables, cette instabilité fait qu’ils convergent vers la forme de type II 
(Lundblad et Blackburn, 1993; Teng et Zakian, 1999 b).  
Les survivants de type II requièrent un autre groupe épistatique de gènes dont le 
complexe MRX, RAD59 et SGS1 (Johnson et al. 2001 ; Huang et al. 2001). Ils sont 
caractérisés par une hétérogénéité de leurs séquences télomériques, ils subissent 
constamment des séries d’allongement et d’érosion. Les deux types de survivants 
contiennent des molécules d’ADN extrachromosomiques et circulaires d’une taille 





Figure 11. Rallongement des télomères par recombinaison homologue 
et formation des survivants  
Après inactivation de la télomérase, les télomères atteignent une taille 
critique et les cellules entrent en sénescence réplicative. Il en résulte deux 
types de survivants, les types I et II. Les types I sont dotés d’un profil 
d’amplification des régions sous-télomériques formées d’éléments Y’ 
additionnées à de courtes séquences télomériques (TRF) à l’extrémité. Les 
survivants de type II amplifient exclusivement les répétitions télomérique et 
il en résulte des télomères de taille hétérogène. Chacun de ces deux types 
contient un groupe de gènes qui leur est propre (indiqué à droite). La 
génération des survivants provoque l’apparition de plusieurs formes 
intermédiaires excisées issue de la recombinaison homologue entre ces 
séquences telles que les ADN extrachromosomiques circulaires. Ces ADN 
circulaires sont sous forme double-brin chez les survivants de type I et 
simple-brin ou partiellement double-brin dans le cas des survivants de 




   
Chez les survivants de type I les ADN amplifiés sont des répétions d’élément Y’ 
double-brin alors que chez les types II, on retrouve des répétitions télomériques de taille 
hétérogène de forme simple-brin ou partiellement simple-brin. Dans les deux cas, la présence 
de ces structures contribue au rallongement des télomères ou à l’amplification de ces 
éléments via un mécanisme de cercle roulant assimilable au mécanisme de BIR (McEachern 
et Haber, 2006). De plus, ces structures peuvent s’intégrer dans les régions sous-
télomériques, d’une manière analogue à celle des transposons, au niveau des homologies de 
séquences conférées par les répétitions télomériques présentes au niveau des éléments Y’ 
(Maxwell et al., 2004). La recombinaison homologue au niveau des régions télomérique est 
inhibée par les mécanismes de réparations des mésappariements lorsque la recombinaison 
homologue est initiée entre des séquences divergentes. Ainsi plusieurs tentatives de 
recombinaison sont abrogées ce qui résulte en un faible taux de formation de cellules 
survivantes (Rizki et Lundblad 2001). 
1.4.6 Fusion des télomères et des extrémités non homologues (NHEJ)  
Le mécanisme de la NHEJ contrairement à la recombinaison homologue prédomine 
lorsque la cellule est en phase G1 du cycle cellulaire, lorsqu’une seule copie du génome est 
présente. Ce mécanisme permet la fusion de deux molécules d’ADN contenant chacune une 
extrémité libre et non protégée. Comme cité précédemment, le complexe YKu70/80 est le 
complexe majeur dans la structure du télomère. Sa présence au niveau des extrémités 
télomériques inhibe la résection et paradoxalement n’est pourvue d’aucune activité de 
ligation de ces extrémités. En effet, la fonction de réparation du complexe YKu70/80 est 
inhibée en présence de la protéine Rap1 (Pardo et Marcand 2005). En absence de la 
protéine Rap1, les télomères subissent une fusion, cette fusion dépend de la NHEJ et donc 
du complexe YKu70/80 (Pardo et Marcand 2005). D’autres molécules sont recrutées par la 
suite pour effectuer les réactions de ligation et de réparation parmi ces facteurs on retrouve 





1.4.7  Adaptation aux dommages 
En présence de cassure double-brin, persistant et non réparable, la cellule arrête le 
cycle cellulaire pendant 12 à 14 heures puis reprend la division, cette reprise de division est 
appelée l’Adaptation (Sandell et Zakian, 1993; Toczyski et al., 1997). Cette inactivation 
momentanée des points de contrôle permet à la cellule d’entrer dans une autre phase du cycle 
cellulaire pour permettre idéalement la réparation des dommages persistants (Figure 12) 
(Harrison et Haber 2006).  
 
Figure 12. Adaptation et inactivation des points de contrôle du cycle 
cellulaire  
L’adaptation permet l’inactivation momentanée des points de contrôle et la 
progression du cycle cellulaire, et ce même en présence de dommage à 
l’ADN dans le but de les réparer dans les cycles suivants. Les cellules dans 




Plusieurs protéines ont été rapportées comme étant indispensables à l’adaptation. La 
mutation de ces protéines conduit à la persistance de l’arrêt du cycle cellulaire. L’adaptation 
aux dommages à l’ADN passe par l’inactivation de la signalisation cellulaire via la 
déphosphorylation de la protéine Rad53. L’adaptation peut aussi passer par la régulation de 
la fonction des protéines en aval de la protéine Rad53 telle que celle régulant la mitose Ptc2, 
Ptc3, CkII et Cdc5 (Harrison et Haber 2006). Le mode d’action de la phosphatase Ptc2 est la 
déphosphorylation de la protéine Rad53 (Leroy et al., 2003). L’interaction entre ces deux 
protéines est favorisée par la kinase CkII en phosphorylant Ptc2.  
De plus, plusieurs autres protéines fonctionnent dans la régulation de la chromatine et 
dans la recombinaison. On retrouve par exemple le complexe YKu70/80, Tid1, Srs2 et Sae2. 
En effet, en présence du complexe YKu, celui-ci réduit la résection de la cassure double-brin 
(Lee et al. 1998). En son absence, la résection est fortement augmentée ce qui diminue la 
capacité à s’adapter au dommage. Si cette résection est diminuée par l’inactivation du 
complexe MRX, le taux d’adaptation est restauré. L’hélicase Sae2 est impliquée dans 
l’enlèvement des facteurs de réparation de l’ADN lorsque le dommage est réparé (Rad51, 
Mec1 et MRX) (Clerici et al., 2006), de ce fait une augmentation du niveau d’expression de 
cette hélicase prévient l’activation des points de contrôle du cycle cellulaire et donc 
l’Adaptation aux dommages. Le phénomène d’adaptation est conservé et a été aussi décrit 
chez les xénopes et chez l’Homme (Report, 2006; Syljuåsen, 2007; Yoo et al., 2004). 
1.5 Perte de la fonction de la protéine Cdc13  
La protéine Cdc13 est essentielle à la protection des télomères et à la réplication de ses 
extrémités. L’inactivation de cette protéine conduit à une accumulation d’ADN simple-brin 
jusqu’au-delà des régions sous télomériques. Cette accumulation conduit à une activation 
immédiate des points de contrôle du cycle cellulaire puis à la mort cellulaire. Cependant, 
chez les cellules survivantes, que ce soit de type I ou de type II, il est possible de générer des 
souches ayant la capacité de se diviser en absence de la protéine Cdc13 (Figure 13-A) 






Figure 13. Génération des souches cdc13Δ ainsi que les principaux 
phénotypes abordés dans cette étude  
(A) Représentation des étapes de génération de la souche cdc13Δ. Chez les 
souches survivantes l’inactivation de la protéine Cdc13 conduit à la perte de 
la protection des télomères et à une accumulation d’ADN simple-brin 
télomérique. La viabilité des souches cdc13Δ dépend de l’inactivation des 
points de contrôle. (B) Immunobuvardage de type Southern Blot 
représentant le profil télomériques des souches sauvages, des souches 
survivantes et des souches cdc13Δ. Chez les souches sauvages, les TRF sont 
de taille normale et migrent à environ 1,3 kb. Chez les souches survivantes, 
plusieurs bandes sont caractéristiques de l’amplification des régions sous-




profil caractéristique des survivants est perdu, il en résulte une accumulation 
d’une grande quantité de simple-brin. Il subsiste aussi des bandes franches 
correspondant à des fragments télomériques sous forme de double-brin. (C) 
les souches cdc13Δ présentent un phénotype de sensibilité aux agents 
endommageant l’ADN (MMS 0,01 %). La réintroduction de la 
protéine Cdc13 permet aux cellules de redevenir résistantes à cette même 
dose. 
Le taux de survie suivant la perte de la fonction de la protéine Cdc13 avoisine les 10-
7 chez ces cellules (Larrivée et Wellinger 2006). Plusieurs autres travaux ont rapporté la 
possibilité de l’obtention de cellules viables en absence de la protéine Cdc13 (cdc13Δ). 
Cependant, cette viabilité requiert l’inactivation de nucléases impliquées dans la résection et 
la mutation de gènes impliqués dans l’activation des points de contrôle du cycle cellulaire 
(Petreaca et al. 2007; Ngo et Lydall 2010 ; Zubko et Lydall 2006). Les souches cdc13Δ 
disposent d’un phénotype différent de celui des souches survivantes (Figure 13-B). Celles-
ci ne présentent aucun phénotype de difficulté de croissance, cependant deviennent sensible 
en présence de doses d’agents génotoxiques pouvant induire un stress réplicatif (Figure 13-
C). 
1.6 Problématique 
Le gène qui code pour la protéine Cdc13 est essentiel. Cette protéine forme le capuchon 
télomérique présent aux extrémités des chromosomes et les protège contre l’attaque des 
exonucléases. De plus, Cdc13 joue un rôle essentiel dans le recrutement de la télomérase au 
niveau des télomères. En absence de télomérase, une minorité des cellules survivent, elles 
sont appelées « Survivants » (S) et maintiennent leurs extrémités télomériques par 
recombinaison homologue. Certaines cellules survivantes peuvent s’adapter (A) à la perte de 
la protéine Cdc13. Ces cellules continuent de se diviser alors qu’elles présentent des signes 
d’accumulation d’ADN simple-brin pouvant conduire à l’activation des points de contrôle 
du cycle cellulaire. Plusieurs questions restent en suspens : pourquoi les cellules cdc13Δ 
continuent-elles de se diviser ? Comment se fait l’inactivation des points de contrôle du cycle 
cellulaire dans les cellules cdc13Δ et quels sont les facteurs génétiques qui favorisent cette 
inactivation ? Et enfin pourquoi les cellules cdc13Δ sont-elles sensibles au stress réplicatif en 




1.7 Hypothèses et objectifs 
 
Hypothèse 1 : Les cellules cdc13Δ subissent un phénomène d’adaptation pour inactiver les 
points de contrôle du cycle cellulaire et cette inactivation s’accompagne probablement 
par des changements de régulation transcriptionnelle. 
Objectif 1  
Étudier le rôle des gènes impliqués lors du phénomène de l’adaptation des points de contrôle 
du cycle cellulaire lors de la perte de la protéine Cdc13 pour la formation des 
souches cdc13Δ. 
Objectif 2  
Identifier le groupe de gènes dont l’expression varie lors de la perte de la protéine 
télomérique Cdc13 pour favoriser l’inactivation des points de contrôle du cycle cellulaire 
lors de l’adaptation. 
 
Hypothèse 2 : La protéine Cdc13 est impliquée dans la réparation des dommages induits 
par les stress génotoxiques 
 
Objectif 3  
Étudier l’implication de la protéine Cdc13 ainsi que le rôle de ses différents domaines dans 
le maintien des télomères et dans la réparation des dommages à l’ADN suite à un stress 
génotoxique. 
2 Chapitre 1 
Genes required for DNA damage checkpoint adaptation promote genome instability 
by bypassing persistent eroded telomeres 
 
Auteurs de l’article: Sofiane Y. Mersaoui, Serge Gravel, Victor Karpov, and Raymund J. 
Wellinger 
Statut de l’article : Publié dans MicrobialCell. Octobre 2015. Volume 2 N°10. 
Avant-propos  
Travail experimental : 40% 
Les résultats présents ont été obtenus par Sofiane Y. Mersaoui, Serge Gravel et Victor 
Karpov. 
Rédaction : 90% 
Mersaoui Sofiane a rédigé une première version de l’article. R.J. Wellinger y a apporté des 
modifications et corrections. 
Résumé  
La maintenance des télomères est essentielle pour la stabilité du génome des 
eucaryotes. Chez Saccahromyces cerevisiae, la télomérase ainsi que la protéine Cdc13 sont 
deux protéines clés qui assurent cette stabilité. Cdc13 est une protéine essentielle participant 
à la formation du capuchon télomérique qui protège les extrémités des chromosomes contre 
la dégradation par des exonucléases. Un disfonctionnement de la protéine Cdc13 conduit à 
une accumulation de dommages au niveau des télomères et  activation des points de contrôle 
du cycle cellulaire. Cdc13 assure aussi le recrutement de la télomérase au niveau des 
télomères. En absence de télomérase, les télomères raccourcissent au fil des générations 
jusqu’à un stade critique (crise) ou les cellules arrêtent de se diviser : C’est la sénescence. 
Une minorité de cellules appelées « survivants » arrivent à survivre à la crise (sénescence) 




homologue. Étonnement, parmi les cellules survivantes, certaines ont la capacité de se 
deviser après la perte du capuchon télomérique Cdc13 (Cellules cdc13Δ). De façon générale, 
les points de contrôle du cycle cellulaire sont activés tant que les dommages à l’ADN détectés 
ne sont pas réparés. Cependant, dans certains cas, ces points de contrôle, sont inactivés 
momentanément, pendant une à deux cycles de division, pour permettre la réparation des 
dommages persistant c’est le phénomène d’Adaptation. Cette adaptation requière un certain 
nombre de gène tel que PTC2 et TID1. Récemment, des expériences ont montrés que dans 
les cellules cdc13Δ,  les  points de contrôle du cycle cellulaire ne sont plus activés. À fin de 
mieux caractériser et comprendre les bases moléculaires de ces observation (Viabilité des 
cellules et leurs survie après dommages liées aux télomères) nous avons entrepris une 
analyses par microscopie, en direct puis par immunofluorescence, et des analyse génétique. 
Dans cette étude, nous avons montré que (1) les cellules cdc13Δ continuent de se diviser en 
présence de dommage à l’ADN persistant sans que les points de contrôle ne soit activés ou 
un défaut de progression de cycle cellulaire. (2) Ce défaut d’activation des points de contrôle 
est due a l’accumulation de mutation dans les gènes RAD24 et MEC1, des gènes effecteurs 
de l’activation des points de contrôle. (3) Finalement, les deux gènes, PTC2 et TID1, ont in 
rôle déterminant dans l’Adaptation en présence de télomères dysfonctionnelles, et ainsi à la 
prolifération cellulaire. Notre étude montre la flexibilité du génome, et sa capacité à s’adapter 
par des voies de protection alternative en présence de télomères dysfonctionnels. Le passage 
à ces voies alternatives requière un certain nombre de mutation et un set de gènes spécifique. 







In budding yeast, telomerase and the Cdc13p protein are two key players acting to 
assure telomere stability. In the absence of telomerase, cells enter a crisis but some overcome 
the growth arrest via a conserved process and these cells are called survivors. Survivors rely 
on homologous recombination-dependent mechanisms for telomeric repeat addition, as 
maintaining telomeres is essential for cell division. Previously, we showed that such survivor 
cells also manage to bypass the loss of the essential Cdc13p protein to give rise to Cdc13-
independent (or cap-independent) strains. Here we show that Cdc13-independent cells grow 
with persistent DNA damage, which does not however result in a checkpoint activation; thus 
no defect in cell cycle progression is detectable. This absence of checkpoint signaling is 
rather due to the accumulation of mutations checkpoint genes, of which at least two were 
identified: RAD24 or MEC1. Two genes that are required for adaptation to persistent DNA 
damage, PTC2 and TID1, are also required for the generation of cap-independent cells. 
Altogether, these results show that while the capping process can be flexible, it takes a very 
specific genetic setup to allow a change from canonical capping to alternative capping. We 
hypothesize that in the alternative capping mode, genome integrity mechanisms are 
abrogated, which could cause increased mutation frequencies. These results from yeast have 
clear parallels in transformed human cancer cells and offer deeper insights into processes 
that cause genome instability in pre-cancerous human cells.
2.1 Introduction 
Telomeres are essential for genome stability in all organisms with linear chromosomes; 
they play multiple roles in chromosome end protection, chromosome end replication and  
distinguishing chromosome ends from double strand breaks (DSBs) [1, 2]. Indeed, 
chromosome ends and DSBs share a great deal of similarity as both are physical ends of 
DNA molecules. However, functional telomeres do not activate checkpoints and they are not 
subjected to DNA repair activities such as homologous recombination or end-to-end fusions 
[3, 4]. These features are provided by the unique structures and organization of the 
nucleoprotein complexes located at the ends of chromosomes [5, 6]. Telomere structure and 
the molecular functions required for the above activities are also highly conserved, 
suggesting a common evolutionary origin. Telomeric DNA consists of short tandem DNA 
repeats, which generally create a G-rich strand that makes up the 3’ end of the chromosome. 
This strand also protrudes beyond the 5’ end, forming a single stranded “G-tail” [7-9]. 
Saccharomyces cerevisiae cells share these features and serve as excellent model for 
studying telomere biology. There is an approximately 300 bps double-stranded portion and 
a short single-stranded DNA portion of characteristic repeats at each chromosome end. These 
repeats are associated with specialized proteins that are essential for telomeric fonctions [1]. 
Specifically, telomeric capping in yeast is assured by a heterotrimeric complex composed of 
Cdc13p, Stn1p and Ten1p (the CST-complex; [1, 10-13]. Of these, Cdc13p specifically 
recognizes a short telomeric G-rich DNA substrate that can be the terminal G-tail and all 
three genes are essential. Hypomorphic alleles of CDC13 exist and the cdc13-1 allele, for 
example, confers temperature sensitivity (ts) to cells [14]. In cells with the cdc13-1 allele 
that are incubated at restrictive temperatures (>26°C), the C-rich strand of telomeric DNA is 
degraded, yielding extensive single-stranded DNA that can reach into subtelomeric DNA 
[15]. These ends become recognized as sites of DNA damage which triggers a robust Rad9-
dependent cell-cycle checkpoint response and, eventually, cell death [13]. Cdc13p is also 
involved in allowing the complete replication of telomeres by recruitment of telomerase to 
telomeres [16]. Telomerase is the ribonucleoprotein (RNP) that elongates telomeres during 
S-phase to counteract the shortening of telomeric DNA that occurs due to the ‘end replication 




called “ever shorter telomeres”, or “EST” phenotype and a concomitant loss of the telomeric 
capping fonction [20-22]. Upon outgrowth of such cultures, the majority of cells cease to 
divide after approximately 60-80 generations. However, a small proportion of cells can 
regain the ability to divide and to maintain chromosome ends by telomerase-independent 
mechanisms; these cells are called survivors [1, 23]. There are two major types of survivors 
which have one of two different arrangements of telomeric und subtelomeric DNA [24]. In 
type I survivors, a complex subtelomeric repeat element called Y’ spreads to all telomeres 
and only very short telomeric repeat tract remain. Type II survivors on the other hand are 
defined by the presence of very long and heterogeneous telomeric repeat tracts [24]. These 
two types of cells can also be distinguished by the genetic requirements for the pathways 
involved [25]. Survivor cells still require Cdc13p-mediated chromosome capping, but 
Cdc13-independent survivors can be generated [26-28]. These latter cells do grow without 
the canonical organization of chromosomal ends; their telomeres yield a new pattern of 
terminal restriction fragments (TRFs) with a complete absence of discrete bands. Moreover, 
there is a high amount of telomeric and subtelomeric single-stranded DNA at chromosomal 
ends in Cdc13-independent survivors [28]. Previous evidence also suggests that telomeres in 
these cells essentially are elongated and maintained by homologous recombination 
mechanisms [28, 29]. Finally, cell growth without the capping protein Cdc13 is possible if 
genes involved in DSB processing (EXO1, SGS1) and certain checkpoint genes (RAD9, 
RAD24) are deleted simultaneously [29].  
It has been speculated that particularly type II survivor yeast cells resemble human 
cancerous cells that replenish their telomeric repeat DNA via alternative telomerase-
independent mechanisms (Alternative Lengthening of Telomeres, or ALT), [30, 31]. A 
commonality between yeast survivor and human ALT cells is that both are thought to amplify 
their telomeric DNA through recombination-dependent DNA replication [32]. This probably 
occurs through a mechanism involving extrachromosomal circular DNA containing 
telomeric repeat sequences [28, 33]. However, in virtually all human transformed cells, 
genomic integrity mechanisms are severely hampered and cells divide with ongoing genomic 




Here we show that Cdc13-independent survivor cells (cap-independent cells) do grow 
even though persistent DNA damage foci can be detected. However, this damage does not 
result in checkpoint signaling or cell cycle arrest. Our results show that this is because the 
Mec1-branch of the damage signaling pathway was abrogated due to mutations in central 
checkpoint genes, mainly Rad24 or Mec1. We also report that PTC2 and TID1 are required 
for the initial generation of cap-independent cells. Mutations in either of these genes 
significantly reduce the ability of survivor cells to overcome loss of Cdc13p and resume of 
growth. These results therefore reveal intriguing similarities between yeast cells dividing in 
the absence of Cdc13p and human cancerous ALT-cells. Both display absence of cell 
division controls and continued cell divisions, despite ongoing genome instability. We 
therefore hypothesize that this yeast system represents a useful tool for investigating the early 
phases of human cancerous cell growth.  
2.2 Material and Methods 
2.2.1 Yeast Strains and plasmids 
All strains and plasmids are presented in Supplementary Tables 1 and 2, respectively. 
Cdc13Δ strains were derived from the diploid strain UCC3535 [56], in which one allele of 
the CDC13 gene was disrupted by the natR gene, removing coding sequences + 57 to + 2361 
with respect to the initiation codon of CDC13.  
2.2.2 Survivor and cap-independant cell generation  
Haploid MLY100 cells containing plasmid pcdc13-1 were grown at 23°C for 
approximately 150 generations and type II survivor cells were identified by Southern-blot. 
Individual colonies from these type II survivors were incubated on non-selective YEPD 
plates at 23˚C for 48h. The colonies obtained were re-plated on YEPD every 48-72h at 
gradually higher temperature until reaching 37˚C (28˚C for 48h, 30˚C  for 48-72h, then 34˚C 
for 24-72h and finally 24h at 37˚C). The colonies obtained are passaged two times on FOA-
containing plates to ensure complete loss of the plasmid pcdc13-1. These cdc13Δ -cells were 





2.2.3 Colony growth tests (spot dilution tests)  
Strains of interest were grown in liquid media at various temperatures (as indicated in 
Figures) until reaching exponential growth phase (OD660nm= 0.7 – 1.0). Cultures were then 
serially diluted in order to provide from 10 (minimum) to 100 000 (maximum) cells per 
volume plated (10µl). After mixing and separating cells by vortexing, 10µl aliquots of a 
complete dilution series (1/10 dilution factor between spots) were spotted on petri dishes 
containing various selective media. The resulting plates were incubated for 72 to 150 hours 
at appropriate constant temperature until single colonies were clearly visible for positive 
control strains.  
2.2.4 Colony growth analysis  
5 ml liquid cultures of strains of interest were grown at 23˚C with continuous agitation 
in appropriate media (e.g. YEPD plate is used for the cdc13Δ strains). After the cultures 
reached OD660nm = 0.5, 100µl of the culture were spread on a marked area of a pre-heated 
(30˚C) YEPD plates. Individual round unbudded cells were arrayed on YEPD plates as 
quickly as possible (max. time was 15 min) using a micromanipulator stage on a microscope. 
16 cells were arrayed on one plate in a typical experiment, and a total of 64 cells of the same 
strain were arrayed. The plates with arrayed cells were then incubated at 30˚C. Morphology 
and growth of cells were inspected microscopically every 2 hours and colony growth 
progression was evaluated by counting cells as follows: - Round unbudded cells were scored 
as single cells, still in G1. - Mother cells with a bud or cells showing a dumbbell morphology 
were scored as 2 cells. - Round unbudded cells attached to a mother cell with a bud were 
scored as 3 cells.  
The plates were further incubated at 30˚C up to 24 hours and cells were counted again 
at this point. This incubation at 30˚C was followed by incubation at 37˚C for another 24h. 
The number of cells was again registered at this point. The plates were left at 37˚C for another 






2.2.5 Fluctuation test : Quantification of the rate of cdc13-independent cell 
generation  
Yeast strains were pre-grown in 5 ml synthetic medium lacking uracil at 23˚C until 
saturation. 2x106 cells were inoculated in 5 ml YEPD liquid medium and incubated at 30˚C 
in a rotary drum with constant rotation for exactly 24h. 104 cells were plated on YEPD plates 
and one plate was incubated at 23˚C (for viability control) and another at 37˚C (number of 
cap-independent cells control) for at least 72h. The number of well-developed colonies were 
counted on each plate. This procedure was performed 20 times for each strain using 
independent colonies for their initial culture inoculation. To calculate the adaptation rate to 
telomere deprotection for different strains, we used the equation proposed by Luria and 
Delbrück [57]:  
A= [-ln(N0/N)]/M 
A : Adaptation rate (number of adaptation events per cell division) 
N0: Number of experiments that resulted in 0 adapted cells (number of plates with  
      O colonies after incubation at 37˚C) 
N: Number of experiments (number of plates)  
M: Number of cells entering each experiment (number of cells plated per plate)  
Colonies from these type II survivors were incubated in liquid YEPD media at 23°C 
and 30°C until dense cultures were achieved (approximately 10 generations of growth) and 
then assayed for frequencies of generating Cdc13-independent cells by plating onto YEPD 
at 37°C and FOA plates. A total viable cell count was derived from the same cultures plated 
on YEPD and grown at 23°C.  
2.2.6 Drug sensitivity assays 
For growth sensitivity assays on plates, exponentially growing cultures were 10-fold 
serially diluted and spotted onto YEPD or synthetic complete plates containing 0.01% MMS 
or 50 mM hydroxyurea. For acute exposure to MMS, exponentially growing cells were mock 
treated or treated with MMS by adding 0.01% MMS to the corresponding cultures for 90 
min. Strains used for western blotting of Rad53p phosphorylation were treated or not with 





2.2.7 SDS PAGE and Western blot analysis  
Protein extracts were prepared using a modified trichloroacetic acid method and 
proteins were separated by 8% SDS–PAGE as described in [28]. Western blotting was 
performed using an in house polyclonal anti-Rad53p antibody (kindly provided by D. 
Durocher, Samuel Lunenfeld Research Institute, Toronto, Canada) or with a commercial 
polyclonal anti-Rad53p antibody (Abcam, N° ab 104232, with using a 1:500 dilution) and 
signals were revealed using horseradish peroxidase-conjugated anti-rabbit antibodies with 
the enhanced chemiluminescence (ECL) detection kit (GE-Healthcare). 
2.2.8 Terminal transferase and PCR telomere amplification 
Purified genomic DNA was treated with terminal transferase to add a poly-C tail to 
chromosome ends as described [58]. 100 ng of genomic DNA were heat denatured and tailed 
in 10 µl of 20 mM Tris–HCl pH 7.8, 50mM KAc, 10mM MgAc2, 1mM dCTP with 1 U of 
terminal deoxynucleotidyl transferase for 30 min at 37°C. Following tailing, the enzyme was 
inactivated by incubating the samples for 10 min at 65°Cand 5 min at 94°C. The tailing 
reaction was performed in 0.2 ml PCR-tubes using a thermal cycler. By using a poly-G 
primer and a primer hybridizing in the subtelomeric Y’ region terminal PCR products were 
obtained and sequenced.  
2.3 Results 
2.3.1 Permanent telomeric DNA damage but no checkpoint activation in 
Cdc13-independent survivors  
Previous analyses of telomeres in Cdc13-independent survivors showed that their 
terminal restriction fragments (TRFs) are extremely heterogeneous in length (see Annex 1, 
Figure S1, lanes 8-10; and [28]). In order to obtain a more precise assessment of the 
sequences on their TRFs, we cloned and sequenced 17 independent terminal DNA fragments. 
10 of those 17 harboured potentially functional telomeric repeat tracts (> 50 bps of repeat 
DNA), one had a critically short tract (35 bps) and six had tracts that were too short for even 
a single binding site for Rap1p, the major yeast protein binding double-stranded telomeric 




In fact, two of the 17 clones had no detectable telomeric G-rich sequences and ended 
with a subtelomeric Y’ element (Figure 1A). Cells with such short or absent telomeric repeat 
tracts and potentially exposed single-stranded Y’-DNA at chromosome ends display a strong 
DNA damage checkpoint [35]. We therefore Vérifié whether the DNA damage checkpoint 
was activated in Cdc13-independent survivor cells, by assessing the level of phosphorylation 
of Rad53p, a major DNA damage checkpoint effector kinase in budding yeast ([36]; Figure 
1B). Rad53p migrates as a single discreet band in unperturbed growing cells, while DSBs 
caused by the addition of the radiomimetic bleomycin causes DNA damage checkpoint 
activation and robust phosphorylation of Rad53 as detected in the form of a retarded Rad53p 
band (Figure 1B, lane 2).  
In Cdc13-independent survivors, no phosphorylated Rad53 is detected in unperturbed 
cells and bleomycin addition only causes a very partial retardation of Rad53, as if only a 
partial phosphorylation was possible (Figure 2B, lanes 5, 6). Similar results were obtained 
when phosphorylation of the checkpoint effector kinase Chk1 was assessed (Annex 1, Figure 
S2). DNA damage, once detected, causes the activation of two sensor kinases, namely Mec1p 
and Tel1p (ATR and ATM in mammals; [37]; [38]), and bleomycin induced damage is 
sensed mainly via Mec1p. We thus reasoned that the very partial Rad53p phosphorylation 
detected in Cdc13-independent survivors could be due to a loss of the Mec1 branch of the 
sensor kinase pathway. We therefore constructed Cdc13-independent survivor strains that 
lacked Tel1p and assessed the degree of Rad53p phosphorylation induced by bleomycin. 
While survivor strains with a tel1Δ allele are able to strongly phosphorylate Rad53 (Figure 
1C, lane 4), Cdc13-independent survivors harboring the tel1Δ allele were unable to do so 





Figure 1. Mec1-dependent Rad53 phosphorylation is defective in 
cdc13∆ cells 
(A) Terminal chromosomal regions were amplified by PCR and sequenced. 
Telomeric DNA (in bases) present on the amplified fragments is indicated. 
A total of 17 independent sequences were obtained, with two of them ending 
in the subtelomeric Y’ element. (B) Exponentially growing wild-type (WT), 
Survivor (S) or cdc13∆ cells were left untreated or were treated with 
phleomycin for 2h. Protein extracts were prepared and analyzed by western 
blotting with an anti-Rad53 antibody. (C) As in B) except that cells also 
lacked the TEL1 gene as indicated in the Survivors (S) and Cdc13-
independent (cdc13∆) cells. Cells were left untreated or were treated with 
bleomycin for 2h. 
As DSBs are usually recognized rather efficiently, we wondered whether telomeres in 
Cdc13-independent cells had developed an alternative, telomeric DNA-independent capping 
mechanism or whether they were simply ignored by the DNA damage/repair machinery. To 
address this, we used fluorescence microscopy to visualize proteins involved in the 
recognition and repair of DNA DSBs. DNA end resection at DSB generates single-stranded 
DNA (ssDNA) that is rapidly bound by the RPA complex, and the focal localization of RPA 
on DNA damage sites can be visualized in living cells via YFP-tagged Rfa1p [39]. As a 
positive control, we treated cells with the radiomimetic drug zeocin and, as expected, zeocin 
induced the formation of Rfa1-YFP foci in wild-type cells (Figure 2A, B). Strikingly, in 
Cdc13-independent survivor cells, Rfa1-YFP foci were readily detectable, even in the 




more than 80% of unperturbed S/G2 cells and more than 50% of cells in G1. As an additional 
read-out for the presence of DNA damage recognition, we carried-out the same analysis with 
Rad52-YFP. In untreated wt cells, Rad52-YFP foci are rare and zeocin treatment increased 
the fraction of cells displaying Rad52-YFP foci to about 80-90 % (Figure 2). Again in stark 
contrast with these results, the majority of untreated Cdc13-independent cells already had 
Rad52-YFP foci and there was no detectable increase upon zeocin treatment. If uncapped 
telomeres were the source of Rfa1-YFP foci in Cdc13-independent survivor cells, they 
should rapidly disappear following reintroduction of CDC13. We thus transformed Cdc13-
independent survivor cells with a plasmid that contained the wt CDC13 gene and assessed 
telomeric restriction fragments and RPA-foci. TRF patterns in Cdc13-independent survivor 
cells with Cdc13p re-expressed reverted to a typical survivor pattern (compare Figure 2C 
with Annex 1, Figure S1) and the appearance of Rfa1-YFP foci reverted back to a level 
observed in CDC13 wt cells (Figure 2D). These results indicate that re-establishing a Cdc13-
dependent capping system in cdc13∆ cells eliminates the presence of the detected DNA 
damage and suggest that telomere uncapping is indeed the source of the RFA and Rad52p 
foci in cdc13∆ mutants. Thus, in Cdc13-independent survivors, uncapped and resected 
telomeres persist throughout the cell cycle and are bound by proteins that allow ongoing 
DNA repair. However, Mec1-mediated DNA damage signaling is by and large abrogated, 





Figure 2. Rad52p and Rfa1p proteins form DNA damage foci in 




(A) Wild-type (WT) or cdc13∆ cells expressing the Rfa1-YFP fusion 
protein (RWY801) or the Rad52-YFP protein (CPY821) were analyzed by 
fluorescence microscopy untreated or treated with zeocin for 3h. 
Representative examples of the images obtained are shown. (B) 
Quantification of cells with foci. Cells were morphologically divided into 
G1 cells (unbudded cells) and G2M cells (large budded cells). The Rad52-
YFP experiment was performed in 3 independent biological replicates, and 
the Rfa1-YFP experiment was performed with at least 150 cells for each 
condition. (C) Southern blot with DNA derived from MLY122 using a 
telomeric DNA probe. Cells were growing in the absence of Cdc13p (lane 
marked -) or the wt CDC13 gene was introduced via plasmid pCDC13 (lane 
marked +). Note that re-introduction of the protein CDC13 restores survivor 
type II TRF phenotype. (D) The re-expression of CDC13 eliminates the 
formation of Rfa1-YFP foci in cdc13Δ cells. Strain CPY821 was grown to 
become Cdc13-independent and then an empty vector or pCDC13 was 
introduced. Representative examples of images obtained as in (A) are shown 
in the left panel. Quantification of the data is shown in the right panel. > 100 
cells were counted for each sample.  
2.3.2 A functional checkpoint is incompatible with growth in the absence of 
CDC13  
The data described above indicate that uncapped telomeres and DNA damage foci are 
constitutively present in a large fraction of the Cdc13-independent cells. Given the virtual 
absence of DNA damage signaling, we considered that inactivation of Mec1-mediated 
checkpoint signaling could have been caused by reduced or absent DNA resection at 
uncapped telomeres. To test this, an HO endonuclease-induced DSB was created in cells in 
such a way that no homologous sequences for recombinational repair were present next to 
the break. The rate of DNA resection next to the HO site was monitored by denaturing slot 
blot analysis using a probe complementary to the processed DNA strand [40]. In this assay, 
signal loss for the resected strand was very similar in CDC13 cells and cells that harboured 
a cdc13Δ allele (Annex 1, Figure S3A, S3B). As an additional assay for DNA resection and 
ensuing repair, we assessed completion of mating-type switching (a process based on 
homologous recombination (HR)) by Southern blot analyses. As observed in the resection 
assay, no significant difference between wt and cells that lack Cdc13p could be detected 
(Annex 1, Figure S3C). These physical assays show that DNA end-processing for HR repair 





An alternative hypothesis to explain the absence of Mec1-mediated DNA damage 
signaling is that the checkpoint signaling proteins are themselves impaired, for instance by 
having acquired a mutation. In this case a forced re-expression of the functional wt allele of 
a mutated gene would cause a growth arrest in cells with permanent DNA damage. We 
therefore cloned the wt alleles of genes encoding essential components of the Mec1-
checkpoint pathway into a vector that allowed a carbon source dependent expression of the 
protein (pGal; Figure 3A). Twelve individual and independently generated Cdc13-
independent survivor strains were then transformed with those plasmids and the resulting 
growth behavior was assessed on plates that induced expression of the particular gene (Gal-
plates). Remarkably, each of the twelve strains showed a growth arrest with one of the 
plasmids used. An example is shown in Figure 3B, where strain MSY053 grew well on Gal-
plates when MEC1, RAD17 or MEC3 were overexpressed, yet they failed to grow when 
RAD24 was overexpressed (Figure 3B, right). These cells did grow on glucose plates (Figure 
3B, left) and Rad24p overexpression was readily tolerated in wt cells or regular survivor cells 
that contained a wt copy of CDC13 (Annex 1, Figure S4, top plate). The genomic RAD24 
locus of strain MSY053 was sequenced and found to contain a frameshift mutation that 
caused a loss of function. Taken together, in the 12 independently obtained Cdc13-
independent survivor strains, sensitivity to Rad24p expression was uncovered seven times, 
Mec1p six times, Rad17p two times and to Mec3p one time. These results thus further 
confirm that persistent telomere uncapping is sensed as DNA damage in cells without the 
Cdc13 protein and that in the absence of Cdc13 cells can only grow with an inactivated 





Figure 3. An abrogated Mec1-branch of the checkpoint pathway is 
required for Cdc13-independent cell growth  
(A) Schematic representation of the functional complementation test: 12 
independent strains of Δ13 cells were used in this experiment. Each cap-
independent cdc13Δ strain was transformed with five constructs (plasmids): 
pGal-MEC1, pGal-MEC3, pGal-RAD17, pGal-RAD24 or empty vector 
pGal-Empty as a control. Serial dilutions of cultures of the resulting strains 
were spotted onto YEP+ Glucose (2%) for growth control and onto YEP+ 
Galactose (2%) to induce the expression of indicated genes (B) Cells of a 
Cdc13-independent strain stop growing when the mutated checkpoint gene 
is complemented by the corresponding wild-type construct. The results 
shown in this Figure were derived with strain MSY54 which holds a 
mutation in RAD24 in the genome.  
2.3.3 Factors required for adaptation to DSBs are required for growth in the 
absence of Cdc13p  
While actual survival rates are unknown, it has been reported that wt cells are only very 
rarely able to overcome a complete loss of Cdc13p. We used fluctuation analyses to measure 
survival rates of wt cells and of cells that have overcome a telomerase deficiency (survivor 
cells). Only about 1 in 109 - 1010 cells survived an abrupt loss of Cdc13p and create a growing 




(Figure 4A; [28]). This difference may be explained by the fact that telomerase-mediated 
telomere maintenance is not required in survivors and that upon loss of Cdc13p, cells only 
have to adapt to chromosome capping loss. Loss of telomeric capping is thought to be have 
the same effect as induction of a number of DSBs at the same time. As a consequence of 
telomere loss, mammalian and budding yeast cells arrest the cell cycle for prolonged periods 
of time before resuming growth, even in the presence of persistent damage. The latter process 
has been dubbed ‘adaptation’ and the TID1 and PTC2 genes are key elements required for 
adaptation to occur in yeast [37]. We therefore examined whether the generation of Cdc13-
independent survivors is dependent on adaptation genes. Fluctuation analyses show that 
survivor cells that also harbour a deletion of TID1 or PTC2 (cdc13Δ tcl1Δ tid1Δ cells or 
cdc13Δ tcl1Δ ptc2Δ cells) only generate survivors extremely rarely, at a rate of about 5x10-9 
to 5x10-10 (Figure 4A). Similarly, when the morphology of cells and the generation of micro-
colonies was examined in a single cell assay after inactivation of CDC13 via a temperature 
up shift to restrictive temperatures, survivor cells (cdc13Δ tcl1Δ + pcdc13-1) showed clear 
signs of adaptation; after 24 h at 30°C, more than 50% of the cells had grown into micro-
colonies of 5 cells or more and at least 60% of them became micro-colonies with more than 
12 cells after another 24 h at 37°C (Figure 4B,C). In contrast, more than 50% of adaptation-
negative survivors (cdc13Δ tcl1Δ tid1Δ + pcdc13-1 cells or cdc13Δ tcl1Δ ptc2Δ + pcdc13-1 
cells) were still single cells or small budded cells after 24 h at 30°C and only a small minority 
formed 5-12 cell colonies (Figure 4D, E). Finally, none of the 64 adaptation-negative (either 
ptc2Δ or tid1Δ) survivor cells generated a viable colony. This was expected given the very 
low rate determined by fluctuation tests. We conclude that the TID1 and PTC2 genes are 
required in yeast for both, adaptation to persistent DNA damage after DSB induction as well 





Figure 4. The formation of cdc13-independent survivors (cdc13Δ) 
requires DSB adaptation genes  
(A) The rate of successful colony formation was calculate by fluctuation test 
for four strains: (i) telomerase positive controls, cdc13Δ + pcdc13-1 
(VKY20), (ii) type II survivors: tlc1∆, cdc13Δ + pcdc13-1 (MLY112), (iii) 
type II survivors harboring a deletion of TID1, tid1∆, tlc1∆, cdc13Δ + 
pcdc13-1 (VKY19), or (iv) harboring a deletion of PTC2: ptc2∆, tlc1∆, 
cdc13Δ + pcdc13-1 (VKY12). (B) Schematic representation of 
standardization for morphological classification used to analyze cell cycle 




cells (64 cells) from three strains described above (ii) (iii) (iv) were 
identified and arrayed on YEPD plates and incubated at 30˚C (the restrictive 
temperature for the cdc13-1 allele. Morphology and growth of cells were 
inspected microscopically at 2, 6, 10 and 24 hours after incubation. Plates 
were then incubated at 37˚C for another 24h. Colony morphology was 
recorded as outlined in (B) and results plotted as the percentage of the initial 
group. (C) Cell cycle progression for the survivor type II  tlc1∆, cdc13Δ + 
pcdc13-1 (VKY20); (C) and (D) cell cycle progression for both adaptation 
deficient mutants tid1∆, tlc1∆, cdc13Δ + pcdc13-1 (VKY19), ptc2∆, tlc1∆, 
cdc13Δ + pcdc13-1 (VKY12). 
2.3.4 A reversible component to adaptation to telomere uncapping  
Our results suggest that adaptation to telomere uncapping requires known adaptation 
genes, that telomere maintenance is carried out by recombination, and at least one gene of 
the DNA checkpoint signaling machinery be inactivated by mutation. However, it was 
unclear whether adaptation as a metabolic state was stable and remains active in cells, once 
achieved. In order to assess this question, we generated cells that passed through the survivor 
state and had adapted to Cdc13p-loss. We then re-introduced the Cdc13p capping protein 
into these cells to let them grow with the capping protein (see schematic in Figure 5A). The 
TRF patterns of such cells changed and again became typical for survivor cells [28]. Adapted 
cdc13Δ cells were sensitive to agents causing replication stress, such as hydroxyurea (HU). 
However after Cdc13p re-introduction they reverted to an insensitive phenotype similar to 
wt and pre-adaptation survivors (Figure 5B; [28]). We eventually challenged these latter cell 
to a Cdc13p-loss a second time. In this experiment, we call survivors before the first Cdc13-
loss ‘S1-cells’ and those generated by re-introduction of Cdc13p into Cdc13-independent 
cells ‘S2-cells’ (see Figure 5A). We then compared the rates of adaptation of S1 or S2 cells 
by fluctuation analyses (Figure 5C). Remarkably, even though S2 cells had been derived 
from adapted cells, only about 1 % of them formed viable colonies after the second loss of 
Cdc13p. While this rate was about 1000 fold higher than that observed for the original 
transition of S1 cells to adapted cells (Figure 4A, 5C), it still was only about 1%, thus far 
from complete and indicated that the reintroduction of Cdc13p into adapted cells is 
associated with a reversion of part of the phenotype. This low adaptation rate did not change 
with longer outgrowth of S2 cells; after 200 generations of growth in the S2 state, the rate of 
adaptation remained low (Figure 5C). Similar to the transition from S1 to the first adaptation 




hydroxyurea (HU) (Figure 5B). However, the capacity to fully phosphorylate Rad53p did 
not recover after reintroduction of Cdc13p into adapted A1 cells (S2 cells; Figure 5D, lane 
6). The signaling also remained partial after the second loss of Cdc13p (Figure 5D, lane 8), 
as would be expected if this part of the phenotype was genetically determined. We conclude 
that the very low rate of colony formation after a first loss of Cdc13p from survivor cells 
(about 3x10-5) can be explained by the fact that a mutation in one of the Mec1-branch 
checkpoint genes is required. A second Cdc13p loss after a temporary reintroduction of it 
still is poorly tolerated and only about one percent of cells survive, suggesting that a 
metabolic, non-genetic, component of the adaptation state does reverse upon introduction of 
Cdc13p.   
 
Figure 5. The process of generating Cdc13-independent survivors 
(cdc13∆-cells) comprises a reversible component  
(A) Schematic representation of the procedure used to generate S2 survivors 
and second generation cdc13∆-A2 of Cdc13-independent survivors.  
S1 survivors and cdc13∆-A1 were generated as described in Figure 1. S2 
survivor cells were derived from cdc13∆-A1. These cells were grown for up 
to 220 generations (220G) after transformation with the plasmid carrying 




plasmid was Verified by growing cells on FOA synthetic medium. (B) Cells 
identified with symbols as in (A) were spotted onto on YEPD plates with or 
without HU and incubated for 72h at 23°C. A haploid rad52Δ strain was 
used as control for HU sensitivity. (C) Rate of successful cdc13-independent 
cell formation (calculated by fluctuation test) for survivors S1 (MLY112) 
and survivors S2 (MLY122 + pcdc13-1). S2 survivors were grown for 50 or 
220 generations after pcdc13-1 introduction and before the fluctuation test 
for plasmid loss was performed. (D) Western blot of whole cell protein 
extracts prepared from strains indicated with the same symbols as in (A) 
(top). Cell treatment with bleomycin is indicated with – and + and the blot 
was probed with an anti-Rad52 antibody as in Figure 1. 
2.4 Discussion 
Checkpoint adaptation was originally described as the ability of S. cerevisiae cells to 
overcome a sustained checkpoint arrest due the presence of irreparable DNA damage [41-
43]. Subsequently, mechanisms to abrogate a prolonged checkpoint arrest were also reported 
to operate in Xenopus laevis and human cells and the well conserved genetic requirements 
for the process suggest a common evolutionary origin ([44, 45]; see below). Although cells 
undergoing checkpoint adaptation almost invariantly die in subsequent cell cycles, owing to 
rampant genome instability, some cells do divide a limited number of times. However it 
remained unclear how these cells managed to pass through the cell divisions and whether 
checkpoint abrogation is permanent or temporary. A conceptually similar situation arises in 
the etiology of malignant human cells. Current evidence strongly suggests that precancerous 
cells, very early on, undergo a phase of high level genome instability that is due to 
dysfunctional telomeres [46]. Once this serious bottleneck is overcome, cancerous cells have 
invariably activated a mechanism to maintain telomeric repeats, which is almost always 
achieved by a reactivation of telomerase, and they have inactivated genome surveillance 
mechanisms, in most cases at least including TP53 [34]. Experimental setups that allow a 
systematic study of the chain of events happening in human cells when passing from normal 
to pre-cancerous therefore promise to yield invaluable insights into the very early etiology 
of cellular transformation.  
Budding yeast cells maintain telomeres via a constitutively active telomerase, but cells 
can be engineered to lose telomerase and thus, in this respect, phenotypically become more 




shortening eventually leading to crisis and growth arrest, when at least some telomeres are 
dysfunctional [1]. Yeast survivor cells are defined as the fraction of telomerase negative 
yeast cells that overcome this short telomere crisis by replenishing telomeric repeats by 
homologous recombination (HR). Previously, we showed that again only a fraction of such 
survivor cells are able to survive a loss of functional telomere capping as well, generating so 
called cap-independent survivors [28]. These latter cells are able to divide but are very 
sensitive to genotoxic compounds and they have a significantly reduced ability for DNA 
damage signaling.  
The characteristics of the cap-independent survivor cells reported here are similar in 
several ways to early transformed human cells. Most significantly, cap-independent 
survivors have acquired mutations in at least one gene in the canonical DSB signaling 
pathway, which is governed by Mec1p in yeast (ATR in humans; Figure 3, Annex 1, S4). As 
a consequence, the downstream effectors for cell cycle arrest are not activated and cell 
divisions continue even in the continued presence of DNA damage. The fact that cells 
stopped growing when we re-established the pathway by transforming cells with wt copies 
of the mutated genes, demonstrates that these continued cell divisions are indeed dependent 
on an abrogated damage signaling pathway (Figure 3). A conceptually similar effect has been 
reported in human and mouse cancer cells in which the reversion of a mutated TP53 allele 
leads to a re-establishment of genome surveillance mechanisms and tumor cell death [47-
49]. As in human cancer cells, the physical recognition of a DSB and its actual repair appear 
virtually unaffected in the cap-independent yeast cells (Annex 1, Figure S3). Remarkably, a 
very high level of DNA damage foci are observed in cap-independent survivor cells in any 
phase of the cell cycle (Figure 2). In normal cells, this level of DNA damage would 
invariably lead to a prolonged cell cycle arrest in G2/M [39]. However, this is not the case 
in Cdc13p-independent cells due to the loss of damage signaling. The results strongly suggest 
that the DNA damage foci detected in these experiments are on chromosome ends and that 
DNA repair activity, i.e. HR, is ongoing on those sites. This idea is supported by the 
observations that a significant fraction of telomeric restriction fragments cloned from these 
cells do not contain any telomeric sequences anymore (Figure 1). Those sites are therefore 
indistinguishable from any other DSB in the genome and are presumably recognized as such. 




endonucleolytic cleavage, that DSB gets resected and eventually repaired via HR with 
similar kinetics to normal cells (Annex 1, Figure S3). Thus, DNA damage in these cells is 
recognized by the DNA repair machinery and HR particularly, can be active. The reason why 
Cdc13p-independent cells remain viable and the cultures grow with abundant DNA damage 
foci present is that in these cells, telomeric DNA (either subtelomeric complex repeats or 
terminal short repeats) becomes amplified and chromosome ends eventually are all 
composed of extensive head to tail arrays of repeated elements [1]. Therefore, the genome 
remains, by and large, intact and functional, even though significant amounts of terminal 
DNA may be lost due to end-degradation from these repeated elements. Similar dynamic 
behavior of DNA adjacent to telomeres has also been described in Drosophila melanogaster 
[50]. In this organism, chromosomes end with telomere specific retroelements, i.e. arrays of 
repeated and complex DNA elements, and there are neither short direct repeats nor evidence 
for a telomerase enzyme. As expected therefore, the terminal elements suffer gradual 
sequence losses with each cell division. However, the relatively limited overall losses are 
confined to the most distal parts of the chromosomes and these are balanced by the occasional 
acquisition of large repeat units [50]. Despite this very dynamic telomere maintenance 
mechanism, the genome in D. melanogaster cells remains intact, as it does in the cap-
independent yeast cells reported here.   
During these studies of cap-independent yeast cells, we further discovered that Ptc2p 
and Tid1/Rdh54p, two genes that are required for checkpoint adaptation, are also required 
for generating dividing cap-independent cells (Figure 4). Ptc2p is a type 2C phosphatase and 
has been described as being directly involved in deactivating the DNA damage signaling 
pathway by dephosphorylating proteins, in particular Rad53p [51]. The cellular regulation 
of this phosphatase and how its checkpoint-abrogating activity is induced remain unclear 
however. The Tid1/Rdh54p protein is involved in DSB repair, by mitotic and meiotic HR, 
and it is itself phosphorylated by the Mec1p branch of the checkpoint signaling pathway after 
DNA damage [52]. The precise roles for Tid1/Rdh54p in checkpoint adaptation are poorly 
defined though. Nevertheless, given the importance of these genes in checkpoint adaptation, 
collectively our data underscore that cap-independent growth of yeast cells relies on the 
ability of cells to shut off checkpoint signalling. One might suspect that once checkpoint 




Mec3, Rad24, or Rad17, see Figure 3), checkpoint adaptation may not be necessary anymore 
and cells would readily divide and grow after a Cdc13p-loss. However, when we tested this 
idea by challenging rad24 cells with a Cdc13p-loss a second time, only a small percentage 
of cells succeed to become dividing cultures (Figure 5). An efficient generation of cap-
independent cells was reported to occur in cells that were engineered to lack the RAD9 gene 
as well as deletions of at least two additional genes involved in pathways that generate single-
stranded DNA, namely SGS1 and EXO1, [29]. It is therefore tempting to speculate that 
checkpoint adaptation genes are required to deal with the excess single-stranded DNA that 
is generated after a loss of telomeric capping. This unknown function could thus be in 
addition to causing the loss of phosphorylation on key checkpoint signalling proteins, but it 
remains unclear what this could entail. Our data therefore support the hypothesis that 
checkpoint adaptation might be a cancer promoting mechanism in humans and that polo-like 
kinases, which are also required for checkpoint adaptation in yeast and human cells, could 
be potent anti-cancer targets [53]. Further investigation of the mechanistic details of 
adaptation to telomeric cap loss in yeast thus has the potential to reveal new anti-cancer 
targets.  
Finally, cdc13p-independent cells are sensitive to the replication-interfering drug 
hydroxyurea (HU), yet this sensitivity is reversed upon re-introduction of wt Cdc13p (Figure 
5) and therefore is not due to mutations in checkpoint signaling genes. In parallel, upon 
Cdc13p-introduction, DNA damage foci are also lost in these cells (Figure 2). In order to 
explain the reversible sensitivity to HU, we speculate that in cap-independent survivors, a 
limiting component of the DNA repair machinery is tied up at uncapped telomeres and an 
large amount of additional DNA damage very rapidly becomes toxic, because it is left 
unrepaired. Upon reintroduction of Cdc13p, capping is re-established, single stranded DNA 
at chromosome ends is lost and the cells regain full potential to deal with drug-induced DNA 
damage. This hypothesis predicts that sub-lethal interference with telomere capping in 
human cancerous cells would sensitize these cells to DNA damaging agents. Approaches for 
therapeutic uncapping are being pursued [54, 55] and our results suggest that a key to their 
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3 Chapitre 2 
Identification des gènes impliquée dans l’Adaptation et l’inactivation des points de 
contrôles du cycle cellulaire 
Avant propos 
Dans le chapitre précédent, les expériences ont montré que les points de contrôles du 
cycle cellulaire sont inactivés dans les cellules cdc13Δ afin de former des cellules adaptées 
capables de survivre en présence de télomères érodés.  
En absence du gène CDC13, les cellules adaptées se caractérisent par un phénotype de 
sensibilité aux agents génotoxiques. Ces agents provoquent un stresse réplicatif qui conduit 
à une mort cellulaire. Étonnamment, l’expression ectopique de la protéine Cdc13 dans ces 
cellules restaure la résistance à l’effet de ces drogues. Ces observations suggèrent que les 
cellules adaptées se retrouvent dans un état génétiquement instable et réversible. Notre 
hypothèse est que cet état réversible est causé par des événements de dérégulation 
transcriptionnelle.  
L’objectif de cette étude est d’identifier les changements d’événements 
transcriptionnels qui accompagnent la perte de la protéine Cdc13 et la déprotection des 





3.1 Matériel et méthodes  
Afin d’identifier les variations du transcriptome qui accompagnent la perte de la 
protéine Cdc13, nous avons entrepris une étude comparative de la variation globale du profil 
d’expression génique à l’aide de micropuces à ADN. Cette analyse comparative a été réalisée 
entre les différentes souches : sauvages (wt), survivantes (S) et adaptées (A) (cdc13Δ).  
3.1.1 Conditions et milieux de culture 
Les souches utilisées pour réaliser l’analyse sur micropuces à ADN sont décrites dans 
le Tableau S1 de l’Annexe 2. Les souches sont d’abord mises en préculture dans les milieux 
appropriés selon les génotypes et les plasmides, à 23°C jusqu’à saturation pendant 16 à 18 h 
(Larrivée et Wellinger, 2006). Après une nuit, les précultures sont diluées à une densité 
équivalente à 0.1x107 cellules/ml dans un volume final de 10 ml de milieu riche YEPD (0.1 
g/l bacto-yeast extract, 0.2 g/l bacto-peptone, 0.001 g/l adénine et 0.2 g/l glucose). Les 
cellules sont incubées à 23 °C jusqu’à une densité cellulaire équivalente à 0.6x107 
cellules/ml. À la fin de l’expérience, les cellules sont récupérées (centrifugation pendant 
2 min à 4000 g) puis lavées avec 5 ml d’eau froide (ddH2O). Les cellules peuvent être soit 
congelées immédiatement à -80 °C sur glace sèche pour être réutilisées ultérieurement, soit 
déposées immédiatement sur glace pour procéder à l’extraction des ARN totaux. Pour une 
analyse de l’ADN, les souches d’intérêt sont mises en culture dans 5 ml d’un milieu riche 
YEPD jusqu’à saturation pendant 16 à 18 h. Les cultures sont incubées à une température de 
23 ou 30 °C sous une rotation constante. Les cellules sont récupérées par centrifugation, 
lavées puis congelées à -20 °C jusqu’au moment de l’extraction de l’ADN génomique. 
3.1.2 Souches et plasmides  
Toutes les souches utilisées lors de cette étude sont dérivées de la microdissection de 
la souche MLY100 telle que décrite précédemment (Larrivée et Wellinger, 2006; Mersaoui 
et al., 2015). Les génotypes sont représentés dans l’Annexe 2, Tableau S1. La souche 
MLY100 contient deux plasmides pTLC1-TRP et pcdc13-1-URA3 tels que décrits 
précédemment (Larrivée et Wellinger, 2006), ces deux plasmides sont décrits dans l’Annexe 
2, Tableau S2. Les souches contenant la mutation mog1Δ ou la mutation ymr018wΔ ont été 




le gène HIS3 obtenu par réaction d’amplification par PCR. Les oligonucléotides utilisés sont 
répertoriés dans l’Annexe 2, Tableau S2. La PCR est effectuée avec 2,5 U de polymérase 
Pfu (Catherine Desrosiers, Département de Microbiologie et Infectiologie), 20 pmol de 
chaque amorce, 200 µM de dNTP et une quantité 20ng d’ADN plasmidique pRS423 (ATCC 
77104TM). Le produit de PCR est ensuite purifié sur gel d’agarose (6 g/l). Le fragment est 
inséré au niveau des séquences codantes des gènes MOG1 ou YMR018W au niveau du 
génome par recombinaison homologue après transformation. Les séquences d’homologies 
sont en position 5’ des oligonucléotides utilisées pour les amplifications. L’état des loci des 
cellules diploïdes transformées sont ensuite vérifiés par Southern blot. Les souches haploïdes 
sont générées et répertoriées dans l’Annexe 2, Tableau S1. Les souches utilisées à partir de 
la banque de mutant de la collection YKO sont rapportées dans l’Annexe 2, Tableau S3.    
3.1.3 Obtention des souches survivantes (S) et adaptées (A) 
Les souches adaptées et survivantes ont été générées selon la procédure décrite 
précédemment (Mersaoui et al., 2015). Brièvement, la première étape consiste à éliminer la 
pression de sélection sur le plasmide pTLC1-TRP. Pour ce faire, une colonie isolée est striée 
sur une plaque contenant le milieu riche YEPD. Après environ 20 générations, une réplique 
sur velours est réalisée pour identifier les colonies dépourvues de ce plasmide. Une fois ces 
colonies identifiées, plusieurs passages (3 à 4 passages) sont effectués sur le même milieu 
riche YEPD. À environ 80 générations, les cellules entrent en sénescence. Quelques 
générations plus tard, les cellules qui réussissent à dépasser la sénescence forment des 
survivants (S). Plusieurs souches survivantes de types II ont été utilisées pour générer des 
cellules adaptées. Chacune des souches survivantes est repassée sur milieu riche YEPD à des 
températures de plus en plus élevées ce qui reflète des conditions restrictives (26, 30, 34 et 
37 °C). À chaque passage, les colonies qui poussent le mieux sont sélectionnées. Afin de 
s’assurer d’avoir éliminé le plasmide qui contient la protéine Cdc13-1, un dernier passage 
sur un milieu FOA est effectué (Boeke et al., 1987). Une fois les souches obtenues, deux 
vérifications sont réalisées : (i) une vérification du profile télomérique est réalisé par 
buvardage de type Southern et (ii) une vérification de la sensibilité aux drogues est réalisée 
par dépôt sur plaques après plusieurs dilutions en séries. Une fois les phénotypes établis et 





Figure 14. Stratégie de génération des cellules cdc13Δ  
Les étapes de génération des souches adaptées cdc13Δ sont décrites dans le 
chapitre I (Larrivée et Wellinger, 2006; Mersaoui et al., 2015) 
3.1.4 Extraction de l’ADN génomique, dosage, digestion et migration  
L’ADN génomique est extrait à partir d’un équivalent de 2 ml de culture de levures en 
phase stationnaire. La lyse s’effectue de façon mécanique en présence de billes de verre en 
utilisant un Fast Prep-24 de chez MP Biomedicals à une vitesse de 5 m/s pendant 45 
secondes. La lyse est effectuée en présence d’un tampon contenant 100 mM de Tris, 50 mM 
d’EDTA, 250 mM NaCl et 0.1 g/l de SDS. Après rupture de la paroi et de la membrane, la 
suspension est soumise à une extraction par phénol chloroforme (2 fois) et une fois en 
présence de chloroforme. Un volume d’environ 450 µL de phase aqueuse est par la suite 
soumis à une précipitation en présence de deux volumes d’alcool éthylique pendant au moins 
1 h à -20 °C. Après centrifugation pendant 20 min à 12 000 g, les culots sont lavés avec un 
1 ml d’alcool, puis séchés pendant 10 min à température ambiante. Le culot est par la suite 
suspendu dans environ 500 µl de TE, puis soumis à un traitement RNase A pendant 1 h à 
37 °C. Les ADN en solution sont soumis à une deuxième extraction au phénol-chloroforme 
puis à une dernière précipitation en présence de NaAc concentré à 0,01 M. Après séchage, 
l’ADN est suspendu dans un volume entre 30 à 50 µl de TE. La concentration d’ADN est 
ensuite mesurée par fluorimètre en présence de Hoechst 33342. Selon l’expérience à 
effectuer, environ 500 ng d’ADN génomique sont digérés pour effectuer des Southern blots 
avec 20 U d’enzyme de restriction XhoI pendants au minimum 6 h. Pour la vérification des 
mutations mog1Δ et ymr018wΔ, l’ADN génomique est digéré par les deux enzymes KpnI et 
BamHI. Le mutant ymr018wΔ est caractérisé par l’apparition d’une bande à 1 Kpb (chez le 




d’une bande à 0.5 Kpb (chez le sauvage, la bande se situe à environ 2 kpb). Les échantillons 
digérés sont par la suite déposés dans un gel d’agarose en présence de tampons de 
chargement. Le gel est par la suite soumis à une migration en présence de la solution de TBE 
1x (Tris-borate 90mM, EDTA 1mM pH 8.0) à un voltage de 30 à 40 mV jusqu’à la résolution 
complète des fragments d’intérêt, généralement après 16 h.  
3.1.5 Buvardage de type Southern  
Après migration de l’ADN dans un gel d’agarose, les ADN sont colorés au bromure 
d’éthidium pour vérifier la migration, la digestion et le chargement. Pour faciliter le transfert 
des larges fragments d’ADN, les gels subissent divers traitements : (i) une dépurination des 
ADN, dans une solution de 0,25 N HCl pendant au moins 10 min avec une légère agitation ; 
(ii) une dénaturation des ADN dans une solution contenant 1,5 M de NaCl et 0,5 M NaOH ; 
(iii) une étape de préparation du transfert dans une solution 0.4M NaOH pendant 15 min. 
Une fois les traitements effectués, le transfert est réalisé par capillarité vers une membrane 
de nitrocellulose (Amersham Hybond-XL de GE Healthcare) à l’aide de papier absorbant 
pendant la nuit. La membrane est ensuite préhybridée 1 h, puis hybridée au moins 6 h dans 
25 ml de solution d’hybridation contenant du phosphate de sodium concentré à 0,5 M, 1mM 
d’EDTA, 0.8 g/l de SDS, 0.12 g/l de BSA et 1 µg/ml d’ARNt de levures. L’hybridation est 
effectuée dans des fioles à hybridation incubées à 65 °C en présence d’une sonde télomérique 
pCT300 (ou autre). Les fioles sont soumises à une rotation en continu. La sonde utilisée pour 
le télomère blot est préalablement radiomarquée à l’aide de l’isotope phosphate 32. Les 
sondes utilisées pour effectuer les Southerns pour vérifier les mutations mog1Δ et ymr018wΔ 
sont des fragments d’ADN amplifiées par les oligonucléotides décrits dans le Tableau 
Annexe 2, Tableau S3. Les fragments obtenus sont alors purifiés puis marqués tels que 
décrits dans la section « marquages ». Après hybridation, la membrane est lavée pendant 
20 min à 65 °C avec une solution 2X SSC (un mélange de 0,3 M de sodium chloride et 45 
mM de sodium citrate, pH 7). Une fois lavée, la membrane est scellée dans un sac en 
plastique puis exposée pendant une nuit. La révélation est effectuée avec un Typhoon FLA 





3.1.6 Hybridation dans le gel dans des conditions non dénaturantes   
Pour effectuer des hybridations dans le gel, on utilise environ 1,5 à 2 µg d’ADN. Les 
échantillons digérés sont par la suite déposés sur un gel d’agarose concentré à 0,75 % 
(7,5 g/l) en présence de TBE 1x (Tris-Borate 90mM, EDTA 1mM pH 8.0) tel que décrit pour 
le Southern blot (voir paragraphe précédent), et tel que rapporté par (Dionne et Wellinger, 
1996). La migration est effectuée en présence de solutions de TBE 1x à un voltage de 30 à 
40 mV jusqu’à résolution des fragments d’intérêt, généralement pendant 16 h. Le gel est 
ensuite séché à l’aide d’un vacuum Gel-Dry de Bio-Rad pendant 20 min sur chaque face. 
L’hybridation est effectuée en présence de 20 ml de solution d’hybridation (Wellinger et al., 
1993) pendant minimum 16 h à 37 °C en présence de sondes spécifiques au brin G-riche 
(oligonucléotide CA52) préalablement radiomarquée. Le gel est ensuite lavé 2 fois 45 
minutes puis exposé pendant 3, 6 ou 24 heures sur un film Hyperfilm MP 5 x 7’ de GE 
Healthcare Life Science. 
3.1.7 Extraction de l’ARN génomique — dosage et migration  
L’extraction de l’ARN total a été effectuée à partir de 10 ml de culture en phase 
exponentielle d’une OD= 0,8 tel que décrit précédemment (Dionne et al., 2013). Brièvement, 
le culot de cellules est lavé deux fois dans de l’eau stérile puis suspendu dans 300 µL de 
tampon LETS (0.1M chlorure de lithium, 10mM EDTA, 10 mM Tris-HCl pH 7.4, 0.2% 
SDS) à 4 °C. Puis la lyse est effectuée en présence de billes de verre en utilisant un Fast 
Prep-24 de chez MP Biomedicals à une vitesse de 5 m/s pendant 45 secondes. Les tubes sont 
refroidis sur glace après chaque cycle. La lyse est répétée deux fois. La phase aqueuse est 
ensuite récupérée puis soumise à une extraction au phénol-chloroforme-isoamyl (25 : 24 : 1) 
(v : v : v) deux fois, puis une fois en présence de chloroforme-isoamyl (24 : 1). La phase 
aqueuse est récupérée, puis les ARN (un volume) sont soumis à une précipitation en présence 
de 60mM de NaOAc pH5.2 et d’éthanol 100 % (2 volumes) pendant 1 h à -80 °C. Les tubes 
sont par la suite centrifugés à 4 °C pendant 20 min puis les culots lavés avec de l’éthanol 
70 % et enfin séchés à température ambiante pendant 10 à 15 min. L’ARN est par la suite 
suspendu dans 30 à 50 µl d’eau stérile dépourvue de nucléases (nuclease-free). La 
concentration des échantillons en ARN est mesurée par spectrophotomètre (nanodrop). Les 




adéquats pour utilisation. Des échantillons (10 à 20 µg) sont préparés dans un tampon de 
charge pour l’ARN puis supplémentés de MOPS 1X et de formaldéhyde 6 % et de formamide 
50 % (v/v). Les échantillons sont ensuite dénaturés pendant 10 min à 68 °C puis chargés dans 
le gel à migration. Ce gel est constitué de 1 % d’agarose, de formaldéhyde 6 % et du MOPS 
1x (MOPS 10X : 0,4M d’acide morpholinopropanesulphonique, 0,1 M acétate de sodium, 
10mMEDTA, pH 7.2). La migration se fait pendant 4 à 5 heures selon le voltage de 50 à 
60 V (5V/cm de gel). Le tampon de migration est constitué de MOPS 1X.   
3.1.8 Buvardage de type northern (northern-blot) 
Ce type de buvardage est effectué pour transférer l’ARN sur une membrane de nylon 
chargée positivement (Hybond N+, GE Healthcare) après migration sur gel d’agarose 10 g/l 
(1 %). La procédure de transfert est effectuée de manière analogue au le Southern blot. Avant 
de procéder au transfert, le gel est incubé dans une solution du NaOH 0.05M puis lavé 
plusieurs fois à l’eau double distillée. Un dernier lavage de 20 min est effectué dans du SSPE 
10X (1,8M NaCl, 0.1M NaH2PO4 et 0,01 M EDTA ajusté à pH 7.7). Le transfert est effectué 
pendant toute la nuit (minimum 16 h). La phase mobile est constituée de SSPE10X. Après 
transfert, la membrane de nylon est immédiatement exposée à une dose d’irradiation d’UV 
(2 min à 254 nm) pour ponter les ARN à la membrane. Afin de vérifier visuellement la 
qualité des ARN lors de la migration ainsi que du transfert, la membrane est incubée pendant 
5 min dans du bleu de méthylène suivi de plusieurs lavages avec de l’eau afin de colorer puis 
décolorer les ARN. L’hybridation se fait dans des fioles à hybridation en présence de 25 ml 
d’une solution d’hybridation composée de SSPE6X, Denhardt* 2X, sperme de saumon 
0,25 mg/ml et du SDS 1 g/l, pour des sondes sous forme de fragment. L’hybridation est 
effectuée dans un four sous rotation continue durant toute la nuit (16 h minimum) à une 
température de 55 °C. Pour des sondes d’oligonucléotides radiomarquées on utilise la 
solution suivante : SSPE 6X, Denhardt* 2X, SDS 1 g/l, et la température d’hybridation à 
42 °C. La membrane est par la suite lavée 2 fois 20min à une température ambiante avec une 
solution SSPE 6X contenant 1 g/l de SDS. Une fois lavée, la membrane est scellée dans un 
sac en plastique puis exposée pendant une nuit ou plus sur une cassette phosphore. La 
révélation a été effectuée avec un Typhoon FLA 9500 de la compagnie GE Healthcare Life 




3.1.9 Marquage à l’isotope phosphate 32P  
Deux types de sondes ont été utilisés, les sondes sous forme de fragment d’ADN ou 
sous forme d’oligonucléotides. Le marquage de fragment d’ADN est réalisé par 
l’incorporation de nucléotides radiomarqués (dCT32P et dGT32P) à l’aide du fragment 
Klenow (dérivé de l’ADN polymérase I d’Escherichia coli, produite par le département). 
L’extension est effectuée à température ambiante pendant minimum 4 h en présence 
d’amorces d’oligohexamères aléatoires pour la polymérase ; une source de nucléotides non 
radiomarquées tels que le dATP et dTTP ainsi que le tampon de l’enzyme. La réaction est 
arrêtée avec une solution-STOP (V/V) (0.2% SDS, 50mM EDTA pH 8) pendant 10 min à 
65 °C. La sonde est ensuite purifiée sur une colonne (G-50, Probe Quant micro colomns de 
GE Healthcare). Avant hybridation, le fragment de sonde est dénaturé à 100 °C pendant 
10 min. Pour l’hybridation, 2x106 cpm de sonde ont été utilisés par membrane. Les sondes 
d’oligonucléotides sont marquées en extrémité 5’ par du γ-AT32P incorporé grâce à la T4 
polynucléotide kinase (PNK provenant de chez NEB) pendant 45 min à 37 °C. Pour le 
marquage, on utilise environ 100 ng/µL d’oligonucléotides. L’enzyme est ensuite inactivée 
pendant 10 minutes à 65 °C après ajout de tampon TE. La purification de ces sondes est 
effectuée comme pour les fragments, en utilisant des colonnes G-50 selon le protocole du 
manufacturier (G-50, Probe Quant micro colomns de GE Healthcare).    
3.1.10 Analyse des micropuces à ADN   
La micropuce à ADN utilisé pour mon étude provient de chez Agilent®, qui couvre 
6256 cibles (gènes) de la levure Saccharomyces cerevisiae de fond génétique S288C. Les 
sondes sont des oligonucléotides d’une taille de 60 nt et sont synthétisées directement sur la 
surface par un procédé de photolithographie. C’est un processus par lequel les nucléotides 
sont rajoutés un à un pour former l’oligonucléotide spécifique (sonde) à une région du 
génome (cible). Les raisons pour lesquelles nous avons choisi la technologie Agilent® Yeast 
2.0 de type Yeast GE Microarray 8x15K sont décrites ci-dessous :  
➢ Plusieurs échantillons peuvent être analysés par plaques simultanément.  
➢ Le marquage est effectué pour tous les échantillons par le même fluorophore, 




➢ Le marquage requiert une quantité d’ARN totale d’au moins 10 ng par 
échantillons (maximum 200 ng) avec un enrichissement de 100 fois après 
amplification.  
➢ L’hybridation est effectuée en même temps et dans les mêmes conditions, ce 
qui permet de comparer les échantillons. 
Toutes les manipulations faites à partir de l’ARN total ont été effectuées par la 
plateforme de génomique fonctionnelle du centre d’innovation Génome Québec et 
l’université de McGill : http://www.gqinnovationcentre.com/index.aspx. L’historique des 
actions suivi des échantillons et résultats sont disponible sur la page du serveur NANUQ : 
https://genomequebec.mcgill.ca/nanuqAdministration/nanuq-administration/.do. Les 
résultats bruts sont téléchargés à partir du site sous forme de fichier Excel puis traités et 
analyser au laboratoire. 08 échantillons ont été analysés : trois souches sauvages (wt), deux 
souches survivantes (S) et trois souches adaptées (A), toutes les souches sont décrites dans 
le Tableau 1. 
Tableau 1. Nom des souches utilisées pour l’analyse par micropuce à 
ADN 
Sauvages Survivants Adaptées 
Wt1 : MSY066 clone 1 S12 : MSY012 A12 : MSY042 
Wt2 : MSY066 clone 2 S23 : MSY023 A23 : MSY053 





3.1.11 Processus de traitement des ARN 
Toutes les souches sont générées à partir de la souche CPY030 (MSY066). Les ARN 
envoyés ont été traités selon la procédure générale décrite dans les Figures 15 et 16. 
Brièvement, les ARN totaux ont été mélangés avec des ARN contrôles (Spike-In) puis ont 
été transcrit sous forme d’ADN complémentaire par une transcriptase inverse. Les amorces 
utilisées sont complémentaires à la queue poly-A des ARN. Une fois, les deux brins ADNc 
sens et antisens sont synthétisées, une étape de transcription est effectuée grâce à la T7 RNA 
polymérase qui permettre d’incorporée le nucléotide modifié cytosine couplée à la Cyanine-
3 formant ainsi l’ARNc de l’ADNc.  
 
Figure 15. Procédure générale de la préparation des échantillons 
jusqu’à l’obtention des données brute  
Le mélange d’ARN contrôle sont des ARN dont on connaît la concentration, 
ce qui permet d’évaluer le rendement des étapes de synthèse, 
d’amplification et de marquage à la Cyanine-3 des ARN complémentaires. 
Ces ARNc sont par la suite purifiés puis hybridés dans un four à hybridation 
spécifique à une température de 65 °C pendant au moins 17 heures. Les 
micropuces sont ensuite lavées, scannées puis les résultats sont extré sous 





Figure 16. Résumé de la procédure d’amplification, de traitement et de 
marquage des ARN totaux par le procédé d’analyse en deux couleurs, 
adapté et modifié du protocole du manufacturier Agilent®. Les ARN 
complémentaires (ARNc) des deux échantillons A et B sont marqués par 
deux fluorophores différents (Cy3 et Cy5) puis hybridés sur la même puce 
à ADN. Dans le cas d’une Analyse en une seule couleur, tous les ARNc des 
différents échantillons sont marqués avec un seul et même fluorophore la 
Cy3. L’hybridation dans ce cas est effectuée sur deux micropuces à ADN 





➢ Hybridation aux micropuces à ADN : La micropuce utilisée dans cette étude est une 
Agilent® Yeast 2.0 de type Yeast GE Microarray 8x15K. Chaque plaque contient 8 
micropuces, chacune d’elle est dotée de 13 048 sondes réparties comme suite : 
• 582 sondes contrôles (positifs et négatifs) sont disposées d’une façon à pouvoir suivre 
l’efficacité d’hybridation dans toute la superficie de la micropuce à savoir les cotés 
et les coins. Ces sondes sont des contrôles positifs spécifiques aux ARN du kit 
mélangés avec les ARN génomiques totaux extraits des levures (Spike-in, Figure 15).    
• 12 466 sondes spécifiques ciblent 6233 gènes de la levure, ce qui correspond à deux 
sondes pour chaque gène, soit à un recouvrement de 97,4 % du génome.   
➢ Processus de traitement des données : l’Analyse des résultats des micropuces 
comprend plusieurs étapes résumées par les points suivants : 
• Analyse des intensités des sondes contrôles puis leurs comparaisons entre les 8 
différents échantillons à analyser. Pour une bonne hybridation, le ratio entre les 
échantillons doit être compris entre 0,5 et 1,5.  
• Calcule du logarithme à base 2 (log2) pour chaque valeur.  
• Calcule de la médiane des valeurs pour apporter les corrections et la normalisation 
entre les différents échantillons.   
• Calcule de la moyenne des trois (ou des deux) valeurs obtenues pour chaque gène, 
chez les trois échantillons analysés pour chaque groupe (wt, survivant ou adapté).  
• Calcule du ratio entre les différents groupes de souches à comparer 
• Identification des gènes qui disposent d’un ratio supérieur ou inférieur à 1, ceux-ci 
vont correspondre aux gènes dont les intensités varient de plus (+) ou moins (-) deux 
fois (2X). 
• Analyse statistique par test de Student pour des séries appariées, afin de ne retenir 
que les variations statistiquement significatives. Les gènes sélectionnés sont 
représentés uniquement par ceux qui présentent une variation significative avec une 





3.1.12 Sénescences sur plaques et en liquide 
L’analyse de la sénescence en absence de la télomérase (mutation tlc1Δ) a été réalisée 
en milieu liquide comme décrit précédemment (Noël et Wellinger, 2011). Brièvement, 
l’analyse des souches est effectuée immédiatement après microdissection des diploïdes 
correspondants à chacune des souches (MSY140, MSY141). La microdissection est 
effectuée sur milieu YEPD. Les colonies obtenues sont alors répliquées par réplique sur 
velours sur les différents milieux appropriés pour sélectionner les spores d’intérêt et les 
mutations à analyser. Les spores d’intérêt sont striées ensuit sur un milieu YEPD solide puis 
sont repiquée à chaque 2-3 jours sur plusieurs générations jusqu’à l’entrée des cellules en 
sénescence à la température appropriée. La croissance en culture liquide est effectuée 
directement à partir des plaques de microdissection (estimées à 20 générations) telle que 
décrite précédemment (Noël et Wellinger, 2011). Les clones d’intérêt sont mis en culture 
dans un milieu liquide jusqu’à saturation (croissance additionnelle de 5 générations, donc 25 
générations au total). La concentration cellulaire est estimée par mesure de la densité optique 
à OD660nm. Ces cultures sont ensuite diluées à 2x10
5 cellules/ml dans un milieu frais et 
incuber pendant 24 h à la température appropriée. La concentration cellulaire est mesurée 
puis ajustée à 2x105 cellules/ml. Ce cycle est répété jusqu’à ce que les souches dépassent la 
phase de sénescence. La valeur du PD (Temps de dédoublement) désigne le logarithme à base 
de 2 du rapport entre la concentration finale et la concentration initiale pour chaque point 
mesuré. Le PD est reporté puis comparé pour trois expériences indépendantes pour chaque 
souche étudiée. Pour chaque point, l’écart type est reporté et comparé entre les différentes 
souches. 
3.1.13 Test de croissance des cellules par série de dilution de culture 
La procédure pour la réalisation des croissances en goutte est documentée dans le 
chapitre I (Mersaoui et al., 2015). Brièvement, les cultures des souches étudiées sont ajustées 
à une concentration initiale de 0,6 10-7. Celle-ci est par la suite diluée 4 fois en série avec 
une dilution 1/10eme. Puis 3ul de chaque dilution est déposé sur une plaque contenant un 
milieu sélectif ou non en présence de la drogue (MMS Sigma numéro catalogue #129 925 ou 




3.1.14 Test de croissance sous microscopes 
Des cellules des souches indiquées ont été analysées comme décrit dans (Mersaoui et 
al., 2015). Brièvement, les cellules (200 cellules isolées) présentes en G1 ont été isolées par 
microscope à dissection et déposer sur une plaque. Après exposition à la température 
indiquée chacune des cellules est analysée après 2 h, 4 h, 6 h, 12 h ou après 24heures. Le 
nombre de cellules présent est alors comptabilisé puis reporté. Le pourcentage de cellules 
initiales qui ont formés 2, 3, 4, 12 ou des microcolonies sont reportés est analysés.    
3.2 Résultats 
3.2.1 Obtention des souches survivantes et adaptées 
La première étape du projet consistait à générer plusieurs souches survivantes après 
plusieurs passages sur plaque en absence de la télomérase (tlc1Δ) pour permettre aux cellules 
d’entrer dans un mode de croissance appelé « survivant ». Ce mode est caractérisé par un 
maintien des télomères par les mécanismes de recombinaison homologue, ce qui permet aux 
cellules d’échapper à la phase de sénescence. Afin de pouvoir identifier les différents types 
de survivants obtenus, nous avons réalisé un buvardage de type Southern blot. Parmi les 26 
clones de survivants générés représentés dans la Figure 17, 21 souches sont des survivants 
de type II, 2 souches sont de type I, et 3 souches dont le type est non identifié. Les deux types 
de survivants peuvent être différentiés par leur profil télomérique. Les survivants de type I 
(pistes 3 et 18) présentent une amplification visible des régions sous-télomériques (éléments 
Y’) d’une taille de 5,8 et de 6,2 kpb plus d’un TRF (fragment terminal de restriction) d’une 
taille d’environ 1 kpb. Les survivants de types II (pistes 8 à 17 et 19 à 30) sont caractérisés 
par la présence de TRF de tailles hétérogènes qui forment plusieurs bandes qui varient entre 





Figure 17. Profil télomérique des souches survivantes générées  
Le numéro correspond à chacune des souches générées (MSYXXX). Les 
souches MSY003 (3) et MSY017 (17) présentent un phénotype télomérique 
de survivants de type I et les souches MSY012, MSY023 et MSY024 des 
phénotypes survivants de type II. 
Dans notre étude, nous nous sommes intéressés aux souches survivantes de type II qui 
maintiennent leurs télomères par recombinaison. Une fois ces souches identifiées, nous 
avons généré les souches adaptées correspondantes à chacune de ces souches. Les cellules 
adaptées forment des colonies sur plaques parfois de formes hétérogènes et irrégulières qui 
ont tendance à disparaitre après plusieurs générations (Figure 18).  
 
Figure 18. Aspect des colonies formées par les souches adaptées  
Certaines souches forment des colonies régulières de taille homogène (voir 
A24) ; d’autres souches forment des colonies dont la taille est hétérogène et 
parfois de formes irrégulières. Les souches utilisées sont : MSY042 (A12), 




Afin de nous assurer du phénotype des cellules adaptées, nous avons entrepris une 
vérification du profil télomérique par buvardage de type Southern. Les souches adaptées 
présentent un phénotype télomérique sous forme de trainée (Larrivée et Wellinger, 2006). 
En effet, les extrémités télomériques sont déprotégées due à l’absence de la protéine Cdc13, 
ce qui conduit à l’accumulation d’ADN simple-brin de différentes tailles comme le montre 
la Figure 19 :  
 
Figure 19. Profils télomériques des souches survivantes et adaptées 
générées  
Les flèches représentent le profil des souches utilisées pour l’analyse par 
micropuce à ADN. Les souches adaptées (indiquées par des flèches) 12, 23 
et 24 sont identifiées par A12, A23 et A24 correspondant au numéro 
MSY042, MSY053 et MSY054 respectivement. Les souches survivantes 
sont utilisées comme contrôle et portent les noms MSY012, MSY023 et 
MSY024 référés aussi par le nom S12, S23 et S24.  
Trois souches ont été alors choisies pour tester leurs phénotypes de croissance à des 
températures restrictives et leurs phénotypes de sensibilité aux agents génotoxiques (MMS 
ou le HU). Les trois souches adaptées (A12, A23 et A24) sont devenues thermorésistantes 
comme observé dans le test en goute de la Figure 20-A. Tel qu’observé, les souches mères 
survivantes (S12 et S23) perdent totalement la capacité de croitre à des températures 
restrictives de croissance de 32 °C de façon similaire à une souche pourvue de la mutation 




(HU 100mM) plus prononcé comparés à la condition ou la protéine Cdc13 est présente 
(Figure 20-B).     
 
Figure 20. Phénotypes des souches adaptées en présence de drogues  
(A) Les souches adaptées sont thermorésistantes comparativement aux 
souches survivantes. La souche cdc13-1 (MSY065) est utilisée comme 
contrôle, elle est non viable à des températures restrictives (>30 °C). (B) Les 
cellules adaptées sont sensibles à des doses de HU de 100mM. L’expression 
de la protéine Cdc13 à partir d’un plasmide permet de retrouver la résistance 
observée chez les souches survivantes ou sauvages. Le mutant rad52Δ 
(JNY162) est utilisé comme contrôle de sensibilité aux dommages. Dans 
cette souche, la recombinaison homologue est abrogée. 
3.2.2 Variation du profil d’expression génique entre les souches adaptées 
et sauvages  
Une fois les phénotypes caractérisant les cellules adaptées vérifiés, nous avons procédé 
à l’extraction des ARN totaux pour réaliser une comparaison du profil d’expression génique 
entre les différentes souches, sauvages (wt) survivantes (S) et adaptées (A). Les ARN ont été 
extraits à partir des souches indiquées dans la Figure 21, puis nous avons réalisé une 
migration d’un aliquote d’ARN sur un gel d’agarose afin de contrôler la qualité. Après 
coloration, on constate la présence de deux bandes qui correspondent aux ARN ribosomaux 
25S et 18S d’une taille de 3392 nt (nucléotides) et 1798 nt respectivement. L’absence en 
dessous de ces bandes d’une trainée est un indicateur de la bonne qualité des ARN utilisés. 






Figure 21. Contrôle de qualité des ARN totaux des souches utilisés pour 
les micropuces à ADN  
Chaque piste contient un dépôt de 2 µg d’ARN. La bande supérieure 
correspond à l’ARN ribosomal de taille avoisinante à 3400 nucléotides, 
alors que la bande inférieure correspond à l’ARN ribosomal 18s d’une talle 
de 1800 nucléotides approximativement. Le signal en bas du gel correspond 
aux ARNs de transfert.    
Les premiers résultats analysés correspondent à ceux des ARN contrôles. Ces ARN 
contrôles permettent de réaliser une normalisation globale des données. Chaque point dans 
la Figure ci-dessous (Figure 22-A) indique une moyenne des intensités des signaux obtenues 
à partir des micropuces des trois souches sauvages en comparaison avec les trois souches 
adaptées. L’analyse démontre que la normalisation a été correctement effectuée, le 
coefficient de corrélation de la courbe de tendance se rapproche de la valeur 1 (1,02), 
indiquant une très bonne corrélation entre les deux groupes de souches analysées.   
 
Figure 22. Distribution des intensités des sondes contrôle chez les 
souches sauvages comparées aux souches adaptées  
(A) Chaque point représente une moyenne des intensités des signaux des 
ARN contrôles obtenues à partir de l’analyse des micropuces des trois 
souches sauvages en comparaison avec les trois souches adaptées. La courbe 




de la totalité des sondes chez les souches adaptées comparées aux sauvages. 
En bleu sont représentés les signaux des gènes dont l’expression n’est pas 
changée entre les deux groupes de souches sauvages et adaptées. Le vert et 
le violet représentent les gènes dont l’expression est diminuée ou augmentée 
respectivement de plus de deux fois (X2) dans les souches adaptées 
comparées aux souches sauvages. Les points en rouge représentent les 
signaux des ARN contrôles ajoutés dans les échantillons d’ARN analysés. 
Les points orange indiquent les gènes dont l’expression varie plus de deux 
fois et qui disposent de gènes homologues chez l’Homme. 
La méthode d’hybridation simultanée utilisée pour réaliser les micropuces nous permet 
d’effectuer des analyses croisées entre les différentes souches. Les signaux obtenus pour les 
ARNs de références (contrôle) ajoutés dans les échantillons d’ARN (Figure 22-A et B) sont 
détectés globalement avec la même efficacité entre les deux groupes de souches analysés. 
Ceci indique une variation non significative lors du traitement et la préparation des différents 
échantillons de l’expérience. De cette analyse globale, il apparait aussi que l’abondance d’un 
grand nombre ARN ne semble pas varier de façon drastique lors de la comparaison entre le 
groupe des souches sauvages (WT) ou adaptées (A). 
De façon générale, l’analyse a porté sur un ensemble de 6233 gènes pour un total de 
12 466 sondes imprimées sur une seule micropuce. Un gène est sélectionné uniquement si 
les signaux des deux sondes dépassent la limite d’acceptation. L’analyse préliminaire montre 
une variation d’expression de plus de deux fois pour 227 gènes chez les cellules adaptées 
comparées aux cellules sauvages (Figure 23). Soit, 3,6 % du génome de la levure change de 
niveau d’expression lors de la perte des deux gènes TLC1 et CDC13. De façon plus 
spécifique, 15 gènes sur 6233 (soit 0,25 %) varient leurs niveaux d’expression lors de la perte 
du gène TLC1 de la télomérase et 84 gènes (soit 1,35 %) lors de la perte de CDC13.  
 




Les Analyses incluent toutes les variations de gènes (nombre de gènes 
surexprimés ou réprimés) ressorties lors des trois analyses effectuées. (S vs 
wt) (A vs S) et (A vs wt) représentent les trois analyses effectuées en 
comparant les souches indiquées. Wt, S et A représentent respectivement les 
trois groupes de souches sauvages, survivantes et adaptées. Le cercle rouge 
à droite représente les gènes recherchés impliqués lors de l’adaptation.  
La comparaison croisée des profils d’expressions géniques des trois groupes de 
souches entre elles nous permet d’identifier les gènes qui réagissent à la perte de la 
télomérase (wt vs S) et à la perte de la protéine Cdc13 (S vs A). La Figure suivante (Figure 
24) rapporte un aperçu du nombre de gènes dont l’expression varie lors des différentes 
transitions. La nature des gènes (ORF : Open Reading Frame) dont l’expression varie dans 
chacune des analyses sont classifiés selon si la fonction est connue, inconnue ou si l’ORF est 
hypothétique. 
 
Figure 24. Nombre de gènes (ORF) dont l’expression varie selon les 
analyses effectuées  
Wt, S et A indiquent respectivement les souches sauvages survivantes et 
adaptées. M indique la moyenne. FC, FIC et D indiquent respectivement les 
ORFs de fonction connue, de fonctions inconnues et ORF hypothétique 
(dubious). 
Plusieurs sondes présentes dans la micropuce sont programmées pour identifier des 
ARN transcrits à partir des ORF courts appelés aussi ORF hypothétiques ou ORF non 
vérifiés. Ces ORF hypothétiques sont classés de la sorte pour plusieurs raisons (i) on détient 
aucune preuve de leur expression sous forme de protéine (ii) leurs séquences codantes sont 





Le croisement des données entre les résultats de l’analyse [sauvages vs survivants] et 
[sauvage vs adaptées] nous permettent de ressortir avec une liste de gènes dont l’expression 
varie en même temps dans les deux analyses. La figure suivante illustre comment a été 
effectué le croisement des données pour les deux transitions respectivement la survie et 
l’adaptation :  
 
Figure 25. Croisement des données obtenues entre les différentes 
analyses  
(A) Diagramme de Venn comparatif entre les différentes souches indiquées 
permettant d’identifier les gènes dont l’expression varie après la sénescence. 
(B) Diagramme de Venn permet d’identifier le nombre de gènes dont 
l’expression varie après perte de la protéine Cdc13.  
L’une des premières vérifications à effectuer dans ce type d’analyse est de vérifier la 
variation de l’expression des gènes contrôles délétés lors de chaque transition. En effet, on 
perd au moins un gène contrôle dans chacune des transitions : TLC1 lors de la survie puis 
CDC13 lors de l’adaptation. La variation de l’expression du gène TLC1 ne peut être évaluée, 
car la micropuce ne dispose aucune sonde dirigée contre les ARN non codants. Cependant, 




une enzyme impliquée dans la biosynthèse de l’acide aminé tryptophane : TRP1. De plus, le 
fragment génomique qui porte le gène TLC1 présent dans le plasmide contient une portion 
du gène positionnée dans le génome en amont du gène TLC1 nommé PDX3. Cette portion 
supplémentaire est transcrite et son expression peut être suivie à l’aide des sondes présentes 
dans la micropuce. Ceci nous a permis de suivre la variation d’expression de ces deux gènes 
PDX3 et TRP1 entre les différentes souches et de détecter leur répression lors de la perte du 
plasmide portant le gène TLC1. Tous les gènes réprimés et identifiés dans les différentes 
analyses sont répertoriés dans le Tableau 3. Tous les gènes surexprimés sont rapportés dans 
l’Annexe 2, Tableau S6.   
Le gène PDX3 se retrouve réprimé dans les deux analyses (wt vs S) et (wt vs A) comme 
indiqué dans le diagramme de Venn de la Figure 25. De façon identique, l’analyse (wt vs A) 
et (S vs A) ressort l’absence d’expression du gène CDC13, ce qui conforte les résultats des 
micropuces, comme indiqué dans le Tableau 2. Les trois autres gènes réprimés lors de 
l’adaptation qui ressortent de l’analyse (wt vs A) et (S vs A) en plus du gène CDC13 sont : 
VTC1, DTD1 ET MOG1.       
Tableau 2. Liste des gènes réprimés identifiés  
Les gènes identifiés en gras représentent ceux qui ressortent réprimés dans 
les analyses croisées rapportées dans la Figure 25. (Gris : lors de la survie. 
Rouge : lors de l’adaptation).  













YDL016C - N.V* - 
YBR035C PDX3 Vérifiés Pyridoxine phosphate oxydase 
YCR021C HSP30 Vérifiés 
Régulateur Négatif de H(+) — ATPase 
Pma1p 
YDR007W TRP1 Vérifiés Phosphoribosylanthranilate isomérase 
YGR138C TPO2 Vérifiés 
Polyamine transport protéine spécifique 
de la spermine 
YOR032C HMS1 Vérifiés 













YBR296C PHO89 Vérifiés Cotransporteur des Na+/Pi 
YER072W VTC1 Vérifiés 
Sous unité du transporteur chaperonne de 
la vacuole (VTC) complexe 
YER145C FTR1 Vérifiés Perméase pour le fer 
YDL219W DTD1 Vérifiés D-Tyr-Trna(Tyr) déacylase 
YDL220C CDC13 Vérifiés Protéine télomérique qui lie le simple-brin 
YGR109C CLB6 Vérifiés 





YJR074W MOG1 Vérifiés 
Protéine nucléaire qui interagit avec les 
GTP-Gsp1p 
YMR058W FET3 Vérifiés Ferro-O2-oxydoréductase  
YBL107W-A  N.V - 
YCL021W-A  N.V - 













YDR008C  N.V - 
YHR136C SPL2 Vérifié Suppresseur de la délétion PLc1 
YBR035C PDX3 Vérifié Pyridoxine autotrophie 
YER072W VTC1 Vérifié Transporteur chaperonne de la vacuole 
YHR092C HXT4 Vérifié Transporteur des hexoses 
YIL011W TIR3 Vérifié Protéine de la paroi  
YDL219W DTD1 Vérifié D-Tyr-Trna(Tyr) déacylase 
YDL220C CDC13 Vérifié Protéine télomérique qui lie le simple-brin 
YJL012C VTC4 Vérifié Transporteur chaperonne de la vacuole 
YJR074W MOG1 Vérifié 
Protéine nucléaire qui interagit avec les 
GTP-Gsp1p 
YLL009C COX17 Vérifié Cytochrome c oxydase 
YLR069C MEF1 Vérifié Facteur mitochondrial d’élongation 
YMR024W MRPL3 Vérifié 
Protéine ribosomale mitochondriale (sous 
unité large) 
YNR067C DSE4 Vérifié  
YOR107W RGS2 Vérifié Régulateur de signalisation de protéine G 
YOR187W TUF1 Vérifié  
YPL019C VTC3 Vérifié Transporteur Chaperonne de la vacuole 
* N.V : non vérifiés 
3.2.3 Dérépression des régions télomériques chez les cellules adaptées 
Lors de l’analyse des résultats des micropuces, nous avons constaté que certains ORF 
localisés proche des régions sous-télomériques sont surexprimés tels que les gènes YFR. Les 
gènes YFR sont des ORF présents au niveau des régions sous-télomériques dans les éléments 
Y’. Ce sont des gènes qui codent pour des hélicases. Pour vérifier si l’ensemble des gènes 
présents dans les régions sous télomérique sont surexprimés, nous nous sommes alors 
intéressés à la localisation des gènes dont l’expression est variée de plus de deux fois. Nous 
avons alors localisé ces gènes sur leurs loci respectifs au niveau des 16 chromosomes de la 





Figure 26. Positionnement sur les chromosomes des gènes ressortis de 
l’analyse des puces à ADN  
L’expression de chaque gène est modifiée de plus de deux fois (x2) entre les 
souches sauvages et les souches adaptées (p<0,05). Les chiffres romains à 
gauche représentent le numéro de chacun des chromosomes de la levure. 
Chaque barre horizontale représente un chromosome et les points noirs 
représentent les centromères. Les longueurs des chromosomes sont 
proportionnelles à la taille réelle. Chaque graduation représente 50 kpb en 
taille réelle sur le chromosome. Les flèches rouges indiquent les positions 
de tous les gènes réprimés (17 gènes) chez les cellules adaptées, et les 
flèches vertes pour les gènes surexprimés (210 gènes). Les positions exactes 
sont rapportées selon les bases de données disponibles sur SGD 
(Saccharomyces Genome Database). Les cercles rouges représentent des 
exemples de régions télomériques ou l’on retrouve un fort enrichissement 




Les résultats des micropuces montrent une forte concentration de gènes surexprimés 
au niveau des régions sous-télomérique. En effet, 17 % de l’ensemble de gènes localisés dans 
ces régions (moins de 50 Kpb de l’extrémité des chromosomes) sont surexprimés. 
Cependant, seulement 2,8 % le sont dans le restant du génome, les quantifications par région 
télomérique pour chaque extrémité de chromosome sont rapportées dans l’Annexe 2, Figure 
S3. De façon plus spécifique, plus de 20 % des gènes présents dans 10 extrémités 
télomériques sont surexprimés (Figure 26 et Annexe 2, Figure S3).    
3.2.4 Les gènes impliqués dans l’adaptation à la perte de la protéine Cdc13 
Lors de l’analyse comparative entre les souches sauvages et les souches adaptées nous 
avons ressortis un total de 227 gènes dont l’expression varie de plus de deux fois, alors que 
la comparaison entre les souches survivantes et es souches adaptées il en ressort 84. Le 
croisement entre ces données donne lieu à 77 gènes probablement impliqués dans 
l’adaptation tel que représentés dans la Figure 25-B. Sur les 77 gènes (04 réprimé et 73 
surexprimés) qui ressortent de l’analyse de comparaison, nous avons en premier temps 
sélectionné 67 gènes au total. La sélection était basée selon la disponibilité des mutants dans 
la banque de délétion (YKO) de levure présente au laboratoire. Les 67 gènes sélectionnés 
sont reportés dans l’Annexe 2, Tableau S4. La déplétion de chacun des gènes présents dans 
la banque de mutants utilisés a été vérifiée par PCR en utilisant les amorces décrites dans 
l’Annexe 2, Tableau S5.    
Parmi les 67 gènes que nous avons sélectionnés, nous avons identifié un groupe de 9 
gènes qui présentent des homologues chez l’Homme. Huit de ces gènes sont surexprimés 





Tableau 3. Listes des gènes impliqués dans l’adaptation qui présentent 
des homologues chez l’Homme  
Gènes Expression Fonctions Homologues Fonctions 
SSA3 Surexprimé 
Réponse aux stress 
oxydatifs 
HSPA1A 
Protéine du choc 
thermique 
SSA4 Surexprimé HSPA1B 













YMR018W Surexprimé Fonction inconnue PEX5 
Biogenèse des 
péroxysome 















3.2.5 Le gène MOG1 est impliqué dans le maintien de la taille des télomères  
Nous avons entrepris une analyse du profil télomérique de tous les 67 mutants 
disponibles dans la collection YKO disponible au laboratoire (Annexe 2, Tableau S4) par 
buvardage de type Southern. Les résultats obtenus sont représentés dans la Figure 27. Sur la 
totalité des mutants analysés, beaucoup présentent des télomères proches de la souche 
sauvage et donc ils ne disposent par conséquent aucune fonction évidente directe dans le 
maintien des télomères. Cependant, un des gènes qui ressort de l’analyse est le gène MOG1. 
La souche mutante pour le gène mog1Δ présente des télomères relativement courts (TRF 
courts) et proches de ceux du mutant yku80Δ comme indiqué dans la Figure 27-A et B. Par 
ailleurs, toutes les autres souches mutantes ne montrent aucune variation notable dans la 










Figure 27. Analyse de la longueur des télomères chez les mutants 
indiqués  
(A) Résultats de l’analyse par Southern blot de tout les mutants de la librairie 
sélectionnés. Les sondes indiquées en bas de chaque gel sont celles utilisées 
pour l’hybridation. (B) Taille des télomères des souches mutantes pour les 
gènes identifiés comme ayant un homologue chez l’Homme. Le mutant 
YKO004 (mog1Δ) présente des télomères courts. L’ADN de la souche 
MSY098 (yku80Δ) sert de contrôle avec des télomères courts. La flèche 
indique les TRF.  
3.2.6 Plusieurs gènes identifiés sont impliqués dans la réponse aux 
dommages à l’ADN 
Nous avons investigué, par ailleurs, la capacité des mutants cités précédemment (les 
67 mutants présents dans la librairie) à répondre à différents stresses réplicatifs induit par le 











Figure 28. Analyse de l’effet du MMS sur les mutations des gènes 
sélectionnés  
(A) Les mutants utilisés sont ceux présents dans la librairie YKO (Annexe 
2, Tableau S4). Les plaques de gauches sans drogue représentent les 
contrôles de croissance. Les étoiles représentent les gènes sensibles à la 
présence de la drogue MMS lors de la première analyse (n=1). L’analyse de 
ces mutants est reproduite dans une deuxième expérience dont les résultats 
sont reportés dans le panel B (n=2 et n=3). (B) Résumé et reproduction des 
souches sensible aux drogues du résultat de l’analyse en panel A, (C) 
Résumé de l’analyse de la sensibilité aux drogues des mutants des gènes 
identifiés qui présentent des homologues chez l’Homme. 
Sur la totalité des mutants analysés, trois uniquement présentent un phénotype de 
sensibilité accrue au MMS par rapport à la souche sauvage. Ceci indique que les gènes 
mutés sont probablement impliqués dans la réparation de dommages à l’ADN et/ou 





3.2.7 MOG1 et YMR018W deux gènes différentiellement exprimés lors de 
l’adaptation  
Après toutes ces analyses décrites précédemment, nous avons décidé de continuer 
notre investigation avec deux gènes : l’un est MOG1 et l’autre YMR018W. Ce choix réside 
dans le fait que ce sont les premiers gènes dont la variation entre les trois souches sauvage, 
survivante et adaptée a été effectuée par northern blot. De plus, le premier gène MOG1 
présente un phénotype de télomères courts, alors que le deuxième gène YMR018W semble 
être conservé lors de l’évolution, mais dont la fonction n’est pas encore connue chez la 
levure. Nous avons alors entrepris une série de tests pour valider par buvardage de type 
northern les résultats obtenus par les micropuces à ADN. Après quantification et 
normalisation, nous avons constaté que le gène MOG1 est réprimé dans les souches adaptées 
de plus de deux fois, alors que le gène YMR018W est surexprimé de plus de deux fois. La 
Figure 29 montre l’expression relative des deux gènes MOG1 et YMR018W :  
 
Figure 29. Validation par buvardage de type northern les résultats de 
la micropuce pour les deux gènes MOG1 et YMR018W  
Le gène MOG1 est réprimé lors de l’adaptation. Trois souches sauvages, 
deux souches survivantes et trois souches adaptées sont analysées. Le 
transcrit du gène U1 est utilisé comme contrôle de charge. Le gène MOG1 
présente un ratio d’expression de -2,5 (réprimé) entre les souches adaptées 
et les souches sauvages après normalisation par rapport au gène U1. Pour le 





Afin de vérifier le rôle de ces deux gènes dans le processus d’adaptation à la perte du 
capuchon télomérique, nous avons généré la délétion de ces deux gènes à partir de la souche 
MSY125 pour générer les deux souches MSY140 et MSY141. Une fois les souches 
obtenues, nous avons vérifié les déplétions de ces gènes par hybridation de type Southern 
(Annexe 2, Figure S1-A et B). Une fois les délétions confirmées, nous avons mis en 
sporulation les souches diploïdes puis effectué une microdissection pour générer les souches 
haploïdes suivantes MSY149, MSY150 pour le mutant mog1Δ et MSY157, MSY158 pour 
le mutant ymr018wΔ. Les spores haploïdes qui nous intéressent sont alors identifiées après 
plusieurs répliques sur plusieurs milieux sélectifs. Les spores sélectionnées sont celles 
dépourvues de la copie génomique des gènes CDC13 et TLC1, mais ces souches expriment 
les allèles cdc13-1 et TLC1 à partir de deux plasmides différents : pcdc13-1-URA3 et pTLC1-
TRP1. Nous avons ensuite évalué la taille des télomères de ces mutants. La Figure 30 
rapporte les résultats de cette analyse effectués afin de confirmer que le mutant mog1Δ 
disposait de télomères de tailles courtes.  
 
Figure 30. Résultat de l’analyse de la délétion des gènes MOG1 et 
YMR018W  
Télomère blot des souches mutantes pour le gène MOG1 et YMR018W. Les 
diploïdes sont MSY140 (mog1Δ/MOG1) MSY141 (ymr018wΔ/YMR018W) 
MSY125 (wt). Après microdissection, nous avons généré les haploïdes 
MSY149 (C1) et MSY150 (C2) contenant la mutation mog1Δ et les 
haploïdes MSY157 (C1) et MSY158 (C2) avec la mutation ymr018wΔ. Les 
haploïde MSY145 (C1) et MSY146 (C2) sont issues des spores (wt) 




3.2.8 Effet des mutations mog1Δ et ymr018WΔ sur la sénescence 
réplicative  
Pour évaluer l’effet de la mutation de chacun des deux gènes MOG1 et YMR018W, 
nous avons tout d’abord généré les spores haploïdes d’intérêt. Ces souches sont issues de la 
microdissection des deux souches dipodes MSY140 et MSY141 chacune contenant une 
déplétion homozygote des gènes étudiés. Après microdissection des ascospores il en résulte 
quatre spores caractérisées par un génotype spécifique. Deux de ces quatre spores issues 
d’une ascospore détiennent la mutation du gène recherché. En analysant plusieurs spores 
provenant de plusieurs ascospores, nous sommes capables de retrouver des spores avec les 
génotypes désirés à analyser. Les génotypes des spores sont identifiés par répliques sur 
velours sur divers milieux sélectifs et les génotypes de ces souches sont indiqués dans la 
Figure 31. Après avoir obtenu les mutants désirés dans un contexte haploïde, nous avons 
évalué l’effet de la mutation mog1Δ ou la mutation ymr018WΔ sur la vitesse à laquelle les 
souches entrent en sénescence.  
Nous avons strié différentes colonies sur plaque sur plusieurs générations (Annexe 2, 
Figure S2-A et B). Le simple mutant mog1Δ tout comme la souche sauvage n’entrent pas en 
sénescence, ce sont des contrôles négatifs (Annexe 2, Figure S2-A). Trois clones de la souche 
contrôle tlc1Δ, cdc13Δ pcdc13-1 (contrôle positif) sont striées sur plusieurs générations. Un 
des trois clones entre en sénescence au tour de 60 générations alors que les deux autres 
colonies entrent en sénescences vers les 80 générations. Sur plaque, à 100 générations toutes 
les colonies ont formées des survivants. En absence des gènes MOG1 (tlc1Δ cdc13Δ pcdc13-
1 mog1Δ) les trois colonies entrent en sénescences à 60 générations et forment des survivants 
au bout de 100 générations au maximum (Annexe 2, Figure S2-A).  
En présence du gène YMR018W (tlc1Δ cdc13Δ pcdc13-1 ymr018wΔ), le test de 
sénescence effectué sur plaque révèle que l’entrée en sénescences est retardée d’au moins 20 
générations. Deux des colonies entrent en sénescence vers 80 générations. À environ 100 
générations les trois colonies sont encore en crise et forment des survivants uniquement au 
bout de 120 générations, 20 générations plus tard que les souches contrôles (Annexe 2, 




La mesure du moment d’entrée en sénescences par striage sur plaque n’est pas une 
méthode précise. Afin d’évaluer précisément l’effet de chaque mutation sur la sénescence, 
nous avons entrepris une analyse en milieu liquide, et reporté les résultats sous forme de 
courbes de croissance en fonction du nombre de divisions comme indiqué dans la Figure 31-
A jusqu’à d. La mutation du gène TLC1 provoque une entrée de sénescence au bout d’environ 
60 générations comme attendu (Figure 31-A), alors que ni la mutation mog1Δ ni ymr018wΔ 
ne provoque une sénescence. L’introduction de la mutation du gène cdc13-1 en présence de 
la mutation tlc1Δ conduit à une accélération de l’entrée en sénescence telle qu’observée dans 
la Figure 31-B. Dans ce cas, la sénescence est observée au bout de 40 générations. 
L’introduction de la mutation mog1Δ ou la mutation ymr018wΔ n’a aucun effet sur la 
sénescence en présence de seulement la mutation tlc1Δ Figure 31-D. Cependant, 
l’introduction de la mutation ymr018wΔ dans la souche tlc1Δ cdc13-1 supprime 
complètement le phénotype de sénescence accélérée observée chez le mutant tlc1Δ cdc13-1 
Figure 31-C.  
Les résultats obtenus indiquent que la délétion d’un des deux gènes MOG1 ou 
YMR018W en présence de la mutation tlc1Δ n’affecte pas l’entrée de la sénescence. En 
présence des deux mutations tlc1Δ et cdc13-1, la mutation de ces gènes affecte de façon 
différente la sénescence. La mutation mog1Δ ne présente aucun effet sur l’entrée en 
sénescence en milieux liquide pour former des survivants, alors que la mutation ymr018WΔ 





Figure 31. Effets des mutations mog1Δ et ymr018WΔ sur la sénescence  
(A) Courbe contrôle de sénescence en milieu liquide des trois mutants tlc1Δ, 
mog1Δ et ymr018WΔ. Après microdissection (20 générations de croissance 
sur plaque) et identification des spores d’intérêt, ceux-ci sont mis en culture 
dans un milieu liquide jusqu’à saturation (25 générations). Cette culture est 




à la température appropriée. La concentration cellulaire est mesurée puis 
ajustée à 2x105 cellules/ml. Ce cycle est répété jusqu’à ce que les souches 
dépassent la phase de sénescence. La valeur du PD (Génération) est 
déterminée tel que décrit dans les matériels et méthodes. Le PD est ensuite 
reporté puis comparé pour trois expériences indépendantes. L’écart type est 
reporté et comparé entre les différentes souches tel que décrit 
précédemment. (B) La mutation cdc13-1 accélère la sénescence du mutant 
tlc1Δ. (C) La mutation du gène mog1Δ accélère l’entrée en sénescence du 
double mutant cdc13-1 tlc1Δ et la mutation ymr081wΔ supprime l’effet de 
la mutation cdc13-1 sur la sénescence. Les doubles tlc1Δ mog1Δ et tlc1Δ 
ymr018Δ disposent d’un profil de sénescence comparable au simple mutant 
tlc1Δ. (D) Ni la mutation mog1Δ ni la mutation ymr018wΔ n’affectent la 
sénescence en présence d’uniquement la mutation tlc1Δ. (E) Valeurs du PD 
et de l’écart type correspondant à chacune des souches étudiées en a, b, c et 
d.    
L’analyse du profil télomérique des différentes souches tlc1Δ cdc13Δ pcdc13-1 
(souche contrôle) d’une part et les deux souches testées tlc1Δ cdc13Δ pcdc13-1 mog1Δ et 
tlc1Δ cdc13Δ pcdc13-1 ymr018wΔ d’autre part, confirment les observations de la Figure 31-
C lors des différents passages en milieux liquides. En effet, nous avons récolté un aliquote 
des suspensions cellulaires obtenues après chaque passage en milieu liquide (voir matériel et 
méthodes et Figure 31) puis nous avons réalisé un Southern blot afin de confirmer le moment 
ou le profil télomérique de chacune de ces souches passe en mode survivant (rallongement 
des télomères par recombinaison homologue). La Figure 32 résume cette analyse.  
Pour la souche contrôle tlc1Δ cdc13Δ pcdc13-1, en absence de la télomérase les 
télomères raccourcissent jusqu'à atteindre une taille critique (du passage 0 à passage 2). Les 
cellules à ce moment entrent en sénescence ce qui conduit à un ralentissement de croissance. 
Une fois les cellules passées en mode survivant les cellules reprennent la division cellulaire 
et donc la croissance cellulaire. Au passage numéro trois (3) le profil télomérique des souches 
contrôle est typique a des souches survivantes de type II avec une amplification des 
répétitions télomériques (voire introduction). En absence du gène MOG1, le profil 
télomérique de ces souches est comparable a celui de la souche contrôle avec l’apparition 
d’un profil survivant au bout du 3e passage. Cependant, en absence du gène YMR018W, le 
profil télomérique caractéristique des survivants apparait au bout du 4e passage, ce qui 





Figure 32. Variation des profils télomérique chez les souches étudiées 
lors de la sénescence et après formation des survivants  
Les souches indiquées et analysées sont les suivantes : MSY145, MSY158, 
MSY149. Les souches MSY125 (wt) et MSY098 (yku80Δ) sont des souches 
contrôles internes respectivement des télomères sauvages ou des télomères 
courts, mais stables. Les souches triples mutantes indiquées sont analysées 
en milieu liquide pour déterminer le nombre de générations effectués pour 
entrer en sénescence tel que décrit dans matériel et méthodes. « 0 » indique 
le point de départ de l’expérience. « 3 » indique le troisième passage à la 3e 
journée. La souche cdc13Δ tlc1Δ + pcdc13-1 est la souche référence de 
l’expérience. L’introduction de la mutation mog1Δ ou la mutation ymr018w 





3.2.9 La délétion du gène YMR018W favorise l’adaptation 
Afin d’évaluer le rôle des gènes MOG1 et YMR018W sur l’adaptation, nous avons 
entrepris une analyse de la progression du cycle cellulaire chez les survivants de type II après 
24 h de déprotection des télomères. En effet, les souches utilisées (survivantes de type II) 
expriment l’allèle cdc13-1 à partir d’un plasmide. L’augmentation de la température à 28°C 
ou plus (conditions restrictives de croissance) conduit à une déprotection du télomère est une 
activation des points de contrôle du cycle cellulaire et conduit à la mort cellulaire (Garvik et 
al., 1995). La progression du cycle cellulaire est suivie sous microscopes après exposition 
aux températures restrictives. 200 cellules présentes en phase G1 sont sélectionnées puis 
déposées sur une plaque et ensuite incuber à 30°C (voire matériel et méthodes) (Mersaoui et 
al., 2015). Le nombre de cellules filles formées en fonction du temps est reporté sous forme 
d’un pourcentage dans la Figure 33. Chez la souche contrôle tlc1Δ cdc13Δ pcdc13-1, environ 
40 % des cellules déposées arrivent à former 3 ou 4 cellules au maximum (Figure 33-A). 
Cependant, plus de 50 % de ces cellules restent au stade 1 à 2 cellules. Chez ces survivants 
de type II, après 24 h, aucune microcolonie n’est observée. En absence du gène YMR018W, 
la progression du cycle cellulaire en condition restrictive est favorisée (Figure 33-B). Après 
24 h d’incubation on note que près de 70 % des cellules isolées ont formé des microcolonies 
(plus de 12 cellules). Alors qu’uniquement 15 % des cellules restent au stade 1 à 2 cellules. 
Par ailleurs, en présence de la mutation mog1Δ, les cellules restent majoritairement bloquées 
au stade 1 à 2 cellules (40 %) alors qu’uniquement 30 % forment des microcolonies. Le taux 
de formation de microcolonies chez le mutant ymr018wΔ est largement plus élevé que chez 





Figure 33. Effet de la délétion des gènes MOG1 ou YMR018W sur 
l’adaptation à la déprotection des télomères  
200 cellules en G1 isolées dont le génotype est indiqué en a, b et c, sont 
déposées sur plaque, exposées à des températures restrictives de 30 °C puis 
observées sous microscope après les temps indiqués. Après le temps indiqué 
(heures), le nombre de cellules présentes est alors reporté puis le 
pourcentage de cellules qui ont divisé ou non est calculé et reporté. Les 
observations sont divisées en six groupes comme indiqué dans la Figure 
selon le nombre de cellules. Si une cellule se divise et forme plus de 12 
cellules, celle-ci est alors considérée comme étant une microcolonie. 
3.2.10 Le gène MOG1 est indispensable à la survie en absence de la protéine 
Cdc13 
Afin d’évaluer davantage le rôle du gène MOG1 et YMR018W dans l’adaptation, nous 
avons testé la capacité des souches survivantes (tlc1Δ cdc13Δ pcdc13-1) contenant la 
mutation mog1Δ ou la mutation ymr018wΔ à former des souches adaptées en absence de la 
protéine mutante cdc13-1. Les souches sont striées progressivement à des températures 
croissantes successivement de 26, 30, 34 et 37 °C. Les différentes souches (tlc1Δ cdc13Δ 
pcdc13-1) (tlc1Δ cdc13Δ mog1Δ pcdc13-1) (tlc1Δ cdc13Δ ymr018wΔ pcdc13-1) présentent 
une capacité à former des colonies viables à toutes les températures mêmes à 37 °C (Figure 





Figure 34. Effet de la mutation mog1Δ et ymr018wΔ sur l’Adaptation  
Croissance sur plaque (YEPD) des différentes souches indiquées lors de 
l’adaptation à différentes températures 26 °C, 30 °C, 34 °C et 37 °C. C1 et 
C2 sont deux clones indépendants des souches indiquées. 
À température 37°C, la protéine cdc13-1 est toujours exprimée, mais est totalement 
inactivée. Afin d’éliminer l’expression de cette protéine dans les cellules, un dernier passage 
(striage) est effectué sur un milieu contenant la drogue FOA. La présence de cette drogue 
permet de sélectionner pour uniquement les cellules qui ont perdu le plasmide pcdc13-1-
URA3. La présence de cette drogue permet de rendre le gène URA3 toxique pour la cellule, 
ce qui conduit à la mort des cellules qui expriment ce gène. Les trois souches qui poussent à 
37°C sont striées sur ce milieu (Figure 35-A), aucune colonie n’a pu être générée en absence 




(tlc1Δ cdc13Δ ymr018wΔ pcdc13-1) nous avons été capables d’éliminer le plasmide qui 
exprime la protéine cdc13-1. L’absence du gène YMR018W n’affecte pas la capacité de ces 
souches à former des colonies viables (adaptées) en absence de la protéine télomérique 
cdc13-1.  
 
Figure 35. Le double mutant tlc1Δ mog1Δ ne tolère pas l’absence de 
Cdc13 et ne forme pas de cellules adaptées  
Panel du haut : une colonie obtenue à partir des plaques incubées à 37 °C 
dans la Figure 34-A, B et C respectivement. Les souches indiquées ont été 
striées sur des plaques contenant la drogue FOA pour éliminer le plasmide 
contenant le gène cdc13-1-URA3 (voir texte pour les détails). Panel du bas 
plusieurs colonies ont été striées en même temps. (Le nombre d’essais 
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Nuclear import limits chromosomal capping in yeast 
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Résumé   
La protéine Cdc13 est essentielle pour la réplication des télomères ainsi que le maintien 
de la stabilité génomique. Cdc13 fait partie du complexe protéique CST (Cdc13, Stn1 et 
Ten1) qui est hautement conservé depuis la levure jusqu’à l’Homme (hCtc1, hStn1 et hTen1). 
Précédemment, des études ont décrites des mutations dans la protéine hCtc1 qui affectent sa 
localisation cellulaire et qui sont responsable de l’établissement de maladies liées aux défauts 
de protection des télomères.  
Bien que Cdc13 ne soit pas un homologue direct de hCtc1, celle-ci présente des 
similarités structurales et fonctionnelles avec la protéine humaine. La protéine Cdc13 est 
composée de quatre domaines OB (oligosaccharide-oligonucléotide) et un domaine de 
recrutement de la télomérase. Dans ce chapitre, nos buts étaient d’étudier le rôle de la 
protéine Cdc13 dans la réparation et dans la résistance aux dommages à l’ADN chez les 
cellules adaptées. Pour ce faire, nous avons muté individuellement chacun des domaines de 




télomères dont les résultats sont abordés dans cette publication. Les résultats de cette étude 
ont révélé de nouvelles informations concernant les propriétés biochimiques de la protéine 
Cdc13. Tout d’abord, la protéine Cdc13 forme in vivo un homodimère de manière 
constitutive et ce, indépendamment de sa liaison à l’ADN. De façon intéressante, c’est par 
le domaine de liaison à l’ADN (OB3) que les deux protéines Cdc13 s’associent pour former 
le dimère. De plus, nos études en microscopies ont révélé que l’association de la protéine 
Cdc13 avec l’ADN permet sa rétention dans le compartiment nucléaire. D’autres analyses 
ont démontré que la délétion du domaine OB2 cause un défaut sévère dans la protection des 
télomères ce qui mène à la mort des cellules. Ce phénotype peut cependant être expliqué par 
une mauvaise localisation cellulaire du mutant OB2. L’introduction d’une séquence NLS 
(séquence d’adressage au noyau) supprime ce phénotype et permet de restaurer la viabilité 
des cellules.  
La mutation cdc13-1 est l’une des mutations les plus utilisées pour l’étude de la 
déprotection des télomères et pour l’étude des mécanismes d’activation des points de 
contrôle du cycle cellulaire. Néanmoins, l’effet de cette mutation demeure à ce jour 
inexpliqué. Nos résultats ont démontré que cette mutation amène un défaut d’import de la 
protéine cdc13-1 et donc à une diminution de sa concentration nucléaire. Ceci conduit à une 
perte de protection des télomères et à un arrêt du cycle cellulaire. De plus, nous avons 
découvert que la mutation du pore Msn5 affecte de manière significative le transport de la 
protéine Cdc13. Nos résultats expliquent pour la première fois l’effet de cette mutation 
ponctuelle sur la protéine Cdc13. Enfin, ces dernières découvertes pourraient être utilisées 
dans le développement de futures cibles thérapeutiques dans les maladies liées au 





Cdc13 is an essential protein involved in telomere maintenance and chromosome 
capping. It is composed of four distinct OB-fold domains and one recruitment domain. 
However, it remained unclear how these sub-domains function in the context of the whole 
protein in vivo. Here, we use individual single domain deletions to address their roles in 
telomere capping. Indeed, the OB2 domain contains a nuclear localization signal that is 
essential for nuclear import of Cdc13 and therefore is required for capping. The karyopherin 
Msn5 is important for nuclear localization, and retention of Cdc13 in the nucleus also 
requires its binding to telomeres. Moreover, Cdc13 homodimerization occurs even if the 
protein is not bound to DNA and is in the cytoplasm. Surprisingly, a core dimerization 
interface overlaps but is independent from the DNA binding domain. Hence, Cdc13 
abundance in the nucleus is tightly regulated by nucleo-cytoplasmic transport and nuclear 






Functional telomeres, the terminal parts of linear chromosomes, are essential for 
safeguarding the genome. Their structure and organization are highly conserved amongst 
eukaryotic species. For example, telomeric DNA consists of short, repeated G-rich sequences 
generally ending with an extended overhang of the 3’-end (Palm and de Lange, 2008; 
Wellinger and Zakian, 2012). A certain minimal number of the species specific repeat DNA 
is essential for telomere function as it is required for the binding of specialized telomeric 
proteins (Palm et de Lange, 2008; Schmutz et de Lange, 2016; Wellinger et Zakian, 2012b). 
The assembled functional telomeric complex protects ends from inappropriate resection, thus 
preventing DNA damage checkpoint activation and/or chromosome end to end fusions (Palm 
et de Lange, 2008; Wellinger et Zakian, 2012b). A second function of telomeres is that of 
counteracting the progressive losses of terminal DNA that occurs during each round of 
replication due to the end-replication problem (Wellinger, 2014). Indeed, short telomeres are 
elongated by a specialized and conserved reverse transcriptase called telomerase (Greider 
and Blackburn 1987; Wu et al., 2017).  
In budding yeast, both telomere elongation and the telomere capping function are 
orchestrated by a heterotrimeric complex composed of the essential proteins Cdc13, Stn1 
and Ten1, respectively (abbreviated as CST; Garvik et al., 1995; Grandin et al., 1997, 2001; 
Wellinger and Zakian, 2012). CST complexes with similar functions exist in plants, fission 
yeast and mammals where they are associated with limiting telomerase-mediated telomere 
lengthening, lagging strand synthesis on telomeres and rescuing a stressed replication fork 
during replication of difficult sequences (Chastain et al., 2016; Chen et al., 2013; Lee et al., 
2016; Miyake et al., 2009; Surovtseva et al., 2009; Takikawa et al., 2016; Wellinger, 2009). 
There may be an analogous complex in the fruit fly (Cicconi et al., 2016; Zhang et al., 2016), 
pointing to deeply rooted conserved features of chromosome capping mechanisms. In 
humans, mutations in either hCTC1 or hSTN1 have been shown to cause the Coats Plus 
syndrome, characterized by telomere dysfunctions not necessarily associated with short 
telomeres (Chen et al., 2013; Simon et al., 2016).  
Molecular modeling and direct structure function experiments on the budding yeast 




et al., 2007; Rice et Skordalakes, 2016; Sun et al., 2011). Within CST, Cdc13 is thought to 
be the major hub for the various CST functions and it in particular determines DNA binding 
activity in vitro and in vivo (Hughes, 2000; Lin et Zakian, 1996; Mitton-Fry et al., 2002; 
Nugent et al., 1996). Loss of Cdc13 elicits a Rad9-dependent cell cycle arrest (Garvik, 
Carson, and Hartwell 1995) and particularly the temperature-sensitive cdc13-1ts allele has 
been used extensively to study general DNA damage checkpoint function and cell cycle 
arrest mechanisms. However, the molecular details of why in cdc13-1 cells incubated at 
restrictive temperatures the telomeres appear completely uncapped remains enigmatic.  
High-resolution structural studies of individual fragments revealed that Cdc13 is 
composed of four distinct Oligosaccharide/oligonucleotide Binding (OB)-fold domains 
named OB1, OB2, OB3 (the DNA Binding Domain) and OB4, in addition to a recruitment 
domain (RD) that is in between OB1 and OB2 (Figure 1A). The N-terminal OB1 is proposed 
to mediate Cdc13 homodimerization (Sun et al., 2011). However, preventing this 
dimerization has little effect on capping and only slightly affects telomere homeostasis 
(Mason et al., 2013; Sun et al., 2011). A portion of Cdc13-OB1 also serves to anchor DNA 
Polymerase α-primase to the telomere to achieve C-strand synthesis (Hsu et al., 2004; 
Mitchell et al., 2010; Qi et Zakian, 2000; Sun et al., 2011). The RD domain just downstream 
of OB1 interacts with the telomerase subunit Est1, thereby recruiting telomerase to telomeres 
(Chandra et al., 2001; Nugent et al., 1996). Mutations that prevent this Cdc13 - Est1 
interaction will cause a loss of telomeric repeats and eventually a prolonged cell cycle arrest 
and lethality, the same phenotypes observed in cells that lack telomerase altogether (Lendvay 
et al., 1996; Nugent et al., 1996; Pennock et al., 2001; Singer et Gottschling, 1994) 
Partially overlapping with this Est1 binding in the Cdc13-RD is an association site for 
Stn1, which will limit telomerase mediated G-strand extension (Chandra et al., 2001; Wang 
et al., 2000). The OB2 domain, downstream of the RD has been suggested to be required for 
CST assembly and involved in productive telomere capping (Mason et al., 2013). Of note, 
the point mutation in the cdc13-1 allele leading to the P371S amino acid change is in OB2 
and cell harbouring this allele display a very strong temperature-sensitive (ts) growth arrest 
phenotype at temperatures > 26°C (Garvik et al., 1995). Next, the OB3 is the DNA binding 




the G-rich 3’ overhang on telomeres (Hughes, 2000). DNA binding requires about 10-12 
nucleotides and it is thought that this DNA association tethers all Cdc13, and by extension, 
all CST functions to telomeres (Chandra et al., 2001; Hughes, 2000; Lin et Zakian, 1996; 
Mitton-Fry et al., 2002, 2004). Recent results show that the DNA binding characteristics of 
Cdc13 are fully determined by the OB3(DBD) alone and dimerization does not impinge on 
that activity (Lewis et al., 2013). Finally, the available evidence suggests that Stn1 also 
interacts with the C-terminal OB4 (Hang et al., 2011; Pennock et al., 2001). However, a 
deletion of this domain is tolerated in vivo and hence appears not essential for recruitment of 
Stn1 to telomeres (Chandra et al., 2001).  
Analyses of isolated domains cannot fully address the functions of them in the context 
of the full length protein. Therefore, in particular the roles of the essential OB2 domain and 
the way Cdc13 potentially forms dimers remain elusive. In this study, we take advantage of 
cdc13-independent strains (Larrivée et Wellinger, 2006; Mersaoui et al., 2015) to analyse 
and characterize, in vivo, deletions of specific domains of Cdc13. The results show that in 
the absence of OB2, the Cdc13 protein is almost completely lost from the nucleus and 
localizes to the cytoplasm. Surprisingly, the same phenotype is observed in cells with the 
cdc13-1 allele. Introducing an exogenous NLS sequence into Cdc13 without OB2 restores 
the nuclear localization of the mutated protein, suppresses the growth arrest phenotype of 
cdc13-1 cells at restrictive temperature and ensures functional telomere capping and cell 
viability on its own. In addition, nuclear retention of the Cdc13 protein also requires its 
ability to interact with DNA. Our data further strongly argue that inside cells, Cdc13 occurs 
as a constitutive dimer, even if not bound to DNA. Thus, neither the cdc13-1 mutation, OB2 
deletion, nor the loss of telomeric DNA interaction affect homodimer formation in vivo. 
Surprisingly, dimerization is lost when the DNA binding domain (OB3) is deleted from 
Cdc13, strongly suggesting that dimerization is determined by OB3. Our results therefore 
for the first time explain an extensive literature on the phenotypes brought about the cdc13-
1 mutation. In addition, we note that for the human CTC1 protein, which is part of hCST, 
cytoplasmic mislocalization is a feature of a number of mutations that are associated with 





4.2 Matérial and methods 
4.2.1 Plasmids and yeast strains  
All plasmids are listed Table S3, and are derived from the original pVL438 plasmid 
that contains a genomic fragment and was provided by the Lundblad Lab (Chandra et al., 
2001). The XbaI and KpnI fragment (5327 nucleotides) encoding the Cdc13 protein was 
recloned in a pRS316 plasmid. The Cdc13 coding sequence was then tagged with 13 repeats 
of Myc coding sequence (Longtine et al., 1998), amplified by the p45 and p46 primers on 
DNA extracted from a Cdc13-Myc tagged genomic copy in strain MVY11. The PCR product 
was digested with both SacII and KpnI and cloned into the pVL438 vector prepared with the 
same digestion. The resulting plasmid pMS120-2 was sequenced and subjected to functional 
complementation analysis tests. All mutations described in this study (Table S3) were 
obtained by PCR mutagenesis. The primers (p) used are described in Table S4, and the 
corresponding domain mutations, positions and lengths are presented in Tables S1 and S2. 
All strains used in this study are listed in the Table S5. 
4.2.2 Southern blot and In-Gel Hybridization Analysis 
For Southern blots, cells were grown to saturation in appropriate 5mL liquid cultures 
and DNA was extracted. For native in-gel analysis, strains were cultured in 50mL at the 
indicated temperature with the indicated carbon source until mid-log phase, cultures were 
split in two, one was maintained in the same condition as a control and the second half was 
treated as indicated in each experiment (carbon source, temperature and time of incubation). 
Total yeast genomic DNA was isolated using a modified glass bead procedure (Wellinger et 
al., 1993). Southern blot and in-gel hybridizations were done using, respectively 750ng and 
1.5µg of XhoI digested DNA. For Southern analysis, DNA was denatured before being 
transferred to a nylon membrane and then hybridized using a telomeric probe. In-gel non-
denaturing hybridization was done using a CA oligonucleotide probe as described (Dionne 
et Wellinger, 1996). To control for DNA loading, gels were denatured and re-probed with 
the CA oligonucleotide or transferred to a nylon membrane as in a Southern blot and probed 
with a telomeric probe. For in-gel quantification, the total signal for each lane in non 
denaturing conditions was first normalized to the signal obtained with denatured DNA for 




4.2.3 SDS PAGE and Western blot analysis  
Protein extracts were prepared using a modified trichloroacetic acid method. Proteins 
were separated by 6% SDS–PAGE for Cdc13-Myc blots and 10% for Rad53 blots,  as 
described in (Mersaoui et al., 2015). Western blotting was performed using a mouse 
monoclonal anti-Myc antibody (Roche 11667149001, 1:500 dilution), a commercial Rabbit 
polyclonal anti-Rad53p antibody (Abcam, N° ab 104232, 1:500 dilution), a commercial 
mouse anti-PolII antibody (Covance #MMS-126R-200, 1:500 dilution), or a commercial Rat 
anti-HA antibody (Roche 11867423001, 1:500 dilution). Signals were revealed using 
horseradish peroxidase-conjugated anti-rabbit, anti-mouse or anti-rat antibodies with the 
enhanced chemiluminescence (ECL) detection kit (GE-Healthcare). 
4.2.4 Chromatin Immuno-Precipitation (ChIP) Analysis 
ChIP was performed with a modified protocol as derived from (Taggart et al., 2002; 
Fisher et al., 2004). Indicated strains were grown on appropriate media until reaching 107 
cells/mL. Cells were cross-linked with 1% formaldehyde for 5 min on agitation. The cross-
linking reaction was then stopped by 125mM of glycine for another 5 min. Harvested cells 
were washed with ice-cold HSB solution and resuspended in ChIP-Lysis buffer containing 
PMSF at a concentration equivalent to 2x108 cells/mL. Cells were immediately frozen by 
dropping them into liquid nitrogen to form popcorn. Cell lysis was done in liquid nitrogen 
using a freezer mill method (1x2’ pre-cooling, 4 cycles of: 2’ of 15 pulses/sec + 2’ cooling). 
After melting, 750µL of multiple aliquots, supplemented with 105µL of protease inhibitor 
cocktail, were subjected to sonication aiming for fragments of 0.2 to 1kb using a Misonix 
sonicator (10 cycles at 80%; 20’’ ON and 40’’OFF). For 1ml soluble extract, 2µg of mouse 
monoclonal anti-Myc antibody (Roche 11667149001, 1:500 dilution) was used and 
incubated for 2h at 4°C. Input samples were taken at this step. 25µL of equilibrated magnetic 
beads (PierceTM Protein A/G Magnetic Beads #88802) were added for 2h for Chromatin 
immuno-precipitation. ChIP-beads were subject to different 5min wash steps with: SDS-
Buffer, Hi-Salt-Buffer, T/L-Buffer, and T/E-Buffer (described in table S6). 
Immunuprecipitates (IPs) were than eluted with 200µL as indicated in the manufacturer’s 
protocol. After overnight crosslink reversal at 65°C, samples were subjected to RNase 




incubation, followed by a phenol/chloroform and chloroform extraction. The DNA was then 
purified by Qiagen PCR kit purification. Immunopricipitated and Input DNA were analysed 
with qPCR quantification using Y’ and CLN2 primers (described in Table S3), and analyzed 
by the ΔΔCt method.  
4.2.5 Immunofluorescence and microscopy  
Immunofluorescence were prepared as previously described (Bajon et al., 2015). 
Exponentially growing cells (OD=0.5) were fixed with 5% formaldehyde in buffer A and 
harvested. Cells were resuspended in 1ml of buffer B for wall digestion for 20min with 50 
U of Lyticase (see below for buffers used). After several gentle washes, cells were 
resuspended in 500µL of Buffer B. 50µl of suspension was dropped on pre-polylysined 
immunofluorescence 10 well glass slides until cells stuck on the slides. Slides were then 
washed with buffer B, fixed with cold methanol, acetone and completely air dried. Cells were 
treated with PBS solution containing BSA (1mg/mL) first and then supplemented with a mix 
of primary Rabbit anti-Myc antibody (cell signaling dilution 1/200) and Rat anti-tubulin 
antibody (Sigma clone YOL1/34; 1/200) for 2 hours, or Mouse PGK antibody 
(ThermoFisher scientific #459250 monoclonal antibody, 1/200). Secondary antibodies used 
were anti-Rabbit (or anti-mouse) and anti-Rat Alexa conjugated to fluorophore. The two 
antibodies were mixed in the presence of PBS and BSA (1mg/mL) for 2 hours. After several 
washes, DNA was stained with DAPI (2µg/mL) in PBS for 3 minutes. Slides were then 
washed and mounted with cover-slips with mounting medium. 
Pictures were acquired with a Zeiss mRm Axiocam mounted on an axio observer Z1 
inverse microscope using Zen 2012 software. Zeiss Colibri LEDs 365nm (DAPI). X-Cite 
Arc lampes (Cy3 and Cy5) were used in combination with filter 62 HE for DAPI (DNA) 43 
HE for orange (Tubuline or PGK) and 77 HE for Red (Myc) and DIC visualized cells. 
Acquisition of z stacks spanning 2.2 mm with steps of 200 nm. For Analysis, all the pictures 
were analyzed by the same time of exposition. All shown images were equally modified in 
each channel. Localization and co-localization were manually counted and reported. All 





4.2.6 Co-immunoprecipitation assay (CoIP)  
Immunoprecipitations were prepared as previously described (Bajon et al., 2015), with 
slight modifications. 250ml of cell cultures at OD660nm 0.5 in appropriate medium were 
harvested and washed once with cold water, twice with TMG buffer (10mM Tris-Cl pH 8.0, 
1mM MgCl2, 10% glycerol), and then resuspended  in 1:1 (v/v) in TMG-Lysis buffer (TMG 
supplemented with 200mM NaCl, 0.2% Triton X100, 0.2% NP4, 100mM DTT) supplied 
with a cocktail of protease inhibitors (complete Mini, Roche) and PMSF 0.5mM. “Popcorn” 
were made from frozen droplets of suspension solution in liquid nitrogen and then ground in 
a Freezer/Mill 6850. The powder was thawed on ice and centrifuged for 10 min at 12000 g 
at 4°C. During the same day, protein concentrations were determined for all samples by 
Bradford reactions and co-IP experiments were done using 5mg of cell extract adjusted to 
1.1ml of total volume. 100µl was removed for the Input control (IN). For the IP Myc 
experiment, the 1ml extract is supplemented with 20µg of mouse anti-Myc (Roche 
11667149001) and incubated for 2 hours at 4°C, then the equivalent of 30µl of magnetic 
bead suspension (PierceTM Protein A/G #88802) was added to the extract and the incubation 
continued for another 2 hours at 4°C. For the IP HA experiment, 30µl of a magnetic bead 
suspension coated with anti-HA antibodies were added to the total 1ml extract and the mix 
was incubated for 2 hours at 4°C. Beads were then removed and washed twice 5min each 
with TMG Lysis buffer on rotator at 4°C. An aliquot of 100µl was removed from flow 
through (FT). The beads were then incubated as indicated with DNase I (Roche 
#4716728001) in 300µl of TMG-Lyse containing DNase I buffer supplemented with bivalent 
metal. Incubation was on a rotator at 37°C for 1 hour. Beads were then washed twice with 
TMG-Lysis buffer and resuspended in 100µl Laemmli buffer. Both IN and FT were also 
supplemented with 100µl of Laemmeli buffer with β-mercaptoethanol. All samples were 
heated for 5 min at 100°C and processed for western-blot analysis. All wells are loaded 1% 






4.3.1 Cdc13 OB2 and OB3 are essential for viability, while the RD and OB4 
are essential for telomere length control. 
In order to better understand the role of each domain in Cdc13, we generated a Myc 
tagged version expressed from a replicative plasmid and in which each domain was deleted 
individually. The amino acid (a.a.) boundaries of the domain deletions are described in 
Figure 1A and Tables S1 and S2. Deleting the N-terminal OB1 caused a dramatic 
destabilization of the protein (Figure 1C and Figure S2B) and will not be discussed further. 
The remaining four alleles were first tested for their ability to complement a cdc13Δ allele 
in haploid spores. 
 
Figure 1. Cdc13 domain deletions and their effects on viability and 
telomere length  
(A) Proposed domain map of the Cdc13-Myc protein and deletions used in 
this study. OB1, OB2, OB3 (DBD) and OB4 are described as OB 
(Oligonucleotide-oligosaccharide Binding)-fold domains, RD is the 
telomerase Recruitment Domain and DBD is the DNA Binding Domain. (B) 
Viability test of a cdc13-1 strain transformed with plasmids expressing the 




no CDC13 allele on plasmid. (C) Western blot showing protein expression 
of the Cdc13-Myc protein variants as in (B). RNA PolII is the loading 
control. (D) Southern blot assessing telomere lengths in cdc13-1 cells 
expressing the indicated alleles. Below the gel, for each expressed allele, 
lanes 1: cells grown at 23°C. Lanes 2: cells grown at 30°C for 30 
generations. Lanes 3: 30°C for 130 generations. Ob2∆ and ob3∆ alleles did 
not grow at 30°C (see B); hence no lanes 2 and 3. Y’-TRF indicates the 
diagnostic smear of telomeric bands which for a wt is around 1.3 kb (see 
lanes on the left).  
In line with previous results, two of the four new CDC13 alleles, cdc13-rdΔ and cdc13-
ob4Δ, are not immediately essential for Cdc13-function (Figure S1A). After further 
outgrowth, cultures of cells containing the cdc13-rdΔ allele displayed classical signs of 
senescence, similar in phenotype of tlc1Δ cells lacking telomerase altogether (Figure S1B). 
Moreover, both cdc13-rdΔ and cdc13-ob4Δ complemented the temperature defect of the 
cdc13-1 strain at all temperatures tested (Figure 1B and Figure S1C). In contrast, the cdc13-
ob2Δ and cdc13-ob3Δ alleles could not complement an absence of Cdc13 and therefore, the 
two OB2 and OB3 domains are essential for Cdc13 function and cell viability (Figure S1A). 
Transforming Cdc13-ob2Δ or Cdc13-ob3Δ separately into a strain that contains the 
hypomorphic cdc13-1 allele also did not suppress the thermosensitivity of this strain (Figure 
1B). This lack of complementation is not due to protein expression levels: Western blot 
analysis on total protein extracts showed that the expression level of the mutant proteins is 
comparable to the wildtype (Figure 1C). Southern blot analysis of telomeric restriction 
fragments using DNA derived from viable haploid spores grown for up to 120 generations 
confirmed that tagged wild type Cdc13-Myc expressed from a plasmid supported telomere 
maintenance at normal length (Figure S1D). Moreover, after a phase of poor cell growth 
(senescence) cells expressing the Cdc13-rdΔ mutant protein displayed a profile of telomeric 
restriction fragments that is typical for so-called survivor cells, i.e. cells that maintain their 
telomeric repeat DNA in a telomerase independent fashion (Figure S1D). Cells expressing 
the Cdc13-ob4Δ mutant protein do not senesce and their telomeric restriction fragments were 
significantly longer than wt (Figure S1D). An analogous experiment was also performed with 





After 120 generations, cells with the Cdc13-rdΔ protein expressed in cdc13-1-cells 
contained extremely short telomeres (Figure 1D). At 30oC, the senescence phenotype and 
survivor formation was significantly delayed beyond 200 generations. These results indicate 
that the cdc13-1 allele can partially trans-complement an allele that lacks the recruitment 
domain (cdc13-rdΔ), even if cells are grown at restrictive temperature. In the absence of 
telomerase, survivor cells show at least two distinct phenotypes in terms telomeric restriction 
fragments: type I cells display an amplification of telomere associated sequences and very 
short terminal repeat tracts, whereas type II cells display many bands of highly variable 
distinct sizes (for this latter, see Figures S1D and S2C, lane 1) (Wellinger & Zakian 2012; 
Teng & V. A. Zakian 1999).  
In Cdc13-independent cells, also called adapted cdc13Δ cells, that were derived from 
type-II survivors (Figure S2A; Larrivée and Wellinger, 2006), the signals for telomeric 
restriction fragments are extremely smeary and almost lacking distinct bands (see example 
in Figure S2C, lane 2). However, this phenotype reverts to the survivor pattern after 
reintroduction of a wt Cdc13 protein (Figure S2C, lane 3; Larrivée and Wellinger, 2006). 
The Cdc13-rdΔ and Cdc13-ob4Δ proteins were sufficient to also revert this phenotype back 
to distinct bands (Figure S2C, lanes 4, 7). However, introduction of the Cdc13-ob2Δ or 
Cdc13-ob3Δ proteins did not yield such a phenotype reversion, suggesting that these alleles 
caused a total loss of all functions (see lanes 5 and 6, Figure S2C). As previously observed 
with the cdc13-2 allele that is located in the RD domain, the results with the Cdc13-rdΔ 
protein confirm that this domain does not contribute to the capping function (Nugent et al., 
1996), and by extension this also applies to the OB4 domain. Given that DNA binding is 
thought to be required for all functions of Cdc13, the deletion of OB3 (DBD) was expected 
to yield the complete loss of function phenotypes observed here. However, the fact that OB2 
was equally essential was unexpected.  
4.3.2 Both OB2 and OB3 are required for DNA binding in vivo.  
To better understand the role of the OB2 domain, we analyzed the functionality of the 
Cdc13-ob2Δ protein in telomere capping in more detail. One of the hallmarks of loss of 
Cdc13-mediated capping is extensive 5’-strand resection from the telomeres that can be 




analyses here, cdc13-1 cells also expressing the indicated domain-deleted alleles were 
incubated at permissive temperature (- in Figure 2A) or shifted to 30°C, the restrictive 
temperature for cdc13-1, for 2h (+ in Figure 2A). Without any plasmid encoded version of 
Cdc13, 5’ resection and the accumulating ssDNA is readily detectable (Figure 2A, compare 
lane 4 to lane 2). The Cdc13-rdΔ and Cdc13-ob4Δ can fully complement this capping defect, 
as no increase in ssDNA signal is detectable as if a  wt  Cdc13 was expressed (Figure 2A, 
lanes 4, 6 and 12). However, on DNA derived from cells expressing the Cdc13-ob2Δ and 
Cdc13-ob3Δ proteins, a strong capping defect is detected (Figure 2A, lanes 8 and 10). This 
ssDNA accumulation results in Rad53 hyperphosphorylation which is indicative of an 





Figure 2. Cdc13-ob2∆ and Cdc13-ob3∆ proteins lack DNA interaction 
and cause a loss of capping.  
(A) Native in-gel hybridization of DNA derived the cdc13-1 strain 
expressing indicated alleles of CDC13 incubated at permissive and 
restrictive conditions for 2 hrs. (-) growth at 23°C ; (+) growth at 30°C. 
ssDNA is a single stranded control DNA. Bottom panel : same gel re-
hybridized after denaturation to control for DNA loading. Panel to the right 




hyper phosphorylation status of Rad53 in each strain as indicated in (A) ; (-
) growth at 23°C ; (+) incubated at 30°C for 5 hrs. RNA PolII is the loading 
control. (C) Upper panel : Native In-gel hybridization of an adapted cdc13Δ 
strain expressing the indicated mutated Cdc13 proteins. Middle panel : EtBr 
stain as loading control. Lower panel : relative quantification ssDNA as in 
(A) (* p˂0.05, and ** p˂0.01 obtained by t-test for A and C). (D) ChIP of 
indicated Myc-tagged Cdc13 proteins expressed in the adapted cdc13Δ 
strain. Relative quantification as % of input for the indicated strains. Black 
boxes : values for telomeric sequence enrichment ; Gray box: values for an 
unrelated locus (CLN2) as negative control. (-) indicates untagged version 
of Cdc13. (E) Western blot of IP Cdc13-Myc variants in used in (D). * non-
specific signal. 
In order to address the possibility of a partial trans-complementation that could 
interfere with interpretations, the above experiment was performed in two additional ways. 
In the first, the endogenous Cdc13 is induced to be degraded via the degron system and 
therefore removed (Vodenicharov et al., 2010). Consistent with the results with the situation 
with the cdc13-1 allele above, expressing the Wt protein or the Cdc13-rdΔ or Cdc13-ob4Δ 
proteins fully protected the telomeres from resection (Figure S3B). In contrast, expression 
of Cdc13-ob2Δ or Cdc13-ob3Δ revealed a strong capping defect and checkpoint activation 
after 3 hrs of degron induction (Figure S3B, C, D).  
In the second situation, we performed the same analyses in an adapted cdc13Δ strain 
(Figure S2A). Again as above, the Cdc13-rdΔ and the Cdc13-ob4Δ conserved the capping 
capacity and virtually no ssDNA accumulation was detected (Figure 2C), while the Cdc13-
ob2Δ and Cdc13-ob3Δ expressing cells show a strong capping defect (Figure 2C). Hence, in 
all situations tested, cells expressing the Cdc13-ob2Δ protein behave like those expressing 
the Cdc13-ob3Δ, which cannot bind DNA. Therefore we assessed whether the Cdc13-ob2Δ 
can be associated with DNA in vivo by ChIP assays using cells that expressed the generated 
alleles in either adapted cdc13Δ or in cdc13-1 strains. As expected from previous data, both 
the Cdc13-rdΔ and Cdc13-ob4Δ proteins still bind DNA in vivo (Hughes, 2000; Nugent et 
al., 1996). In contrast, the Cdc13-ob2Δ protein behaved indistinguishably from the Cdc13-
ob3Δ protein, suggesting that it does not associate with ssDNA in vivo (Figure 2D and Figure 
S3E). Western blots after IP immunoprecipitation confirmed that the mutated proteins could 
be enriched equally with the anti-myc antibody (Figure 2E). In conclusion, the Cdc13-ob2Δ 




complete OB3 domain that was thought to be sufficient for all DNA binding activity of 
Cdc13 (Lewis et al., 2013) and that the OB2 did not associate with DNA in vitro (Hughes, 
2000; Mason et al., 2013). 
4.3.3 The OB2 domain is required for nuclear localization of Cdc13.  
The above results hence suggested either a general misfolding with complete loss of 
function for the Cdc13-ob2Δ protein or a mislocalisation. In order to assess the latter 
hypothesis, we used the adapted cdc13Δ strains that grow even in the complete absence of 
Cdc13 (Figure S2A) and in which we localized tagged mutated proteins by immuno-
fluorescence. When these cells express the wild type Cdc13-Myc protein, telomeres are 
capped (Figure 2C) and anti-myc staining revealed discrete staining almost exclusively in 
the nucleus, as expected (Figure 3A, second row). Quantification of signal intensities for 
Cdc13-Myc (red) vs DNA (blue) showed that more than 75% of the signal co-localized 
(Figure 3A, right). The Cdc13-rdΔ and Cdc13-ob4Δ proteins were also found to localize to 
the nucleus (Figure 3A), in line with the functional capping data above. In contrast, the 
Cdc13-ob2Δ and Cdc13-ob3Δ proteins showed differing and distinct phenotypes. The 
Cdc13-ob3Δ protein displayed a non-specific localization pattern: it is found equally 
abundant in the cytoplasm and nucleus (Figure 3A). Remarkably, the Cdc13-ob2Δ protein 
appears excluded from the nucleus and localized almost exclusively to the cytoplasm (Figure 
3A). This cytoplasmic localization suggested that the OB2 domain determines nuclear 
localization via import and/or the introduced mutations induced an export via a normally 
hidden nuclear export signal. Computational analyses of the Cdc13 protein actually predict 
a bipartite nuclear localization signal (NLS) with reasonable confidence (Figure 3B). In fact, 
this predicted NLS localizes on the N-terminal side of OB2 (a.a. 325 to 350). Indeed, while 
deleting a.a. 289-328 is well tolerated and results in a functional protein (Figure S4), deleting 
a.a. 329-368 results in a complete loss of function (Figure S4). We next argued that if OB2 
determined nuclear import of Cdc13, introduction of a strong exogenous nuclear localization 
signal into the Cdc13-ob2Δ protein should restore at least some functionality. Indeed, when 
we introduced the SV40 NLS between the RD domain and the OB3 of the Cdc13-ob2Δ, a 






Figure 3. Cdc13-ob2Δ mislocalizes to the cytoplasm  
(A) Immunofluorescence using adapted cdc13Δ cells expressing the 
indicated Myc-tagged Cdc13 proteins.  Blue: DAPI coloration, nuclear 
DNA; Red: Myc-tagged protein. Stippled White square: zoom-in. Graphics 
on the right represents the distribution of Cdc13-Myc protein in cells 
(Nucleus, Cytoplasm, N+C= localization in both nucleus and cytoplasm; (n) 
total number of cells analyzed. Error bars represent ± SEM. (B) Graphic 
outline of the predicted cNLS localization in the Cdc13 protein. Yellow 





Figure 4. Phenotype reversions after adding an NLS to Cdc13-ob2Δ 
(A) Immunofluorescence of Myc-tagged Cdc13-ob2Δ-NLS and Cdc13-
ob3Δ-NLS proteins in the adapted cdc13Δ strain as in Figure 3A. (B) 
omplementation of growth in the cdc13-1 at 30°C. The Cdc13-ob2Δ-nlsm 
protein harbours a mutated non-functional NLS. (C) In-gel hybridization 
analysis of telomeric DNA from the indicated strains. (D) Western blot for 
Rad53 phosphorylation in proteins derived from strains as in (C) grown at 
23°C or 30°C as indicated. (E) Expression of the Cdc13-ob2Δ-NLS protein 
from a 2µ plasmid yields viable cells. (F) Telomere southern blot analysis 
of cells derived from panel (E). Lanes 1: 30 generations with a wt 
complementing plasmid, lanes 2: 30 generations with the indicated alleles; 




As a control, we also added an NLS sequence in place of the OB3 between the OB2 
and the OB4 and obtained a similar result (Figure 4A). Western blots confirmed that these 
proteins were expressed normally, even if the Cdc13-ob2Δ-NLS protein appears slightly less 
abundant (Figure S5A). Nevertheless, the rescued localization of the Cdc13-ob2Δ-NLS 
protein to the nucleus is sufficient to allow cdc13-1 cells to grow at 30oC (Figure 4B) and 
prevent the generation of ssDNA by 5’-end resection (Figure 4C). Expression of this protein 
also abrogates Rad53 phosphorylation after incubation at 30oC (Figure 4D), but Rad53 still 
can be induced by incubation of the same strain with the radiomimetic Bleomycin, which 
induces DNA damage in a locus non-specific fashion (Figure S5C). Consistent with these 
results obtained with cdc13-1 cells, the telomere capping function was also restored in the 
adapted cdc13Δ cells (Figure S5B). These rescue phenotypes can be ascribed specifically to 
the introduced NLS signal peptide, because if this peptide contains an abrogating mutation 
(nlsm), all the complementing phenotypes were lost (Figure 4B and S5B). When the Cdc13-
ob2Δ-NLS protein is expressed from a multicopy plasmid as the sole allele expressed, it 
actually allows cell growth (Figure 4E). Finally, telomeres in cdc13-1 cells grown at 30oC 
and harbouring this Cdc13-ob2Δ-NLS multicopy plasmid had lengthened significantly 
beyond wt (Figure 4F). These findings strongly suggest that the N-terminal part of the OB2 
domain is involved in nuclear import of the Cdc13 protein. In contrast to the results with the 
Cdc13-ob2Δ-NLS protein, the Cdc13-ob3Δ-NLS protein could not rescue the capping defect 
in adapted cdc13Δ cells (Figure S5B), even though it was expressed at a level similar to  wt  
(Figure S5A) and properly localized to the nucleus (Figure 4A). These data corroborate the 
fact that the OB3 is required for DNA binding and hence all functions of Cdc13. Given these 
dramatic mis-localization findings with the Cdc13-ob2Δ protein, we wondered whether a 
similar effect could explain the phenotypes of the Cdc13-1 protein as well. The a.a. change 
in this mutation is also in OB2 and we thus performed immuno-fluorescence studies with a 
Myc-tagged Cdc13-1 at different incubation temperatures (Figure 5). While the nuclear 
localization of the  wt  Cdc13 is not affected by temperature, there is a stark difference in the 






Figure 5. The cdc13-1 mutation causes mislocalization.  
(A) Immunofluorescence on strains expressing the Cdc13-Myc, Cdc13-1-
Myc or the Cdc13-ob2Δ-c-Myc protein. The cdc13-ob2Δ-c lacks a.a. 369-
408 (see Figure S4A). Analyses are as in Figure 3. Temperatures of 
experiments are indicated on the right. (n) Total number of cells analyzed. 




signal obtained with the anti-Myc antibody in the indicated strains and 
conditions. Untagged proteins are set as 1. Calculated Mean value is 
indicated on the top of each bar and error bars represent ± SEM. Indicated 
P-values (p) are provided by t-test between the two defined conditions. (C) 
Western blot for Rad53 phosphorylation of indicated strains as in panel (A). 
The predominantly nuclear staining of the Cdc13-1-Myc protein at 23oC is by and large 
lost for a very diffuse cytoplasmic staining at 35oC. This final phenotype is comparable to 
that displayed by the Cdc13-ob2Δ protein (see Figure 3A). Cells expressing the Cdc13-1-
Myc protein and which are incubated at the restrictive temperature do induce Rad53 
phosphorylation (Figure 5C) and arrest with a G2/M morphology, as expected. However, as 
mentioned above, adapted cdc13Δ cells expressing the Cdc13-ob2Δ protein do grow and the 
protein appears always in the cytoplasm, irrespective of the specific cell cycle phase of the 
analyzed cell (Figure 3A).  
A previous screen for phenotype modifiers for the temperature sensitive growth of 
cdc13-1 cells suggested that the karyopherin beta Msn5 was required in this pathway 
(Addinall et al., 2011). Given our results, we examined the localization of Cdc13-1 in msn5Δ 
cells at 23°C. As mentioned above, the cytoplasmic localization of Myc-tagged Cdc13-1 at 
this temperature is subtle, but noticeable, in MSN5wt cells. This phenotype becomes very 
much aggravated in msn5Δ cells, even at 23°C (Figure 6). Remarkably, in msn5Δ cells a 
certain level of cytoplasmic localization can be detected even for the  wt  Cdc13 protein 
(Figure 6, 2nd row), suggesting that Msn5 does indeed play a role in the proper localization 
of Cdc13. 
4.3.4 The OB3 (DBD) domain is critical for Cdc13 dimerization.  
Previous results obtained with an isolated OB2 domain protein suggested a role in 
Cdc13 dimerization which may inhibit Cdc13-Stn1 interactions (Mason et al., 2013). In 
order to analyse the effect of an OB2 deletion on potential dimerization in the context of the 
complete Cdc13 protein, we performed in vivo co-immunoprecipitation experiments in a 
haploid strain that expressed two tagged versions of Cdc13 (13xMyc or 3xHA). When both 
Cdc13 proteins were wild-type versions, they were expressed at about equal levels (Figure 





Figure 6. Loss of nuclear signal for Cdc13 in msn5Δ cells 
(A) Subcellular localization of Myc-tagged  wt  Cdc13 or Cdc13-1 was 
assessed in MSN5 or msn5Δ cells as indicated. All experiments were 
performed at 23°C and analyzed as above. (B) Quantification of the nuclear 
vs. cytoplasmic signal obtained with the anti-Myc antibody in the indicated 
strains and conditions as in (A). Untagged proteins are set as 1. Calculated 
Mean value is indicated on the top of each bar and error bars represent ± 






Figure 7. Co-immunoprecipitation of differentially tagged Cdc13 
proteins 
(A) Upper panel: Western blot probed with anti-HA antibodies after 
immunoprecipitation of protein extracts with anti-Myc. WCE: whole cell 
extract (before IP); IN: Input after centrifugal clearing of the WCE; FT: 
Flow through. Temperatures of the experiments and 1h DNase I treatment 




relative to the Input. Lower panel: dot blot analysis after DNA extraction 
obtained from the same samples shown in the upper panel, and hybridized 
with telomeric probe PCT300. An aliquot of unlabeled PCT300 is used as a 
hybridization control (Telo-Prob). Signals of dots were quantified relative 
to the Input (R.IN) and the SEM from three independent experiments are 
indicated. Note the loss of DNA signal in the IPs with DNase treatment. (B) 
Western blot of precipitates from IP experiments derived from strains 
expressing the indicated proteins, hybridized to an antibody that recognizes 
the double stranded telomeric protein Rap1. (C) Co-immunoprecipitation of 
indicated Cdc13 proteins. IP was with the anti-Myc and the upper panel is 
the control of the IP as indicated. The bottom panels indicate signals with 
the anti-HA antibody. IN: Input; FT: Flow through; IP: precipitate. (D) 
Immunofluorescence on cell of an adapted cdc13Δ strain expressing the 
Cdc13-ob3Δ or the Cdc13-ob3-13m protein. Analyses of the images as in 
Figure 3. 
This interaction was not dependent on telomeric DNA, as dimerization was detectable 
even after DNase I treatment of the extracts, and the IP fractions did not contain detectable 
levels of the telomeric protein Rap1, nor any telomeric DNA sequences (Figure 7B). 
Moreover, the two Cdc13 versions still co-precipitated in cells that contained an mre11Δ 
allele and that were arrested in G0 for 48h (Figure S6D). A previously described CDC13 
allele called cdc13-4R contains 4 a.a. changes in OB1 and this allele was reported to have 
lost the ability to form dimers (Sun et al., 2011). Indeed, in the co-immunoprecipitation 
assays used here, dimerization of Cdc13-4R proteins could not be detected (Figure S6F). 
These setup experiments thus provided a solid platform with which to verify the interaction 
potential of the specific domain-deleted alleles. In order to avoid problems related to 
inviability of cells, for these next experiments we used the adapted cdc13Δ strain co-
expressing the two differently tagged copies of the same alleles and compared co-
immunoprecipitation profiles. Deletion of either the RD or the OB4 domains did not impair 
dimer formation (Figure 7C). Unexpectedly, a deletion of the OB2 domain also did not 
impinge on dimer formation (Figure 7C). Consistent with this result, the hypomorphic cdc13-
1 allele also did not impair the ability of the Cdc13-1 protein to be co-immunoprecipitated, 
even after 2 hrs of incubation of the cells at the restrictive temperature (Figure S6E). In 
contrast, the Cdc13-ob3Δ protein completely lost the ability to form a dimer (Figure 7C). 
Remarkably, the Cdc13-ob3Δ also could not be co-immunoprecipitated with a wt protein 
(Figure 7E, middle right). These results suggest that in addition to the OB1 domain, the OB3 




Furthermore, given that the tagged Cdc13-ob2Δ proteins still can be co-immunoprecipitated, 
yet mislocalize to the cytoplasm and are not associated with telomeric DNA in vivo (Figures 
2, 3), these dimers form independently of DNA binding, confirming the DNase experiments 
above.  
Finally, in order to determine whether it is possible to separate the DNA binding 
function from the dimerization function in OB3, a new CDC13 allele (cdc13-ob3-13m) was 
generated. In this allele, we changed 13 a.a. that were previously identified as key residues 
for the proper DNA binding of the OB3 domain (Figure S7A; Mitton-Fry et al., 2002). The 
Cdc13-ob3-13m protein is expressed in cells (Figure S7B), does not complement the cdc13-
1 mutation at 30°C (Figure S7C), and does not bind telomeric DNA as assessed by ChIP 
(Figure S7D). However, tagged versions of this protein still can be co-immunoprecipitated 
and it can also form a heterodimer when co-expressed with a wt version of Cdc13 (Figure 
7C far right). We conclude that the critical residues engaged in the homodimer interface are 
distinct from those involved in DNA binding. This result allowed us to test whether DNA 
binding per se was required for nuclear retention of the Cdc13 protein, given that the Cdc13-
ob3Δ version lost both, dimerization and nuclear retention. Immunofluorescence of Myc-
tagged Cdc13-ob3-13m on cycling adapted cdc13Δ cells showed a diffuse signal localized 
in both nucleus and cytoplasm, essentially an indistinguishable phenotype as obtained with 
the Cdc13-ob3Δ protein (Figure 7C). This result suggests that it is Cdc13 binding to 
telomeric G-strand DNA that retains it in the nucleus and prevents its export to the 
cytoplasm.  
4.4 Discussion  
The linearity of eukaryotic chromosomes requires specialized mechanisms to keep 
their ends stable (Palm et de Lange, 2008; Schmutz et de Lange, 2016; Wellinger et Zakian, 
2012b). In mammals, a highly ordered six-member complex called shelterin is at the center 
for this function. In addition, during replication, the trimeric hCtc1/hStn1/hTen1 complex 
(hCST) participates in limiting telomerase mediated G-strand extension as well as initiating 
lagging C-strand synthesis (Chen et al., 2013; Chen et Lingner, 2013). However, it is equally 
important that these normal telomeric capping mechanisms not be active on chromosomal 




In budding yeast, the trimeric Cdc13/Stn1/Ten (CST) complex is the central 
coordinating unit for telomeric sequence addition by telomerase and capping (Wellinger et 
Zakian, 2012b). CST has noted similarities with the trimeric ssDNA binding complex RPA 
and some of its functions may include those of a telomere specific RPA (Gao et al., 2007). 
Of the three CST proteins, Cdc13 is the one with high-affinity G-rich ssDNA binding and 
all telomeric functions depend on this capacity. Previous analyses of the full length Cdc13 
protein or isolated fragments thereof have proposed an overall modular structure with 4 OB-
fold domains and one recruitment domain between OB1 and OB2. Here we analyzed 
individual deletions of each of those domains and assessed the functions of the remaining 
protein in cells that harbour a ts allele of the gene (CDC13-1) or in cells that have adapted to 
grow without Cdc13 (Larrivée et Wellinger, 2006; Mersaoui et al., 2015). Surprisingly, our 
results strongly suggest that the DNA binding domain OB3 is crucial for Cdc13 dimerization 
(Figure 7, Figure S6 and S7). Our co-immunoprecipitation approach does also confirm 
previous suggestions of an area in OB1 (a.a. 80-120) that is important for dimerization of the 
protein (Figure S6). In addition, the detailed analysis of the newly constructed alleles (OB2Δ, 
OB3-13m) shows that Cdc13 dimerization occurs constitutively and that the DNA binding 
capacity of OB3 can be separated from the dimerization function (Figures 3, 7). These data 
therefore predict that the stoichiometry of the CST complex is not a simple 1:1:1 ratio, as 
would be expected from a strict RPA parallelism. Rather, the results strongly suggest that 
Cdc13 functions as a dimer; for the telomerase recruitment function perhaps independently 
from the Stn1-Ten1 proteins (Chandra et al., 2001). There is evidence for such an altered 
stoichiometry with at least two Cdc13 molecules in the CST complex also for the C. glabrata 
CST (Lue et al., 2013). In terms of the dimerization interface in OB3, we note that the 
mutated a.a. in the OB3-13m were chosen based on structural information on the DNA 
contacting residues and this leaves the C-terminal part of OB3 intact (Figure S7). This part 
of OB3 (a.a. 650 to 685) includes a prominent α-helical segment of unknown function 
(Mitton-Fry et al., 2002). The dimerization portion in the Cdc13-OB1 also includes a large 
α-helical structure (Mitchell et al., 2010; Sun et al., 2011). We hence speculate that Cdc13 
dimerization may involve a multi α-helical arrangement between the OB1 and OB3 and 
determines Cdc13 dimerization right after its synthesis in the cytoplasm. Consistent with this 




dimerize (Figure 7 and S6). However, both the Cdc13-OB2Δ and the Cdc13-1 protein with 
the mutation in OB2 mislocalize to the cytoplasm (Figures 3, 5). Therefore, dimerization 
occurs in the cytoplasm, presumably before nuclear import for the wt protein and is 
independent from DNA binding (Figure 3, 7). We speculate that dimerization of Cdc13 may 
be required to render the protein stable. Consistent with this possibility, mutations that delete 
the dimerization area of in OB1 (Cdc13-ob1Δ, Figure 1) as well as a mutation that affects 
the proposed dimerization α-helix in OB3 (cdc13-3) cause a destabilization of Cdc13 (Figure 
1C, S2B; and Chandra et al., 2001). After dimerization, the Cdc13 homo-dimer has to be 
imported into the nucleus and predictive algorithms suggested that Cdc13 has a classical 
nuclear localization signal (cNLS) between a.a. 325 and 350 (Figure 3), a region previously 
ascribed as the N-terminus of OB2 (Figure 1, Figure 3A). As mentioned above, a deletion of 
all of OB2 (Δ290-493) causes a striking an exclusive cytoplasmic localization (Figure 3). 
Addition of a classical SV40-derived NLS in place of this deletion corrects this 
mislocalization (Figure 4A), suppresses the thermo-sensitivity of the cdc13-1 allele at 30°C 
(Figure 4B-D) and, if expressed from a high copy plasmid, is sufficient to confer cellular 
viability on its own (Figure 4E). Furthermore, a deletion of only amino acids 329-368 also 
resulted in a non-functional Cdc13 (Figure S4) and cytoplasmic localization (Figure 5A, 
bottom), suggesting that indeed, the essential function of the OB2 domain lies in mediating 
efficient import of the Cdc13 dimer into the nucleus and that this function is associated with 
the region 325-350 of OB2. Deleting the karyopherin Msn5(Kap142) causes a significant 
shift of Cdc13 localization to the cytoplasm and an enhancement of the mislocalization of 
the Cdc13-1 protein, a phenotype that was also reported for the Rfa1 and Rfa2 proteins of 
RPA in msn5Δ cells (Yoshida et Blobel, 2001). In addition, Msn5 had already been described 
as a phenotypic enhancer for the cdc13-1 allele (Addinall et al., 2011). It is therefore 
reasonable to propose that nuclear import of Cdc13 is mediated by its NLS at a.a. 325 to 349 
and that Msn5 contributes to it. However, Msn5-mediated nuclear localization can only be 
part of the import mechanism, given that a deletion of MSN5 is viable, yet nuclear 
localization of the Rfa1, Rfa2 and Cdc13 proteins is essential for their function. Currently, 
we do not know what other and redundant pathways ensure import in the absence of Msn5.  
Interestingly, an inspection of the crystallized OB2 domain shows that in fact there is 




segment for OB2 starts at aa 348 and the classical OB fold is contained between a.a. 355 and 
475 (Mason et al., 2013). Therefore, we propose that there is a new separate functional 
element between the RD domain (230 – 325) and the OB2 (350 – 490) that comprises the 
cNLS (325 – 350). This NLS domain mediates nuclear import and is essential for the in vivo 
function of Cdc13. Further, our data are consistent with the idea that the P371S mutation 
interferes with NLS function. In the absence of structural information of the whole protein, 
one can only speculate on the changes that occur in the Cdc13-1 protein. We suppose a 
temperature-aggravated structural change of this area of the protein may cause an occlusion 
of the nearby NLS, leading to an absence of the protein from the nucleus and hence the 
observed phenotypes. Our results also show that DNA binding is required for nuclear 
retention of Cdc13 (Figure 3, 7). Hence in a DNA binding mutant (the cdc13-ob3-13m 
allele), the protein displays a non-discriminate nuclear and cytoplasmic distribution. We 
interpret these data to mean that any Cdc13 protein not bound to DNA may be released to 
the cytoplasm, followed by cycles of import and export. For the wt protein, this would help 
preventing association of free Cdc13 to non-telomeric sites where it would stimulate 
inappropriate new telomere synthesis. Such non-telomeric DNA association is possible and 
Cdc13 phosphorylation has been proposed as one mechanism to limit off-target telomere 
formation (Zhang et Durocher, 2010). Our data here suggests that Cdc13 release to the 
cytoplasm has a major contribution to that genome stabilizing mechanism.  
Our conclusions neatly rationalize and explain a plethora of data in the relatively 
extensive literature that uses cdc13-1 as a DNA damage and checkpoint inducing system. In 
addition, mutations with similar cytoplasmic mislocalization have recently been described 
for the hCTC1 protein that is part of the human CST (Chen et al., 2013). The alleles causing 
cytoplasmic localization phenotype in human cells are directly associated with the rare, but 
severe Coats Plus disease, a syndrome that now is part of telomere associated diseases 
(Anderson et al., 2012; Keller et al., 2012; Polvi et al., 2012). Strikingly, disease causing 
CTC1 alleles as well as the cdc13-1 allele cause cellular pathologies that are related to 
telomere dysfunction, but not necessarily with short telomeres (Chen et al., 2013). In addition 
in both systems, accumulation of single-stranded DNA appears to be a key characteristic 
associated with these alleles (Chen et al., 2013). Finally, certain hCTC1 alleles cause a loss 




semi permissive temperature or after the loss of the OB4 domain (Chandra et al., 2001; 
Figure 4). Therefore, given the relatively clear overall structural and functional similarities 
between the budding yeast Cdc13 and the human CTC1, we propose that the yeast cdc13-1 
allele could be used as a model system for investigations on treating the human disease 
caused by hCTC1 mutations. The results presented here would suggest that approaches 
stimulating nuclear import could become promising avenues in this regard.  
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5 Discussion générale 
Les télomères sont des structures spécialisées qui protègent les extrémités des 
chromosomes eucaryotes. La perte de l’intégrité de ces structures conduit à la fusion des 
chromosomes, à l’accumulation d’instabilité génomique et souvent à l’apparition de cancer 
(de Lange, 2009; Hanahan et Weinberg, 2011; Pardo et Marcand, 2005). Chez la levure S. 
cerevisiae, le complexe CST lie les extrémités des télomères au niveau de l’ADN simple-
brin, afin de lès protéger de la dégradation (Garvik et al., 1995; Lin et Zakian, 1996). Sa 
fonction de protection est séparée entre les trois protéines Cdc13, Stn1 et Ten1 qui forment 
ce complexe. La fonction de ce complexe est essentielle à la survie cellulaire. En effet, la 
perte d’un des membres du complexe résulte à une accumulation de dommages au niveau 
des extrémités chromosomiques (Booth et al., 2001; Grandin et al., 2001; Grandin, S I Reed, 
et al., 1997). Ces dommages sont immédiatement reconnus par la cellule et conduisent à un 
arrêt de la division après activation des points de contrôle du cycle cellulaire (Garvik et al., 
1995; Harrison et Haber, 2006a; Lydall et Weinert, 1995). Dans le cas où ces dommages 
demeurent non réparés, les cellules meurent ou rentrent alors en apoptose (Qi et al., 2003; 
Wysocki et Kron, 2004).  
De manière intéressante, nous avons généré au laboratoire des souches capable de 
survivre en absence de la protéine Cdc13, elles sont appelées cdc13Δ (Larrivée et Wellinger, 
2006). Ces cellules cdc13Δ rallongent leurs télomères par des mécanismes de recombinaison 
homologue et sont sensibles aux agents génotoxiques tels que le MMS et le HU. Ces cellules 
accumulent des dommages de façon constitutive au niveau des télomères. De façon 
remarquable, la réintroduction de la protéine Cdc13 permet de rendre ces cellules résistantes 
à cette même dose de ces agents génotoxiques. L’ensemble de ces éléments nous ont amenés 
à émettre deux hypothèses de recherche : (i) la première hypothèse est que les cellules 
(cdc13Δ) inactivent leurs points de contrôle de façon réversible via un phénomène 
d’adaptation et que cette inactivation corrèle avec un changement de la régulation 
transcriptionnelle. Pour valider ou invalider cette hypothèse, des objectifs de travail étaient 
tracés et qui consistes à déterminer le rôle des gènes de l’adaptation dans la formation des 
cellules cdc13Δ et à identifier quel est l’ensemble des gènes dont l’expression varie lors de 




réparation des dommages à l’ADN. Donc, mon objectif global ici était de déterminer quel 
était le rôle de chacun des domaines de la protéine Cdc13 dans la réparation. En effet, chacun 
des domaines de la protéine Cdc13 dispose d’un rôle spécifique au niveau des télomères. Ces 
domaines, en se liant avec leurs partenaires respectifs, pourraient avoir un rôle direct dans la 
fonction supposée de réparation. Parmi les partenaires connues associés à la protéine Cdc13 : 
on retrouve 11 nucléotides que constitue l’ADN télomérique, les composants de la 
télomérase, les polymérases réplicatives et les deux sous unité du complexe CST (Stn1 et 
Ten1) (voir Introduction, Figure 6). 
Plusieurs caractéristiques observées chez les cellules cdc13Δ sont aussi retrouvées 
chez les cellules tumorales des mammifères lors de la tumorigenèse. Lorsque la télomérase 
n’est pas réactivée, ces cellules tumorales maintiennent leurs télomères par des mécanismes 
alternatifs, basés essentiellement sur la recombinaison homologue (Cesare et Reddel 2010). 
De plus, ces cellules tumorales subissent une inactivation des points de contrôle du cycle 
cellulaire leur permettant ainsi de se diviser anarchiquement en présence de dommage à 
l’ADN (Hanahan et Weinberg, 2011). 
5.1 Reconstitution séquentielle des étapes de l’adaptation à la perte de la 
protéine Cdc13  
5.1.1 Un état d’équilibre de résection/réplication permet de garder les 
cellules cdc13Δ viable  
Le modèle actuel de protection des télomères via le complexe CST propose un rôle 
central pour la protéine Cdc13. Celle-ci permet le recrutement des protéines Stn1 et Ten1 
afin de protéger les télomères contre la dégradation par les exonucléases (Figure 36-1) 
(Pennock et al., 2001). Des études antérieures ont démontré que le défaut de protection de la 
protéine mutante cdc13-1, à des températures restrictives, peut être restauré par la 
surexpression des deux protéines Stn1 ou Ten1 (Figure 36-2-A) (Petreaca et al., 2006). Alors 
que la délétion de Cdc13 peut être compensée par deux voies. La première dépend de la 
liaison de la protéine Stn1 au niveau des extrémités du télomère pour assurer leur protection 





Figure 36. Résumé des voies connues qui suppriment l’inactivation de 





La fusion de la protéine Stn1 avec le domaine de liaison à l’ADN de Cdc13 permet de 
restaurer la localisation de Stn1 au télomère et donc la fonction de protection (Figure 36-2-
B) (Pennock et al., 2001). La deuxième voie requiert l’inhibition de la résection par 
inactivation des exonucléases (ex ExoI) et l’inactivation du gène RAD24 qui code pour une 
protéine impliquée dans la voie de signalisation des points de contrôle du cycle cellulaire 
(Figure 36-2-C) (Ngo et Lydall, 2010; Zubko et Lydall, 2006). Des recherches effectuées au 
laboratoire ont permis d’identifier une nouvelle voie, par laquelle la survivre en absence de 
la protéine Cdc13 est permise grâce à un mode de rallongeant alternatif des télomères (Figure 
36-2-D). Ce mode alternatif utilise les mécanismes de recombinaison homologue dépendante 
du mécanisme BIR (Break Induced Replication) afin de conserver des télomères à une 
longueur qui permet la viabilité des cellules (Larrivée et Wellinger, 2006; McEachern et 
Haber, 2006). Cependant, cette voie alternative laisse les extrémités chromosomiques 
déprotégées provoquant une accumulation massive de l'ADN simple-brin (Larrivée et 
Wellinger, 2006). La présence de matrice d’ADN simple-brin suggère que les exonucléases 
sont toujours actives au niveau des télomères dans les cellules délétées de la protéine Cdc13 
(Larrivée et Wellinger, 2006). 
Le rallongement des extrémités par la recombinaison homologue et leur résection par 
les exonucléases suggère l’établissement d’un état d’équilibre entre ces deux mécanismes. 
Pour déterminer l’importance de cet équilibre, il serait intéressant de valider sa stabilité en 
perturbant les facteurs impliqués dans les mécanismes de BIR (Lydeard et al., 2007). Dans 
le cas ou la réplication via le BIR est affectée, l’équilibre rallongement/résection sera 
perturbé, et il en résulterait une accumulation plus importante de la région simple-brin. Dans 
ce cas, la résection pourrait alors atteindre les régions internes du chromosome et donc 
conduire à la mort cellulaire. Nos résultats ont démontré que ces cellules viables en absence 
de Cdc13 sont plus sensibles au stress réplicatif qu’une souche sauvage (Chapitre 1, Figure 
5-B) (Larrivée et Wellinger, 2006). Une explication possible à cette observation serait que 
la diminution du pool de nucléotides provoque un ralentissement de la réplication et ainsi 
l’état d’équilibre est rompu ce qui conduit à une accumulation massive de dommages létaux 




5.1.2 Chez les cellules cdc13Δ, les dommages sont reconnus de façon 
constitutive par les protéines de réparation 
Telles que décrites, les souches cdc13Δ accumulent de l’ADN simple-brin au niveau 
des leurs extrémités chromosomiques avec une présence de séquence sous télomérique 
comme les éléments Y’ (Chapitre 1, Figure 1-A). L’exposition des séquences non-
télomériques est importante dans le processus de reconnaissance des dommages puisque 
celles-ci vont être reconnues pour activer les points de contrôle ainsi que les signalisations 
cellulaires subséquentes. De façon étonnante, les souches cdc13Δ ne présentent aucun signe 
de phosphorylation de la protéine Rad53 ce qui est une marque d’activation des points de 
contrôle (Chapitre 1, Figure 1-b). Ces résultats suggèrent soit un défaut de reconnaissance 
des dommages, soit un défaut dans la signalisation cellulaire associé aux dommages. 
L’utilisation de techniques de microscopie à fluorescence nous a permis de déterminer que 
les dommages présents aux extrémités des chromosomes étaient reconnus (Chapitre 1, Figure 
2-A). En effet, les protéines de reconnaissances des dommages (Mec1, Rfa1 et Rad52) sont 
capables de former des foyers de réparation de façon constitutive (Chapitre 1, Figure 2-A). 
Ces résultats nous ont permis d’écarter la possibilité d’un défaut de reconnaissance des 
dommages à l’ADN. Ce qui suggère que les souches cdc13Δ auraient un défaut d’activation 
des points de contrôle du cycle cellulaire probablement dû à une inactivation des gènes 
impliqués dans la réponse aux dommages à l’ADN. Ce qui pourrait donc expliquer la 
croissance des cellules cdc13Δ en présence de dommages à l’ADN.  
L’inactivation des points de contrôle a déjà été observée par d’autres études, lorsqu’une 
cassure double-brin est persistante et non réparée. Ce phénomène est décrit comme étant un 
processus d’Adaptation des cellules (cellules adaptées) (Lee et al., 1998; Toczyski et al., 
1997). La persistance des dommages sans l’activation de la signalisation dans les 
cellules cdc13Δ mène à croire que la formation de cellules viables en absence de la 
protéine Cdc13 pourrait être le résultat d’un phénomène d’adaptation des cellules.  
5.1.3 La perte de la protéine Cdc13 est facilitée par le phénomène 
d’adaptation 
Les études qui ont décrit l’adaptation ont identifié plusieurs gènes essentiels à la mise 




et Zakian, 1993; Toczyski et al., 1997). Parmi ces gènes, on retrouve CDC5, PTC2 et TID1 
(Harrison et Haber 2006). Cdc5 est une kinase qui promeut la progression du cycle cellulaire. 
En présence de dommage, celle-ci est phosphorylée par Rad53 afin d’inhiber son action pro-
proliférative et donc d’arrêter la division (Sanchez et al., 1999; Toczyski et al., 1997). Si 
Cdc5 n’est pas inhibée ou si celle-ci est surexprimée, la progression du cycle cellulaire et 
l’adaptation aux dommages à l’ADN sont favorisées (Charles et al., 1998; Donnianni et al., 
2010; Vidanes et al., 2010). Ptc2 est une phosphatase qui reconnait la forme 
hyperphosphorylée de la protéine Rad53 suite aux dommages afin que celle-ci soit 
déphosphorylée pour permettre la reprise du cycle cellulaire (Leroy et al., 2003). Dans le cas 
où la protéine Ptc2 est hyperactive ou surexprimée, celle-ci favorise la progression du cycle 
cellulaire en gardant la protéine Rad53 hypophosphorylée même en présence de dommages 
(Toczyski et al., 1997). Finalement, Tid1 est une protéine impliquée au niveau de la 
recombinaison homologue et se retrouve associé au niveau des cassures suite à sa 
phosphorylation par Mec1 et Rad53 (Klein, 1997). Elle fait partie d’une boucle de 
rétrocontrôle négatif de la phosphorylation de Rad53 qui conduit à une reprise du cycle 
cellulaire (Ferrari et al., 2013).  
Afin de déterminer si les cellules cdc13Δ présentaient un phénotype d’adaptation, nous 
avons déterminé le taux de formation de ce type cellulaire en absence des gènes codant pour 
les protéines citées précédemment. La mesure du taux de formation des cellules cdc13Δ chez 
les survivants avoisine les 2.88x10-5. La déplétion d’un des gènes impliqués dans 
l’Adaptation réduit fortement le taux de formation des souches cdc13Δ d’un facteur 1000 
(Chapitre 1, Figure 4-A). De façon similaire, l’étude de la progression du cycle cellulaire via 
un comptage sous microscope a montré que l’inactivation d’un de ces gènes conduit à une 
forte diminution de la capacité de ces cellules analysées à progresser dans le cycle cellulaire 
en présence de télomères déprotégés. Ces observations supportent notre hypothèse selon 







5.1.4 Plusieurs voies favoriseraient le phénomène d’adaptation à la perte de 
Cdc13 
La délétion de chacun des gènes de l’adaptation résulte en une diminution du taux de 
formation de colonies adaptées (cdc13Δ) d’un facteur de 1000. Cependant, malgré la forte 
diminution de l’apparition de ce type de souche, le phénomène n’est pas totalement aboli 
(Chapitre 1, Figure 4-A). Cette observation suggère l’existence d’autres voies alternatives 
probablement indépendante de ces trois gènes.   
Il serait intéressant d’analyser les interactions épistatiques entre les différents gènes en 
réalisant des délétions doubles (ptc2Δ cdc5-ad) ou triples (cdc5-ad tid1Δ ptc2Δ) afin 
d’analyser leurs effets sur le taux d’adaptation. La diminution de ce taux par rapport à celui 
chez les simples mutants nous indiquerait une coopération entre les différentes voies qui 
favorisent de façon simultanée l’adaptation. À l’inverse, si le taux d’adaptation demeure 
inchangé alors les trois gènes font partie de la même voie.   
Il a été rapporté dans différentes études que la mutation de plusieurs protéines pouvait 
affecter l’adaptation et la reprise du cycle cellulaire (Harrison et Haber, 2006). Parmi ces 
protéines, on retrouve certaines impliquées dans le remodelage de la chromatine et la 
recombinaison homologue telle que le complexe YKu70/80, la recombinase Rad51, les 
hélicases Srs2/Sea2, la protéine de remodelage Fun30 et les protéines Sir. D’autres protéines 
sont impliquées dans l’inactivation des points de contrôle tel que Ckb1 et Ckb2 (Bennett et 
al., 2001; Eapen et al., 2012; Harrison et Haber, 2006). Toutes ces observations suggèrent 
l’existence de plusieurs voies qui convergent vers l’inactivation des points de contrôle de 
façons différentes. Il serait donc intéressant d’évaluer l’effet de mutation de ces gènes sur le 
taux de formation des cellules cdc13Δ. Dans le cas où les expériences s’avèrent fructueuses, 
nous pouvons alors conclure que ces protéines ont une action simultanée via de multiples 
voies pour l’inactivation des points de contrôle lors de l’adaptation aux dommages et à la 
déprotection des télomères. 
5.1.5 Modèle proposé pour le processus d’adaptation à la déprotection des 
télomères  
L’inactivation des points de contrôle du cycle cellulaire via l’adaptation est un 




capable d’effectuer quelques divisions pour donner environ une centaine de cellules qui 
constituent des microcolonies (Bennett et al., 2001; Haber, 2001; Klein, 1997; Pellicioli et 
al., 2001; Sandell et Zakian, 1993; Toczyski, 2001; Toczyski et al., 1997). Ainsi, ce 
processus permet la progression du cycle cellulaire en présence de stress que sur quelques 
divisions seulement. Par conséquent, l’inactivation des points de contrôle du cycle cellulaire 
par l’adaptation ne peut expliquer une croissance à long terme et former des colonies viables 
(environ 1 million de cellules) en présence de dommage à l’ADN. Ces observations 
suggèrent donc la présence de facteurs additionnels qui favoriseraient la formation de 
colonies viables et une croissance stable. L’une des possibilités envisagées est l’inactivation 
irréversible des points de contrôle via l’accumulation de mutations (ponctuelle et/ou 
translocation) au niveau des gènes clés impliqués dans la voie de signalisation des points de 
contrôle du cycle cellulaire. 
La fréquence d’apparition de mutation spontanée pour inactiver un gène dans des 
conditions normales est d’environs 10-8 (Lang et Murray, 2008; Zhu et al., 2014). Alors que 
pour la formation de cellules adaptée la fréquence d’adaptation est d’environs 2.8x10-5. Ce 
haut taux de formation suggère l’hypothèse selon laquelle en présence de télomères 
déprotégés la réplication du génome est plus prône à l’apparition de mutation. Ceci affecte 
négativement l’efficacité et la fidélité de la réplication et se traduit par une accumulation de 
mutations de façon aléatoire après réplication du génome (Aguilera et García-Muse, 2013; 
Burhans et Weinberger, 2007). Nous avons analysé différentes souches adaptées et nous 
avons identifié une récurrence de mutations spontanées dans 4 gènes soit dans MEC1, 
RAD24, MEC3 et RAD17 (Chapitre 1, Figure 3-C). La fréquence d’apparition de cellules 
adaptées disposant de ces mutations est de l’ordre de 2.88x10-5. La perte de fonctions des 
protéines codées par ces gènes permet la formation de cellules adaptées par l’inactivation 
irréversible des points de contrôle du cycle cellulaire. Des expériences de complémentation 
fonctionnelle ont permis de vérifier leurs fonctionnalités chez les cellules adaptées (Chapitre 
1, Figure 3-B). Centaines de ces mutations ont été par la suite vérifiés par séquençage. Donc 
une des hypothèses pour expliquer un taux élevé de formation de cellules adaptées est 
probablement le résultat d’une perte de fidélité de la réplication ce qui conduit à une 
accumulation plus fréquente de mutation (fréquence de mutations de l’ordre de 10-5) en 




littérature, nous avons développé un modèle qui récapitule les étapes qui conduisent à la 
formation des cellules adaptées cdc13Δ (Figure 37) :  
  
 
Figure 37. Modèle proposé pour l’adaptation et la formation des 
cellules cdc13Δ.  
Les cellules survivantes exprimant l’allèle cdc13-1 subissent une 
déprotection des télomères lors d’une exposition à des températures 
restrictives. L’accumulation de simple-brin engendrée provoque un arrêt de 
la division après activation des points de contrôle du cycle cellulaire. Un 
arrêt prolongé conduit à : (A) une adaptation (inactivation réversible) des 
points de contrôle et la reprise de la division en présence de dommages 
souvent assimilés à un état de stress. Dans ce cas, la reprise de division 
conduit à l’accumulation de mutations dans le génome, la perte d’un 
fragment d’un chromosome ou de la fonction d’un gène essentiel conduit à 
la mort cellulaire. (B) Des mutations affectant la fonction des gènes tels que 
MEC1 ou RAD24 (inactivation irréversible) qui conduit à la formation de 
cellules capables de survivre en absence de cdc13. La fréquence 
d’apparition de ces souches (cdc13Δ) est de 2.88x10-5.  
5.2 Nouveaux gènes impliqués dans la formation des souches adaptées 
Bien que nous étions en mesure d’identifier des mutations dans certains des gènes, 
nous avons voulu déterminer si d’autres gènes non mutés avaient leur niveau d’expression 
modulé à la hausse ou à la baisse lors de la formation de cellules adaptées. La variation de 
l’expression de ces gènes pourrait favoriser ou à l’inverse défavoriser l’inactivation des 
points de contrôle du cycle cellulaire. Pour répondre à cette question, nous avons entrepris 
une analyse transcriptomique comparative entre des souches sauvages et des souches cdc13Δ 
(souches adaptées). Pour ce faire, nous avons d’abord généré plusieurs souches survivantes 




inactivée, les cellules entrent en sénescence. Cependant, une fraction de ces cellules arrive à 
survivre en formant un des deux types de survivants (Type I et Type II). Dans notre étude, 
nous avons utilisé uniquement les souches survivantes de types II. Ces dernières disposent 
d’un profile télomérique particulier, elles amplifient exclusivement les répétitions 
télomériques par recombinaison homologue de type BIR (McEachern et Haber, 2006). Alors 
que les Types I amplifient à la fois les régions sous télomériques et les répétitions 
télomériques. Des analyses génétiques avaient indiqué que les gènes impliqués dans leurs 
formation étaient dans des groupes épistatiques différentes, donc par souci de reproductibilité 
entre les analyses nous avons décidé de travailler avec un seul type de survivant qui est le 
type II. De plus, une forme de maintien des télomères très similaire à celle retrouvée dans 
les survivants type II est souvent observée dans des cellules de certains cancers (Bryan et al., 
1997; Hanahan et Weinberg, 2011; Larrivée et Wellinger, 2006; McEachern et Haber, 2006). 
Par la suite, nous avons généré des souches adaptées à partir des souches survivantes après 
déprotection des télomères.  
Lors de cette analyse, nous avons comparé trois souches adaptées à trois souches 
sauvages et deux souches survivantes. La comparaison entre les souches adaptées et 
sauvages se fait entre les profils moyens afin de retenir uniquement les événements communs 
qui se produisent chez toutes les souches adaptées. Toutefois, nous avons constaté que les 
trois souches adaptées disposaient d’un profil relativement différent. Plusieurs des gènes 
analysés disposaient d’un niveau de variation non reproductible entre les trois souches. Il est 
nécessaire de noter que l’utilisation de deux souches survivantes uniquement lors de notre 
comparaison été dû au nombre limité d’analyses que pouvaient être faits en même temps sur 
les micropuces à ADN qui est de huit. Ce nombre limité à deux survivants a dû probablement 
affecter le nombre de gènes identifiés, lors des analyses impliquant des souches survivantes, 
la variation de l’expression de plusieurs gènes était statistiquement non significative 
(effectué par t-Test).  
5.2.1 La variation d’expression du génome après la formation des 
survivants en absence de télomérase 
Notre première analyse a porté sur les résultats comparatifs des micropuces effectués 




par rapport aux études précédentes. Cette analyse a montré une variation d’expression de 
0.2 % du génome de la levure dans les souches survivantes. Soit 15 gènes (ORF) qui 
changent leurs niveaux d’expression entre les survivants et les souches sauvages de plus de 
deux fois. Ces gènes sont principalement impliqués dans le métabolisme du phosphate et 
dans celui des carbohydrates (Chapitre 2, Tableau 2 et Annexe 2, Tableau S6).  
Une analyse similaire de l’expression des gènes a déjà été rapportée dans deux 
précédentes études (Nautiyal et al., 2002; Teng et al., 2002). Tout comme notre analyse, ces 
études ont rapporté un faible taux de variations de l’expression génique entre les cellules 
survivantes et les cellules sauvages. La première étude de Nautiyal et al, portait sur la 
variation de l’expression génique avant, pendant et après l’établissement du phénotype de 
sénescence (Nautiyal et al., 2002). L’expression d’environ 650 sur 6200 gènes varie entre la 
perte de la télomérase et après la formation des survivants. Cependant uniquement 120 gènes 
(2 % du génome) présentent une variation d’expression au moment de la sénescence. Ce 
groupe de gènes a été appelé gènes spécifiques à la perte de la télomérase (TDR : telomerase 
deletion response). Ces gènes sont associés à des fonctions tels la synthèse protéique, la 
production d’énergie, le repliement protéique, la voie des carbohydrates, le métabolisme du 
phosphate, la réponse aux stress ainsi que des gènes mitochondriaux. De manière 
intéressante, l’ensemble de ces gènes retrouve leur niveau d’expression après l’établissement 
du phénotype de survivant. 
Dans la deuxième étude de Teng et al., l’analyse portait sur la variation de l’expression 
entre la perte de la télomérase et après la sénescence (Teng et al., 2002). Dans cette étude, 
uniquement 56 gènes (1 % du génome) présentaient une variation d’expression entre les 
différentes conditions. On retrouve des gènes impliqués au niveau du choc thermique, des 
protéines impliquées dans le cycle cellulaire, dans le métabolisme des carbohydrates et en 
réponse au stress oxydatif. De plus, environ près de la moitié de ces gènes (42 %) sont de 
fonction inconnue ou non caractérisée (Teng et al., 2002). 
Les résultats obtenus par ces deux études ainsi que les résultats de mon analyse 
montrent qu’il existe peu de variation dans l’expression globale du génome entre les cellules 




que le pic de variation de l’expression coïncide avec l’entrée en sénescence comme décrite 
dans l’étude de Nautiyal et al. Dans mon étude, j’ai utilisé des souches déjà établies en mode 
survivantes. Ce qui pourrait expliquer le fait que je n’ai pas été en mesure de détecter des 
gènes du groupe de la TDR. Néanmoins, dans les trois études, la formation de survivants 
résulte par une dérégulation de gènes impliqués dans plusieurs processus. Les deux fonctions 
identifiées pour être modulées dans mon étude sont le métabolisme du phosphate et celui des 
carbohydrates. Ces voies métaboliques sont aussi retrouvées modulées dans les deux 
précédentes études. Ceci confirme la validité de nos résultats. Cependant, la majorité des 
gènes identifiés possèdent une fonction inconnue ce qui mériterait une investigation plus 
poussée. Des résultats similaires ont aussi été rapportés dans d’autres organismes tels que S. 
pombe ou les cellules subissent deux vagues de changement qui coïncide avec l’entrée en 
sénescence puis lors de l’apparition des survivants (Mandell et al., 2005). 
Dans mon étude, des gènes particuliers présents au niveau des régions sous télomérique 
(éléments Y’) subissent une augmentation de l’expression de manière marquée chez les 
survivantes, probablement dû à l’amplification de ces régions chez les cellules survivantes. 
Les régions sous télomériques présentent une ORF particulière (au niveau des éléments Y’). 
Cette ORF code pour une hélicase hypothétique décrite comme ayant un rôle dans 
l’établissement des survivants (Yamada et al., 1998). Cependant à ce jour aucune preuve 
directe de l’expression de cette hélicase n’a été apportée. La surexpression de cette ORF chez 
les cellules survivantes pourrait en effet être uniquement dû à l’amplification des régions 
sous télomériques sous forme de plusieurs copies et qui contribuerait à l’augmentation de la 
quantité d’ARN issue de ces ORF chez les survivants. Il a été rapporté dans les deux 
précédentes études de Nautiyal et al. 2002 et Teng et al. 2002 , que les régions sous 
télomériques (environ 20 kb de l’extrémité du chromosome) subissent aussi une 
dérepression. Cependant dans ces deux études aussitôt que les survivants sont formés ces 
gènes redeviennent réprimés. Chez S. pombe, certains gènes surexprimés lors de la deuxième 
vague présentent des homologies avec des RecQ hélicase (Mandell et al., 2005) 
Récemment, il a été montré que l'ARN non codant TERRA, aurait un rôle dans 
l’établissement du mode survivant en absence de la télomérase (Balk et al., 2013; T.-Y. Yu 




uniquement sur les ORF. Il serait donc intéressant d’investiguer le rôle de ces régions dans 
l’établissement des survivants et la sortie de la sénescence en réalisant une analyse par 
séquençage de l’ARN génomique total. Ceci pourrait conduire à découvrir une implication 
d’ARNs non codants dans les processus biologiques liés à la sénescence. 
5.2.2 La variation d’expression du génome après la formation des cellules 
adaptées 
La comparaison entre les souches survivantes et adaptées se fait entre les profils 
moyens pour retenir uniquement les événements communs. Toutefois, nous avons remarqué 
que les trois souches adaptées disposaient d’un profil relativement différent. Plusieurs des 
gènes disposent d’un niveau de variation non reproductible entre les trois souches. Ce qui est 
intéressant dans cette étude, est la surexpression de plusieurs gènes présents à proximité des 
régions télomériques (environ 50 kb de l’extrémité des chromosomes) (Chapitre 2, Figure 
26). En effet, ce résultat peut être expliqué par le fait que la déprotection des télomères 
entraine un décrochage de la protéine télomérique Rap1 spécifique au double-brin ainsi que 
ses associés Sir et Rif (Mishra et Shore, 1999). Ceci conduit alors à la perte du phénotype de 
répression dans les régions sous télomérique. De plus étant donné que la protéine Rap1 est 
aussi considérée comme un facteur de transcription (activateur/répresseur) (Brindle et al., 
1990; Brown et al., 2001; A. R. Buchman et al., 1988;  a R. Buchman et al., 1988; Conrad 
et al., 1990; Devlin et al., 1991), son décrochage pourrait alors avoir des effets pléiotropiques 
de l’expression de plusieurs autres gènes. 
Lors de la deuxième étape de notre analyse, nous avons comparé la variation 
d’expression entre les souches survivantes et les souches adaptées en absence de la protéine 
Cdc13. Les résultats de l’analyse montrent une variation d’environ 84 gènes entre les deux 
conditions. Ces gènes, dont près de la moitié sont surexprimés, ne possèdent soit aucune 
fonction connue soit sont des gènes non vérifiés (soit 45 %) (Chapitre 2, Figure 24). Nous 
avons décidé d’investiguer plus profondément le rôle de certains gènes en nous basant sur 
certains critères : le premier critère était la disponibilité des mutants correspondant aux gènes 
identifiés dans la banque de mutant présente au laboratoire. Ceci nous a donc limités à 67 
gènes sur 84. Le deuxième critère était leur implication dans la réparation des dommages à 




points de contrôle du cycle cellulaire. Le troisième critère était un défaut de maintien des 
télomères. Enfin, le quatrième et dernier critère était la présence de gènes homologues chez 
l’Homme. Tous les gènes qui présentaient des homologues chez l’Homme étaient considérés 
potentiellement intéressants. L’ensemble de ces critères nous ont permis d’identifier 
plusieurs gènes potentiellement impliqués dans le processus de formation des cellules 
cdc13Δ. Nous avons alors entrepris une étape de validation des résultats des micropuces par 
northern blot. Les deux gènes MOG1 et YMR018W sont les deux premiers gènes dont la 
variation d’expression a été validée (Chapitres 2, Figure 29). Le profil de variation de 
l’expression étudié par northern blot entre les souches sauvages survivantes et adaptées 
corrobore les résultats des micropuces à ADN, soit une surexpression du gène YMR018W et 
une répression du gène MOG1.  
De plus, suite à l’analyse des mutants sensibles à la drogue MMS, nous avons retenu 
quatre gènes dont les mutants respectifs présentaient une forte sensibilité à cette drogue : les 
mutants Icl1Δ, ubc11Δ, mre4Δ et ybr099cΔ (Chapitres 2, Figure 28) :  
- Le gène ICL1 code pour une enzyme Isocitrate lyase, dont l’expression est régulée 
dépendamment de la source de carbone utilisée. Elle sert au fonctionnement de la 
mitochondrie et peu se retrouvé dans les peroxysomes (Luttik et al., 2000).  
- Le gène UBC11 code pour une protéine qui présente des similarités avec une 
ubiquitine ligase E2 des Xenopes et dont la fonction est encore inconnue (Townsley et 
Ruderman, 1998).  
- Le gène MRE4 code pour un gène impliqué dans la recombinaison homologue pour 
la réparation de divers types de dommages engendrés par la drogue (Leem et Ogawa, 1992).  
Cependant après investigation il s’est avéré que deux des résultats sont des faux positifs 
(UBC11 et MRE4). Un croisement d’un de ces mutants avec une souche sauvage puis une 
microdissection a permis d’identifier une mutation supplémentaire autre que la mutation 
ubc11Δ ou mre4Δ qui ségrèguent indépendamment de la mutation ubc11Δ ou la mutation 
mre4Δ. Ceci indique que le gène UBC11 et le gène MRE4 ne sont pas impliqués dans la 




- Le mutant ybr099C présente aussi un phénotype de sensibilité au MMS. La sensibilité 
de ce mutant ybr099CΔ s’explique par sa localisation. En effet lors de la délétion de ce gène 
le gène chevauchant MMS4 a été aussi muté et donc la souche résultante ne peut surmonter 
le stress dû au MMS.  
Le phénotype du mutant icl1Δ reste inexpliqué vu son action dans une voie 
métabolique qui est non liée directement à la réparation de l’ADN. Cependant, il serait 
intéressant d’investiguer le lien entre cette voie métabolique et la réparation. 
De façon intéressante, un des gènes qui a attiré notre attention est le gène YFL061W. 
Ce gène est fortement exprimé chez les cellules adaptées. De plus, il a été montré 
précédemment que le niveau d’expression de ce gène est augmenté plus de près de 100 fois 
lors d’un traitement MMS (Chang et al., 2002; Gasch et al., 2001). Le gène YFL061W 
(DDI2) contient un paralogue issu d’une duplication dont le nom est YNL335W (DDI3). 
Cependant, les deux mutants ne sont pas disponibles dans notre banque de mutants. 
Toutefois, l’analyse de ce gène à débuter au laboratoire, la souche disposant de la délétion 
du gène DDI2 est déjà disponible et est en cours d’étude. 
5.2.3 Effet de la mutation du gène YMR018W sur la sénescence et 
l’adaptation 
Les premiers résultats obtenus lors de cette étude correspondent à ceux des deux gènes 
YMR018W et MOG1. Le gène YMR018W code pour une protéine peroxysomale récemment 
identifiée Pex9 (Effelsberg et al., 2016; Yifrach et al., 2016) le gène Pex9 est fortement 
surexprimé chez les cellules adaptées (Chapitres 2, Figure 29). Les cellules adaptées sont des 
cellules volumineuses comparées aux cellules sauvages et témoigne de la présence d’une 
forte activité membranaire à savoir l’augmentation du nombre d’organelles telles que les 
réticulums endoplasmiques et les peroxysomes, ceci qui expliquerait alors la surexpression 
du gène PEX9. Ces peroxysomes sont des structures membranaires cytoplasmiques denses 
en protéines impliquées dans plusieurs activités métaboliques (Sibirny, 2016). Ces structures 
contiennent plusieurs enzymes impliquées dans la détoxification qui pourrait favoriser la 
formation de cellule cdc13Δ. Parmi ces enzymes les oxydases et les catalases qui sont 




même optique, l’analyse des micropuces a révélé que les gènes codants pour la catalase 
(CTA1) et ceux impliqués dans la réponse aux stress oxydatifs (SSA3 et SSA4) étaient aussi 
surexprimés. L’ensemble de ces résultats suggèrent que les cellules adaptées reflètent un haut 
niveau de stress lors du maintien de la réplication des télomères en absence de la protéine 
Cdc13. Le stress oxydatif engendré peut être dû à une forte activité métabolique notamment 
lors de la respiration. Toutes ces observations prédiraient alors que la mutation de ces gènes 
provoquerait probablement un effet négatif sur le processus de formation des cellules 
adaptées.  
La mutation du gène YMR018W n’a révélé aucun effet sur la viabilité, ni sur le maintien 
de la taille des télomères, ni dans la réponse au dommage à l’ADN (Chapitre 2, Figure 27 et 
28). Cependant, plusieurs effets intéressants peuvent être retenu : (i) le mutant ymr018wΔ 
supprime l’effet de la mutation de cdc13-1 en présence de la mutation tlc1Δ lors de la 
sénescence (Chapitre 2, Figure 31-C). (ii) les colonies formées par les souches dépourvues 
des gènes YMR018W CDC13 et TLC1 sont de taille relativement grande, ce qui témoigne 
d’une bonne croissance. Une analyse similaire effectuée par Addinall et al. 2008 et Addinall 
et al., 2011 avaient montré que l’abrogation de gène impliqué dans les fonctions 
peroxysomales conduisent à une meilleure croissance en présence de la mutation cdc13-1. 
De façon similaire lors de l’étude de l’effet de la déplétion de ce gène YMR018W sur le 
processus d’adaptation nous avons aussi constaté une facilité de progression du cycle 
cellulaire et une augmentation du nombre de microcolonies formées après déprotection du 
télomère (Chapitre 2, Figure 33). Ces considérations supportent l’idée que l’absence de ce 
gène permet de supprimer l’effet de la mutation cdc13-1 et favorise ainsi l’adaptation. 
Cependant, la nature et le rôle exact du gène YMR018W (PEX9) dans l’adaptation ne sont 
encore pas connus. J’ai aussi analysé l’effet de ce gène sur la protection du télomère en 
présence ou en absence de la mutation cdc13-1, les résultats ne montrent aucun effet 
suppresseur ou additif sur le niveau de protection des télomères en présence de la mutation 
cdc13-1 à des températures restrictive (résultats non montrés). Probablement que l’effet de 
ce gène est dû à un effet pléiotropique résultant de la perte d’une des fonctions liées au 
peroxysome. 




Le deuxième gène analysé est le gène MOG1. La comparaison du niveau d’expression 
du gène MOG1 entre les différentes souches sauvages (wt) survivantes (S) ou adaptées (A) 
par northern blot confirme une répression du gène MOG1 chez les cellules adaptées (Chapitre 
2, Figure 29). Le gène qui code pour la protéine Mog1 est conservé lors de l’évolution et 
dispose d’un homologue chez l’Homme (Marfatia et al., 2001). La mutation de ce gène chez 
la levure conduit à un raccourcissement net de la taille moyenne des télomères (Chapitre 2, 
Figure 27), ce phénotype n’avait pas été identifié par les précédentes analyses à grande 
échelle effectuées par d’autres laboratoires (Askree et al., 2004; Gatbonton et al., 2006). Les 
mutations de ce gène provoquent aussi un défaut de croissance à de hautes températures (Oki 
et Nishimoto, 1998), mais ne montrent aucun phénotype associé en réponse aux dommages 
à l’ADN (Chapitre 2, Figure 28). La protéine Mog1 interagit avec les protéines Ran-GTP 
impliquées dans le trafic de macromolécules entre le noyau et le cytoplasme. Le transport 
des ARNm messager vers le cytoplasme n’est toutefois pas affecté (Oki et Nishimoto, 1998; 
Stewart et Baker, 2000). 
Il a été rapporté que la mutation mog1Δ pouvait supprimer aussi le défaut de croissance 
de la mutation cdc13-1 (Addinall et al., 2011). Cette observation suggèrerait que la délétion 
du gène MOG1 pourrait favoriser la formation des cellules cdc13Δ. De façon surprenante, 
après plusieurs tentatives, nous n’avons pas été capables de générer des cellules cdc13Δ en 
absence du gène MOG1. Ainsi, nous n’avons pas été en mesure d’élucider les mécanismes 
par lesquels le gène MOG1 affecterait la formation de ces cellules adaptées. Cependant, étant 
donnés les rôles connus de la protéine Mog1 dans le trafic nucléaire nous pouvons supposer 
qu’en absence de celle-ci, certains facteurs (encore inconnus) se retrouvent avec une 
localisation cellulaire altérée. Ce qui pourrait expliquer le phénotype de raccourcissement 
des télomères observé en absence de la protéine Mog1.   
Les résultats obtenus dans le chapitre 3 à propos du mutant cdc13-1 apportent une 
première explication aux résultats des micropuces du chapitre 2. L’accumulation de la 
protéine mutante cdc13-1 dans le cytoplasme est due à un défaut d’import au noyau ou a un 
excès d’export vers le cytoplasme de la protéine mutante cdc13-1. Dans des conditions 




Steven I. Reed, et al., 1997; Nugent et al., 1996), et on observe aussi un léger défaut de 
protection des télomères même à 23°C (Annexe 2, Figure S4 et Chapitre 3, Figure 2-A). 
Étant donné que la protéine Mog1 est impliquée dans le transport entre le noyau et le 
cytoplasme, l’interprétation la plus simple du fait que la mutation mog1Δ est une mutation 
suppressive de la mutation cdc13-1 est : en absence de Mog1 la protéine cdc13-1 est soit 
mieux importé au noyau soit moins exporté au cytoplasme ce qui permet de corrigé l’effet 
de la mutation cdc13-1 dans des conditions semi-permissives au moins (27 ou 28°C). 
Cependant, l’expérience effectuée dans la Figure S4 Annexe 3, montre que chez le double 
mutant cdc13-1 mog1Δ les télomères sont toujours déprotégés à 30°C. Afin de confirmé cela 
une analyse plus quantitative devrait être effectuée pour confirmer cette observation. Une 
autre approche possible serait d’effectuer des immunofluorescence chez le double mutant 
cdc13-1 mog1Δ pour vérifier cette hypothèse. 
D’autre part, les expériences de génétique et les résultats du Southern blot indiquent 
que la mutation mog1Δ est dominante sur la mutation cdc13-1 (Chapitre 2, Figure 27 et 30). 
Ce raccourcissement des télomères peut être interprété par une augmentation de la dose de 
la protéine mutante cdc13-1 dans le noyau ce qui conduirait à un effet d’inhibiteur de l’action 
de la télomérase au niveau des télomères.  
Puisque nous avons été incapables de déterminer les mécanismes par lesquels Mog1 
intervient dans la régulation de la taille des télomères et dans l’adaptation des cellules, nous 
avons investigué si ce facteur intervient dans la même voie que celle de la télomérase. Pour 
ce faire, nous avons entrepris une étude d’interaction génétique entre le mutant mog1Δ et 
tlc1Δ. Cette étude a révélé que la vitesse de sénescence pour le simple mutant tlc1Δ est 
comparable à celle du double mutant tlc1Δ mog1Δ (Chapitre 2, Figure 31-C). Ce qui signifie 
que le gène MOG1 n’a aucun effet sur la dynamique de la sénescence. La mutation cdc13-1 
est connue pour accélérer le phénotype de sénescence chez le mutant tlc1Δ (Nugent et al., 
1996). L’addition de la mutation mog1Δ chez ce double mutant ne semble pas affecter la 
vitesse de sénescence ce qui indique que l’interaction génétique entre mog1Δ et cdc13-1 est 
indépendante de la réplication des télomères. Ces résultats suggèrent que la mutation mog1Δ 




des télomères chez le mutant mog1Δ est probablement due à un effet indirect qui cause un 
raccourcissement global de la taille des télomères. Contrairement à la sénescence, la 
mutation du gène mog1Δ présente un effet drastique sur la capacité de formation des 
cellules cdc13Δ. En effet, en absence du gène MOG1, les cellules survivantes qui subissent 
l’adaptation sont encore capables de former des colonies à une température restrictive de 
37 °C (Chapitre 2, Figure 33 et Figure 34), ceci indique que les cellules sont toujours 
capables de s’adapter et d’inactiver les points de contrôle du cycle cellulaire (Discussion, 
Figure 37 et Chapitre 1, Figure 11). Cependant, ces cellules ne sont plus capables d’éliminer 
le plasmide qui contient le gène cdc13-1-URA3 et de ce fait elles ne sont plus capables de 
croitre en présence de la drogue FOA (voir matériel et méthodes) (Boeke et al., 1987). Trois 
hypothèses peuvent être apportées pour expliquer cette observation. (i) La première 
hypothèse est que le plasmide qui exprime le gène cdc13-1-URA3 s’est intégré dans le 
génome, ce qui conduit à la mort cellulaire si les cellules sont en contact avec la drogue FOA. 
Cette hypothèse, même si elle est probable elle demeure peu convaincante. En effet, même 
si un plasmide est intégré dans le génome celui-ci peut être excisé par la suite dans certaines 
cellules de façon spontanée. Cette excision se produit de façon aléatoire et de faibles 
fréquences. Dans le cas où le gène URA3 est excisé, ceci permet alors aux cellules d’être 
ensuite résistantes à la drogue FOA. (ii) la deuxième hypothèse est que l’absence du 
gène MOG1 rend les cellules plus propices à garder le plasmide en question dans les noyaux. 
En effet, il a été rapporté que Mog1 est associé à une Ran-GTP (Gsp1), une protéine 
impliquée dans l’architecture et l’organisation nucléaire (Belhumeur et al., 1993). L’absence 
de la protéine Mog1 pourrait affecter la fonction de cette protéine et donc désorganiser 
partiellement l’architecture du noyau, ce qui favoriserait la rétention des plasmides dans le 
noyau, et donc une incapacité des cellules à survivre dans un milieu contenant la drogue 
FOA. (iii) la dernière hypothèse, la plus probable, est que l’absence de la protéine Mog1 
affecterait l’import/export d’un facteur essentiel qui permettrait à la cellule de survivre en 
absence de Cdc13. Afin de vérifier cette dernière hypothèse il serait intéressant de verrier 




5.2.5 Modèle proposé pour l’adaptation à la perte de la protéine Cdc13 
L’incapacité des cellules à survivre en absence de la protéine Cdc13 et de la protéine 
Mog1 nous permet de spéculer sur l’existence d’une troisième phase nécessaire pour que les 
cellules survivent à la perte de la protéine Cdc13. La première et la deuxième sont 
respectivement l’inactivation réversible (Adaptation) des points de contrôle suivi de 
l’inactivation irréversible (mutation des gènes de la signalisation) des composants de la 
signalisation cellulaire nécessaire à la réponse aux dommages tels que mentionnés dans la 
Figure 37 et 38. La troisième étape serait une adaptation à la perte de la protéine Cdc13 elle-
même. En effet, l’inactivation des points de contrôle du cycle cellulaire ne serait donc pas 
suffisante pour l’élimination complète de la protéine Cdc13, mais nécessite un facteur X ou 
une fonction Y qui reste encore à déterminer. Ce facteur ou cette fonction dans ce cas est 
alors dépendante de la présence de la protéine Mog1 (Figure 38). 
 
Figure 38. Les trois phases nécessaires à la perte de la protéine Cdc13  
5.2.6 L’effet « mémoire » caractérisant les cellules survivantes de la 
deuxième génération (S2) 
Par la suite, nous sommes allés déterminer si l’état d’adaptation des cellules était 
réversible ou non. Pour ce faire, nous avons retransformé des cellules adaptées avec un 
plasmide exprimant la protéine Cdc13 pour former des survivants de deuxième génération 
(S2) (Mersaoui et al., 2015). De manière surprenante, lorsqu’on génère une nouvelle fois des 
cellules adaptées avec les survivants de deuxième génération (S2) en enlevant une nouvelle 




observation suggère aussi que les souches S2 disposaient d’une « mémoire » héritée de la 
première perte de la protéine Cdc13 (Résultats non publiés, Prud’homme C. 2008). Cette 
« mémoire » précédemment décrite correspond aux mutations accumulées dans les 
séquences codantes des gènes impliquées dans la réponse aux dommages à l’ADN (Chapitre 
1). De ce fait, la perte de la protéine Cdc13 à partir des survivants (S2) ne produit qu’un effet 
minime dans le profil global de l’expression génomique comparé à lors de la première perte 
de la protéine Cdc13, ce qui expliquerait un haut taux de formation des cellules cdc13Δ chez 
les survivants de deuxième génération (Mersaoui et al., 2015). 
5.2.7 Évidence de la présence d’un troisième facteur qui favorise 
l’adaptation 
Bien que le taux d’adaptation chez les survivants de deuxième génération (10-2) soit 
supérieur à celui des survivants de première génération (10-5), celui-ci reste tout de même 
étonnamment bas (1 cellule sur 100). En effet, puisque les souches survivantes de seconde 
génération ont déjà les points de contrôle inactivé de façon irréversible (mutation rad24 et/ou 
mec1), on devrait s’attendre à un taux de formation des cellules adapté chez les survivants 
S2 nettement supérieur à 10-2. Cette observation renforce l’hypothèse selon laquelle d’autres 
facteurs seraient impliqués dans le processus lors de perte de la protéine Cdc13 
indépendamment de l’adaptation et des points de contrôle du cycle cellulaire.  
Une étude effectuée précédemment au laboratoire a tenté d’identifier ces facteurs par 
analyse transcriptionnelle. Ces études ont comparé l’expression génique entre les cellules 
adaptées cdc13Δ et les cellules survivantes de seconde génération. Ces études ont démontré 
que le nombre de gènes dont l’expression varie entre ces deux souches était très faible avec 
seulement 31 gènes (soit 0.5 % du génome) (Résultats non publiés, Prud’homme C. 2008). 
Parmi les gènes dont l’expression est augmentée, on retrouve HUG1 et DNL4. Le gène 
HUG1 est exprimé en présence de stress réplicatif sous contrôle du gène MEC1 et RAD53. 
Lorsque la protéine est exprimée, elle inhibe la ribonucléotide réductase (Rnr2) (Meurisse et 
al., 2014; Tkach et al., 2012). De manière intéressante, le mode d’activation de la 
ribonucléotide réductase dépend de plusieurs phases impliquant un transport du complexe 
Rnr2/Rnr4 depuis le noyau vers le cytoplasme, puis est réimporté vers le noyau (Lee et al., 




affecter la formation de cellule adaptée par exemple en absence de la protéine Mog1. D’autre 
part, la protéine Dnl4 est une ADN ligase qui facilite la réparation par NHEJ en présence de 
la protéine Lif1 et YKu70/80. Il a été montré que ces protéines pouvaient réguler 
négativement la résection des extrémités non homologues lors de la réparation (Lin et Scott, 
2012; Zhang et al., 2007). Dans les souches cdc13Δ, la surexpression de cette protéine 
pourrait contribuer à limiter la résection des télomères d’une manière alternative à la voie 
classique en présence de Cdc13, de ce fait l’équilibre résection/réplication est maintenu et 
donc les celles adaptées cdc13Δ restent viable  
5.2.8 Stratégies alternatives pour l’étude de l’adaptation.  
Afin d’améliorer notre compréhension du mode de formation des cellules adaptées, 
plusieurs suggestions d’un intérêt majeur sont proposées en perspective : 
(i) Etudier et considérer, la variation d’expression de l’ensemble des régions du 
génome en réalisant une analyse par séquençage de l’ARN génomique total. Tel que cité 
précédemment beaucoup de régions ne contenant pas d’ORF pourraient être dérégulées lors 
de la formation des cellules adaptées. Il est à noter que certaines de ces régions dont 
l’expression est fortement modifiée se situent à proximité des régions télomériques dont 
probablement la transcription des TERRA (Chapitre 2, Figure 26). De plus, il n’est pas à 
exclure que les TERRA pourraient avoir un rôle dans la formation des cellules adaptées tel 
qu’observer lors de la formation des survivants (T.-Y. Yu et al., 2014).  
(ii) En plus de ce qui a été rapporté dans le point précédent, il serait probablement plus 
avantageux d’analyser ces variations de transcription lors du processus d’adaptation sur les 
différentes phases sous forme de cinétique en s’inspirant de la stratégie effectuée par 
Nautiyal et al. 2002 lors de leurs études de la sénescence.  
(iii) Le modèle de l’adaptation à la perte de la protéine Cdc13 proposé précédemment 
suggère d’abord une inactivation réversible des points de contrôle du cycle cellulaire, qui 
conduit à une phase de stress propice à l’accumulation de mutations ponctuelles (ex. : Mec1 
et Rad24). Vu que les méthodes de séquençage actuelles sont peu onéreuses, il serait très 
informatif d’identifier l’ensemble des gènes qui accumuleraient des mutations durant cette 




d’identifier quelles sont les voies additionnelles inactivées lors de la perte de la protection 
des télomères. Ces voies additionnelles pourraient alors apporter des éclaircissements par 
rapport la troisième phase proposée qui promeut la perte de la protéine Cdc13, et qui ne peut 
être détectée avec une analyse transcriptomique.  
(iv) Enfin une analyse protéomique comparative pourrait être envisagée pour affiner la 
compréhension de la variation du protéome de la levure lors de l’adaptation. En effet, 
plusieurs gènes identifiés ayant un rôle dans l’adaptation tel que Cdc5, Ptc2 et Tid1 ne 
montrent aucune variation au niveau transcriptionnelle. De ce fait une approche protéomique 
quantitative en condition SILAC (stable isotope labelling by amino acids in cell culture)(de 
Godoy et al., 2006, 2008) nous permettra d’identifier les différentes variations au niveau 
protéique, à savoir le niveau d’expression, mais aussi les modifications post-traductionnelles 
entre les différentes souches analysées (Alexandre Soulard, 2010). 
5.3 Fonction de protection et de réparation pour la protéine Cdc13  
5.3.1 Remise en contexte  
En absence de la protéine Cdc13, les souches adaptées cdc13Δ présentent un défaut de 
croissance lorsque celles-ci sont mises en présence de stress génotoxique tel qu’une addition  
de HU et de MMS (Larrivée et Wellinger, 2006). Ce phénotype suggère un problème lors de 
la réparation des dommages à l’ADN qui sont induits par ces drogues (Chapitre 1, Figure 5-
B) (Larrivée et Wellinger, 2006). Toutefois, après réexpression de la protéine Cdc13 dans 
ces souches, celles-ci perdent le phénotype de sensibilité aux drogues, et ce, même en 
présence d’une signalisation défectueuse pour les points de contrôle du cycle cellulaire 
(Chapitre 1, Figure 5-B). Ces résultats confortent notre hypothèse selon laquelle la 
protéine Cdc13 jouerait un rôle lors de la réponse aux dommages à l’ADN. De plus, des 
études précédentes ont montré que la protéine Cdc13 peut être recrutée au niveau des 
cassures double-brin de l’ADN (Bianchi et al., 2004; Zhang et Durocher, 2010), ce qui 
soutient notre hypothèse. L’implication de Cdc13 au niveau des cassures requiert 
globalement des interactions protéines-protéines spécifiques qui pourraient faire intervenir 
un ou plusieurs domaines de la protéine (Introduction, Figure 6). Afin de déterminer si la 




de ces domaines. Dans le cas où la suppression d’un domaine résulte par une perte du 
phénotype de résistance aux drogues, alors ceci nous indiquera que ce domaine est important 
pour la réparation. Pour ce faire, nous avons procédé à la délétion systématique de chaque 
domaine de la protéine Cdc13 individuellement (Chapitre 3, Figure 1). Une fois les 
mutations obtenues, nous avons procédé à une analyse de l’expression de ces mutants au 
niveau protéique (Chapitre 3, Figure 1-C). Les premiers résultats indiquent que quatre allèles 
sont exprimés à un niveau comparable à celui du gène sauvage (rdΔ, ob2Δ, ob3Δ et ob4Δ) 
alors que le mutant ob1Δ est faiblement exprimé. Les expériences effectuées au laboratoire 
ont montré que l’ARNm de ce mutant est exprimé à un niveau comparable à celui de l’ARNm 
du gène sauvage (Chapitre 4, Figure S1). Ceci suggère que la protéine mutante cdc13-ob1Δ 
est instable et qu’elle est rapidement dégradée après sa traduction. C’est pour cette raison 
que nous nous sommes intéressés uniquement aux mutants des domaines RD, OB2, OB3 et 
OB4 dans notre étude.  
Une fois les mutants générés, nous nous sommes intéressés aux phénotypes de 
résistance aux drogues procurées par les souches qui expriment chacune des protéines 
mutantes, puis nous les avons comparés à la souche qui exprime la protéine Cdc13 sauvage.   
5.3.2 Hypothèse sur la sensibilité aux drogues des souches adaptées  
Les phénotypes de résistance aux drogues en présence de ces divers mutants analysés 
révèlent que la délétion d'un des deux domaines (RD ou OB4) n’a aucun effet sur la 
résistance aux drogues (Annexe 4, Figure S2). Ceci signifie que les deux domaines ne sont 
pas impliqués dans la réponse aux dommages. Cependant, la délétion d’un des deux 
domaines OB2 et OB3 de la protéine Cdc13 résulte par une perte significative du phénotype 
de résistance aux drogues (Annexe 4, Figure S2). Ceci suggère un rôle de ces trois domaines 
dans la résistance aux dommages.  
Sachant que les protéines mutantes cdc13-ob2Δ et cdc13-ob3Δ ne sont pas capables 
de lier l’ADN télomérique et que le mutant cdc13-ob3Δ n’est pas localisé dans le 
compartiment nucléaire, ceux-ci suggèrent que la fonction étudiée requière obligatoirement 
une localisation de la protéine dans le noyau et la capacité de liaison à l’ADN. Afin de vérifier 




ob3-13m, dont la protéine exprimée a perdu la faculté de lier l’ADN télomériques en 
présence de tous ses domaines. Tel qu’attendu, les souches qui expriment la protéine cdc13-
ob3-13m sont sensibles aux drogues (Annexe 4, Figure S2). Ceci confirme que même en 
présence de tous les domaines de la protéine Cdc13, la fonction de liaison à l’ADN est 
essentielle pour assurer le phénotype de résistance aux drogues et que le domaine OB3 est 
essentiel pour cette fonction.  
D’un autre côté, dans le cas où la protéine mutante cdc13-ob2Δ se retrouve pourvue 
d’une séquence peptidique d’adressage au noyau (SV40-NLS), la souche qui exprime cette 
protéine dispose d’un phénotype de résistance aux drogues. (Annexe 4, Figure S2). Ce qui 
indique que le domaine OB2 n’est pas impliqué dans le phénotype de résistance aux drogues. 
On note aussi qu’en absence du domaine OB1, les souches adaptées perdent complètement 
leurs capacités à résister aux drogues, ceci peut être expliqué par le faible niveau 
d’expression du mutant cdc13-ob1Δ.  
L’ensemble de ces observations ont mis en évidence un lien direct entre l’état de 
protection des télomères et la sensibilité aux drogues. En effet si les télomères sont 
déprotégés, les cellules sont sensibles aux drogues. Cet effet est observé avec toutes les 
protéines mutantes ob1Δ, ob2Δ, ob3Δ et ob3-13m. Une des hypothèses qui pourrait expliquer 
le lien entre ces deux phénotypes est la titration d’une ou de plusieurs protéines de réparation 
au niveau des ADN simple-brin télomérique.  
En effet, chez les cellules adaptées (cdc13Δ) (Figure39-C), les extrémités 
chromosomiques sont complètement déprotégées ce qui résulte à une accumulation d’une 
quantité massive d’ADN simple-brin à l’extrémité du télomère (Chapitre 3, Figure 2-C et 
Annexe 3, Figure S4-C). L’ajout d’une drogue, tel que le HU (Chapitre 4, Figure S2), 
provoque des dommages qui ne peuvent être réparés faute de disponibilité des protéines de 
réparations. Les protéines limitantes restent encore inconnues et a déterminée. L’hypothèse 
de la titration découle de l’observation selon laquelle si l’on introduit une seule cassure 
double-brin au niveau d’un site spécifique dans le génome, celle-ci ne produit aucun effet 
sur la viabilité (Annexe 1, Figure S3). Ce dommage peut être réparé par recombinaison 




que l’introduction d’un stresse au niveau du génome permet une accumulation de dommage 
au niveau de plusieurs loci. 
 
Figure 39. Modèle explicatif de la résistance des souches adaptées aux 
drogues en présence de la protéine Cdc13 
 Par ailleurs, l’utilisation du HU provoque une déplétion de nucléotide nécessaire à la 
synthèse d’ADN (Singh et Xu, 2016), Ce qui conduit à un ralentissement des fourches de 
réplications et de ce fait affecter l’équilibre précaire présent aux extrémités des télomères 
chez les souches cdc13Δ (voir section 5.1.1). L’addition de la drogue conduit alors à une 
instabilité génomique puis à une mort cellulaire. Chez les cellules survivantes (cdc13Δ+ 
Cdc13) les télomères sont dans un été protégés et l’application d’un stress réplicatif dans ces 
cellules ne provoque aucun effet sur la viabilité ni sur la résistance aux drogues (Figure39-




5.3.3 Le domaine OB2 n’est pas impliqué dans la dimérisation, mais dans la 
régulation de la taille des télomères via son interaction avec STN1  
Lors de l’étude des différents mutants cités précédemment, nous nous sommes aussi 
intéressé à leurs caractéristiques et leurs effets sur la protéine et sur les télomères. Nous avons 
pu déterminé plusieurs effet intéressants. Un des aspects important que nous avons évalué 
pour chacun des mutants de Cdc13 est leurs capacités à former des homodimères in vivo. 
Deux études précédentes ont proposé que la protéine Cdc13 agisse sous forme de dimer 
(Mitchell et al., 2010; Sun et al., 2011) et que le domaine OB1 serait responsable de cette 
dimérisation (Mitchell et al., 2010; Sun et al., 2011). Une troisième étude a proposé que le 
domaine OB2 serait aussi impliqué dans cette dimérisation in vitro (Mason et al., 2013). Afin 
de vérifier le rôle dans la dimérisation du domaine OB2, nous avons mis au point des 
expériences biochimiques pour évaluer la capacité de la protéine Cdc13 à former un 
homodimère stable in vivo en présence ou en absence du domaine OB2. Pour ce faire, nous 
avons utilisé deux versions de Cdc13 (3HA-Cdc13 et Cdc13-13MYC) exprimées chacune à 
partir d’un plasmide centromérique transformé dans une même souche (Chapitre 3, 
Figure 7). Les précédentes études qui ont mis en évidence la dimérisation de la 
protéine Cdc13 mais n’ont pas étudié l’influence de l’ADN télomérique sur la dimérisation 
(Sun et al., 2011). Nous avons alors confirmé que l’homodimérisation de Cdc13 était belle 
et bien indépendante de l’ADN par différentes méthodes. Nous avons traité les 
immunoprécipitations avec la DNaseI pour éliminer toute trace d’ADN (Chapitre 3, 
Figure 7). Les résultats de nos expériences indiquent que la protéine Cdc13 forme un dimère 
stable même après traitement avec la DNaseI. Afin de nous assurer de ces résultats, nous 
avons utilisé le mutant cdc13-ob3-13m. Ce mutant contient 13 résidus mutés qui permettent 
d’empêcher l’interaction de la protéine Cdc13 avec l’ADN (Chapitre 3, Figure 7 et 
Annexe 3, Figure S7). La co-immunoprécipitation de deux versions de ce mutant (HA-ob3-
13m et ob3-13m-Myc) montre que ces derniers sont capables de former un homodimère 
stable indépendamment de la liaison à l’ADN (Chapitre 3, Figure 7-C), ce qui confirme nos 
précédents résultats de dimérisation avec les traitements DNaseI. Nous avons ensuite analysé 
la formation de l’homodimère de Cdc13 en absence du domaine OB2. De façon inattendue, 




toujours capable de former un homodimère stable (Chapitre 3, Figure 7-C), même si la 
protéine est localisée dans le cytoplasme (Chapitre 3, Figure 3). 
En conclusion, nos résultats vont à l’encontre des précédentes études qui stipulent que 
ce domaine OB2 est important pour la dimérisation de la protéine Cdc13 (Mason et al., 
2013). Dans cette même étude in vitro, les auteurs suggèrent un rôle de ce domaine dans la 
stabilisation de la protéine Stn1 (Mason et al., 2013).    
Afin de vérifier si Stn1 interagit avec Cdc13 via son domaine OB2 in vivo, nous avons 
effectué des expériences de chromatine-immunoprécipitation en utilisant l’allèle STN1-HA. 
Si le domaine OB2 de la protéine Cdc13 est délété et que l’interaction avec Stn1 est 
compromise, on s’attendrait à une perte de l’enrichissement des séquences télomériques par 
qPCR chez les cellules en division. Malheureusement, après plusieurs tentatives nous avons 
été incapables de détecter un signal exploitable par qPCR pour la souche sauvage CDC13 
STN1-HA.  
Des expériences de complémentation fonctionnelle effectuée en utilisant l’allèle 
cdc13-ob2Δ apportent quelques évidences pour l’interaction entre Snt1 et Cdc13 via le 
domaine OB2. En effet, en exprimant la protéine cdc13-ob2Δ-NLS dans une souche cdc13-
1. Après 120 générations les télomères sont rallongés et de taille hétérogènes (Chapitre 3, 
Figure 4). L’analyse du niveau protéique révèle que la protéine mutante cdc13-ob2Δ-NLS 
présente une expression faible par rapport au niveau de la protéine sauvage (Chapitre 3, 
Figure S5-A). Cette faible expression pourrait expliquer la taille hétérogène des télomères 
observées précédemment. Nous avons alors introduit le gène codant pour la protéine cdc13-
ob2Δ-NLS dans un plasmide multicopie ce qui a permis de retrouver un niveau d’expression 
protéique comparable à celui de la protéine sauvage. Chez une souche qui exprime 
uniquement cette version cdc13-ob2Δ-NLS, les télomères sont rallongés et hétérogènes. Le 
phénotype télomérique dans ce cas ressemble beaucoup à celui des mutants cdc13-ob4Δ 
(Chapitre 3, Figure S1). Ce résultat indique que le domaine OB2 aurait une autre fonction 
impliquée dans la régulation de la taille des télomères. Une des fonctions serait de stabiliser 
l’interaction entre la protéine Cdc13 et la protéine Stn1. La perte de cette interaction pourrait 




Afin d’explorer l’interaction entre Cdc13 et Stn1, il serait intéressant de réaliser encore 
une fois les expériences de ChIP en substituant l’étiquette HA par l’étiquette 13xMyc, tel 
que réalisé pour les ChIP avec la protéine Cdc13 (Chapitre 3, Figure 2). Une alternative à 
cette expérience serait d’évaluer l’interaction entre la protéine Cdc13 et Stn1 en utilisant les 
expériences du double-hybride (Chandra et al., 2001; Grandin, Steven I. Reed, et al., 1997). 
Les souches requises pour effectuer cette expérience sont disponibles au laboratoire et les 
constructions sont sur le point d’être finalisées. 
D’autres protéines que Stn1 peuvent interagir avec la protéine Cdc13 par 
l’intermédiaire du domaine OB2. Afin d’identifier ces éventuelles protéines, des expériences 
préliminaires ont été effectuées. Pour ce faire, nous avons immunoprécipité la 
version Cdc13-Myc sauvage exprimée chez une souche adaptée puis nous avons identifié 
l’ensemble de ces interactants. Nous avons aussi immunoprécipité la protéine 
mutante cdc13-ob2Δ-NLS et effectué la même analyse. En effectuant la comparaison, nous 
avons pu identifier plusieurs protéines spécifiques qui interagissent uniquement avec la 
protéine sauvage et qui sont en cours d’études. Contre toute attente, aucun signal relatif à 
Stn1 n’a été détecté même avec la protéine sauvage Cdc13. Des résultats négatifs ne peuvent 
exclure néanmoins l’interaction entre Stn1 et le domaine OB2 de la protéine Cdc13. En effet, 
cette interaction peut être aussi régulée par des modifications post-traductionnelle (ex. : 
phosphorylation). De façon similaire, des expériences précédentes ont mis en évidence le 
rôle de la SUMOylation dans l’interaction impliquant le domaine OB4 et la protéine Stn1 
lors de la phase S de la réplication (Hang et al., 2011).  
5.3.4 Une nouvelle interface de dimérisation de la protéine Cdc13  
Les études sur la dimérisation de la protéine Cdc13 en utilisant les différents mutants 
précédemment décrits (rdΔ, obΔ2, obΔ3 et ob4Δ) ont mis en évidence une nouvelle interface 
de dimérisation de la protéine Cdc13. En effet, en absence du domaine RD ou du 
domaine OB4, les protéines Cdc13 mutantes étaient toujours capables de former un dimère. 
À l’inverse, la déplétion du domaine OB3 (domaine de liaison à l’ADN) provoque une perte 
de la forme dimérique (Chapitre 3, Figure 7-C). Cette perte de dimérisation n’est cependant 
pas totale. Une fraction du dimère qui subsiste est probablement le résultat de la dimérisation 




due à l’absence du domaine OB3. De plus, l’absence du domaine OB3 ne permet pas la 
dimérisation entre le mutant ob3Δ et une version de Cdc13 sauvage (Chapitre 3, Figure 7-
C). Tous ces résultats indiquent que la protéine Cdc13 forme un homodimère à l'aide de deux 
de ses domaines qui sont OB1 et OB3. Ces résultats aussi prédiraient que le double mutant 
cdc13-4R-ob3Δ perdrait totalement la capacité à former un dimer stable. Pour rappel, la 
mutation cdc13-4R dispose de quatre mutations localisées au niveau du domaine OB1 qui 
font perdre à la protéine Cdc13 sa capacité de former un dimère (Sun et al., 2011). Il serait 
intéressant aussi dans la continuité de ce travail d’identifier les résidus du domaine OB3 
présent au niveau de l’interface du dimère de Cdc13. Néanmoins, les résultats précédents de 
l’analyse de la dimérisation obtenue avec l’allèle cdc13-ob3-13m (voir section précédente 
5.3.3) nous permettent déjà de conclure que les résidus impliqués sont différents de ceux 
nécessaires pour l’interaction avec de l’ADN télomérique.  
5.3.5 La liaison de la protéine Cdc13 à l’ADN permet sa rétention au noyau 
Afin de caractérisée les différents mutants de la protéine Cdc13, nous avons aussi 
entrepris l’analyse de la localisation cellulaire de la protéine Cdc13. L’étude de la 
localisation par microscopie a montré que le domaine OB2 était nécessaire pour l’import de 
la protéine Cdc13 vers le noyau (Chapitre 3, Figure 3 et 4). La délétion de ce domaine 
conduit a une accumulation de la protéine mutante dans le cytoplasme. À l’inverse, dans le 
cas de la délétion du domaine OB3, la protéine mutante cdc13-ob3Δ présente une localisation 
diffuse dans les deux compartiments de la cellule (nucléaire et cytoplasmique). Une des 
interprétations possibles de ce résultat serait qu’en absence du domaine de liaison à l’ADN, 
la protéine mutante ob3Δ n’est plus retenue dans le noyau mais est expulsée vers le 
cytoplasme. Le mouvement répétitif de la protéine entre le noyau et le cytoplasme permet 
d’atteindre un équilibre qui se traduit par une observation d’un signal homogène dans les 
deux compartiments de la cellule (Chapitre 3, Figure 4).  
Afin de confirmer que la liaison à l’ADN est responsable de l’accumulation de la 
protéine Cdc13 au niveau du compartiment nucléaire, nous avons étudié la localisation de la 
protéine mutante cdc13-ob3-13m. Les mutations introduites chez ce mutant éliminent sa 
capacité de lier l’ADN tous en évitant une déplétion du domaine OB3. L’analyse par 




deux compartiments cellulaires (Chapitre 3, Figure 7). Ces résultats confortent ainsi les 
précédentes observations avec le mutant ob3Δ. De plus, la rétention de la protéine Cdc13 
dans le noyau n’est pas dépendante de la dimérisation, car : d’abord, le mutant cdc13-ob3-
13m est toujours capable de former un homodimère, mais n’est pas retenu dans le noyau, 
puis, car le mutant cdc13-4R qui perd la faculté de former un dimère est vraisemblablement 
toujours localiser dans le noyau vu que les télomères sont toujours protégés. Finalement, 
l’ensemble de ces résultats suggèrent que la liaison de la protéine Cdc13 à l’ADN 
télomérique permet sa rétention dans le noyau.   
5.3.6 L’effet de la mutation cdc13-1 à des températures restrictives 
La mutation cdc13-1 a été la première mutation identifiée du gène CDC13 (Garvik et 
al. 1995).  Cet allèle est appelé aussi hypomorphe (Paschini et al., 2012), il contient une 
mutation ponctuelle qui cause un changement de l’acide aminé proline situé en position 371 
en sérine (P371S) localisée au niveau du domaine OB2. La protéine dotée de cette mutation 
est relativement fonctionnelle à des températures de croissance permissives ou inférieures à 
26 °C. Si la température excède les 27 °C (température restrictive), la protéine mutée devient 
non fonctionnelle et donc elle n’est plus capable d’assurer la fonction de protection du 
télomère. Plusieurs travaux ont tenté d’expliquer l’effet de cette mutation sur la fonction de 
la protéine Cdc13. Une des premières explications qui a été apportée découle des travaux 
effectués par Mason et al. 2013. Ceux-ci stipulent que la mutation de la protéine cdc13-1 
conduit à un défaut d’organisation du domaine OB2 (Mason et al. 2013). Dans cette même 
étude, la mutation P371S conduit à la perte de la capacité de Cdc13 à former un homodimère 
stable (Mason et al. 2013). Environ 78 % des protéines se retrouvent sous forme 
monomérique à une température permissive de 23 °C in vitro (Mason et al., 2013). À partir 
de ces résultats, nous avons aussi testé dans notre système expérimental in vivo la capacité 
de la protéine mutante cdc13-1 à former un dimère stable. Les résultats de ces analyses ont 
montré que la mutation P371S n’affectait en aucun cas la capacité de la protéine cdc13-1 à 
former des dimères ni à 23 °C ni à 32 °C in vivo (Chapitre 3, Figure S7-d).  
Étant donné que la mutation P371S est localisée au centre du domaine OB2 (289-493) 
(Chapitre 3, Figure 1-A), et que ce domaine est nécessaire pour l’import de la protéine au 




la protéine cdc13-1 vers le noyau. Pour vérifier cette hypothèse, nous avons analysé la 
localisation de la protéine cdc13-1-Myc à une température permissive (23 °C) et restrictive 
(35 °C). Les résultats obtenus montrent qu’à 23 °C, la protéine est majoritairement localisée 
dans le noyau et présente un phénotype proche à celui d’une protéine sauvage. Cependant, 
l’incubation de la souche cdc13-1-Myc à des températures de 35 °C pendant 3 h conduit à 
une accumulation de la protéine mutante cdc13-1-Myc dans le cytoplasme (Chapitre 3, 
Figure 5-A et B). Un traitement identique de la souche sauvage qui exprime la 
protéine Cdc13-Myc ne montre aucun défaut de localisation après incubation de 3 h à 35 °C 
(Chapitre 3, Figure 5-A et B). Ces résultats suggèrent deux possibilités complémentaires : 
(i*) la première serait que les protéines mutantes cdc13-1, dans des températures restrictives, 
perdent leurs capacités à être transloquée de façon efficace vers le noyau (ii**) la deuxième 
serait que les molécules non liées à l’ADN télomérique présent dans le noyau sont 
immédiatement redirigée vers le cytoplasme de façon plus efficace qu’une protéine sauvage. 
En effet, des analyses de bioinformatique ont révélé l’existence d’une séquence NLS 
classique bipartite dans la région N terminale du domaine OB2 (entre les résidus 325 et 350). 
Une des hypothèses explicatives serait que chez la protéine mutante cdc13-1 (P371S), à des 
températures restrictives, disposerait d’un défaut de repliement qui masquerait la totalité ou 
une partie de la région N terminale du domaine OB2. Ceci compromettrait alors l’efficacité 
de transport de la protéine mutante cdc13-1 vers le noyau. Ce défaut se traduirait par une 
diminution du dosage de la protéine mutante cdc13-1 dans le noyau pour assurer la protection 
des télomères lors de la phase S de réplication, au moment ou l’activité exonucléase est à 
son maximum. 
Des expériences précédentes effectuées au laboratoire ont montré que la 
protéine Cdc13 n’était pas essentielle à la protection si les cellules étaient arrêtées en phase 
G1 et/ou en début de la phase S du cycle cellulaire (Vodenicharov et al., 2010). Cette 
observation suggère que la protéine Cdc13 n’est pas obligatoirement attachée aux télomères 
en phase G1 et en début de phase S. Pour les molécules de Cdc13 qui ne seraient pas liée aux 
télomères en G1, celle-ci peuvent être alors redirigée vers le cytoplasme pour être dégradée 
et recyclée. Les seules évidences du retour probable de la protéine Cdc13 vers le cytoplasme 
découlent des résultats de l’analyse de la localisation du mutant cdc13-ob3Δ et du 




fixer l’ADN télomérique. Alors une fraction de ces protéines est immédiatement reconduite 
au cytoplasme. Afin de confirmer notre hypothèse sur le défaut de la protéine cdc13-1 à être 
transloquée au noyau dans des conditions restrictives de température, nous avons entrepris 
une expérience dans laquelle nous avons introduit une séquence NLS au niveau C-terminal 
de la protéine mutante cdc13-1 (cdc13-1-NLS-Myc), entre le domaine OB4 et 
l’étiquette 13*Myc. Nous avons alors pu constater que la protéine cdc13-1-NLS était 
majoritairement localisée au niveau nucléaire à 35 °C. Par ailleurs, nous avons tenté 
d’obtenir des colonies qui expriment uniquement la version cdc13-1-NLS, mais nous 
n’avons pas pu obtenir ces colonies. Ceci indique que probablement la construction cdc13-
1-NLS serait toxique pour la cellule. En effet, une cellule est sensible à un haut dosage de 
molécules de Cdc13 présent au noyau. Si le gène de Cdc13 est surexprimé, une cellule 
devient non viable. De la même façon, si l’on force la localisation d’une protéine Cdc13 
sauvage au niveau du noyau (ou Cdc13-1), celles-ci devient toxiques pour la cellule ce qui 
conduit à la mort de la cellule (Chapitre 4, Figure S3). Les raisons exactes de cette mort 
cellulaire ne sont pas connues, mais les résultats préliminaires indiquent que la présence de 
la protéine Cdc13 en grande quantité conduirait à une fragmentation du matériel génétique 
nucléaire et provoque une instabilité génomique. Cette fragmentation est observable par 
microscopie après coloration avec le DAPI (Résultats non montrés). Ce qui est intéressant 
c’est que cet effet est observable uniquement si la séquence peptidique NLS est ajoutée pour 
une protéine complète qui contient tous ces domaines. En effet, cette toxicité n’est pas 
observable chez le mutant cdc13-ob2Δ-NLS (Chapitre 3, Figure 4), dans ce cas les cellules 
sont aussi bien viables qu’une souche qui exprime une version de Cdc13 sauvage. Ces 
observations suggèrent fortement que le domaine OB2 serait impliqué dans cet effet. On peut 
alors spéculer sur l’effet de surexpression de la protéine Cdc13 qui pourrait lier une autre 
protéine essentielle à la progression du cycle cellulaire qui interagit avec le domaine OB2 et 
qui reste encore à déterminer. 
L’effet de la surexpression de la protéine Cdc13 est toxique pour la cellule, cette 
toxicité révèle l’importance de réguler le dosage de la protéine Cdc13 dans le noyau. Et de 
ce fait, une des hypothèses serait que toutes les molécules de Cdc13 qui ne sont pas liées aux 
télomères devraient être neutralisées et exportées au cytoplasme pour éviter une interférence 




analyse bioinformatique révèle avec, une forte probabilité (p=0.8) l’existence d’une 
séquence d’adressage au cytoplasme appelé NES (nuclear export signal) (Chapitre 4, 
Figure S4). Cette séquence est localisée au niveau de la région C-terminale du domaine OB1. 
Si notre hypothèse de la toxicité est fondée, on s’attendrait à ce que la séquence NES soit 
essentielle. En effet, nous avons effectué une délétion du résidu 80 à 175) que nous avons 
appelée cdc13-nesΔ. Les premiers résultats de l’analyse suggèrent que cette région est 
essentielle à la viabilité de la cellule, et de ce fait cet allèle ne peut complémenter la 
mutation cdc13Δ. Ce résultat conforte notre hypothèse que la région (80-175) serait un signal 
d’export vers le cytoplasme. 
Dans une autre analyse, nous avons tenté de discriminer entre les deux hypothèses 
citées précédemment (i* et ii** page 183). En effet, si la protéine cdc13-1 s’accumule dans 
le cytoplasme parce que la protéine est plus efficacement exportée vers le cytoplasme alors, 
l’introduction de la mutation nesΔ chez l’allèle cdc13-1 permettrait de supprimer le 
phénotype de themosensibilité.  
5.3.7 Évidence d’un effet de transcomplémentation 
Les études réalisées sur les mutants de la protéine Cdc13, rdΔ et ob4Δ n’ont montré 
aucun effet sur la protection des télomères. Cependant, l’étude de la taille des télomères chez 
ces mutants a montré des effets inattendus. Dans une situation homozygote, l’absence du 
domaine RD conduit à une perte totale de la capacité des cellules à maintenir une taille de 
télomère stable. L’expression du mutant rdΔ conduit à un raccourcissement progressif de la 
taille des télomères ce qui provoque une entrée en sénescence (Chapitre 3, Figure S1-b et c). 
Ce résultat est attendu, car ce domaine a été caractérisé comme étant le domaine d’interaction 
de la protéine Cdc13 avec la sous-unité de la télomérase Est1. Cette interaction permet de 
diriger la télomérase au niveau de l’extrémité du télomère pour réaliser l’étape d’élongation 
du brin G-riche (Nugent et al., 1996; Pennock et al., 2001). Le domaine RD (recrutement) a 
été identifié entre le résidu 190 et 340 de la protéine Cdc13 (Pennock et al., 2001). Dans 
notre étude, nous avons pu redéfinir l’étendue de ce domaine. En effet, l’utilisation d’un 
mutant où la déplétion recouvre les acides aminés entre la position 231 à la position 289 
conduit à un phénotype de sénescence au bout de 80 générations. Quelques générations plus 




maintenus par recombinaison homologue (Chapitre 3, Figure S1-C). Ce qui est intéressant 
c’est que dans une souche cdc13-1 qui exprime la protéine mutante rdΔ, celle-ci ne forme 
pas de survivants au bout de 80 ni à 120 générations (Chapitre 3, Figure 1-B). Ce résultat 
indique l’existence d’une possible transcomplémentation entre les deux formes de la 
protéine Cdc13 (rdΔ et cdc13-1). La première copie assure la fonction de protection alors 
que la deuxième copie est responsable du recrutement de la télomérase. Même si la protéine 
mutante cdc13-1 se retrouve majoritairement dans le cytoplasme (Chapitre 3, Figure 4) une 
partie de la protéine mutante cdc13-1 reste localisée dans le noyau si celle-ci fixe l’ADN 
télomérique. Alors, deux modèles (Figure 40) peuvent être proposés pour expliquer l’effet 
de transcomplémentation.   
Dans le premier modèle proposé, les deux protéines rdΔ et cdc13-1 se lient à l’ADN 
télomérique. La protéine rdΔ est capable de protéger les extrémités et est donc positionnée 
dans la partie centri-proximale du simple-brin G-riche. Alors que la deuxième copie cdc13-
1 comme elle perd sa fonction de protection, elle se positionne dans l’extrémité du brin G-
riche vers l’extrémité du télomère. Son positionnement à l’extrémité permet d’assurer alors 
une activité partielle de recrutement de la télomérase. Les télomères raccourcissent au fil des 
générations jusqu’à l’obtention d’un profil caractéristique des cellules survivantes. 
Cependant, ce profil n’est observé qu’au bout de 220 générations.  
Dans le second modèle, on tient en considération l’effet de la dimérisation de la 
protéine Cdc13. Nous proposons que la protéine dotée de l’activité de protection (rdΔ) soit 
celle qui préférentiellement lie la portion simple-brin du télomère, alors que la deuxième 
copie en se dimérisant permet de recruter la télomérase. Ce modèle est cependant 





Figure 40. Schéma explicatif de l’effet de transcomplémentation entre 
deux allèles de Cdc13 
(A) Dans le cas ou les deux protéines Cdc13 ne peuvent former un 
hétérodimère, celles-ci chacune fixe l’ADN télomérique séparément. La 
molécule centri-proximale, dans ce cas le mutant rdΔ, assure la protection 
alors que le mutant cdc13-1 assure en partie un recrutement partiel de la 
télomérase au télomère. (B) Dans le cas où les deux molécules forment un 
hétérodimère (rdΔ-cdc13-1), notre hypothèse est que la protéine qui fixe 
l’ADN télomérique assure une parfaire protection du télomère (rdΔ). La 
dimérisation du mutant cdc13-1 avec le mutant rdΔ permettrait de participer 
à la stabilisation de la télomérase au niveau du télomère. 
Comme pour le mutant rdΔ, le mutant ob4Δ affecte la taille des télomères. En effet, en 
présence d’une protéine mutante pour le domaine OB4, les télomères sont rallongés 
(Chapitre 3, Figure 1-D). Ce résultat était attendu, puisque ce mutant avait déjà été décrit 
précédemment (Chandra et al., 2001). Ce qui est intéressant est que ce mutant présente un 
effet dominant sur la taille des télomères en présence de la mutation cdc13-1 en provoquant 
le rallongement de ces derniers (Chapitre 3, Figure 1-D). Ce rallongement serait aussi 
explicable par les deux hypothèse cité précédemment. 
5.3.8 La dimérisation de Cdc13 est-elle essentielle pour le maintien des 
télomères ? 
Plusieurs études effectuées précédemment ont mis en avant le rôle de la dimérisation 
de la protéine Cdc13 dans le maintien des télomères (Mason et al., 2013; Mitchell et al., 




l’interaction génétique entre deux mutants de la protéine Cdc13 pour évaluer le rôle de la 
dimérisation dans le rallongement des télomères par la télomérase. Lors de cette expérience 
nous avons co-exprimés deux allèles du gène CDC13. Le premier allèle exprime la protéine 
délété de son domaine RD (rdΔ), et le deuxième allèle exprime une protéine incapable de 
lier l’ADN télomérique (ob3-13m). Sachant que les deux produits rdΔ et ob3-13m peuvent 
former un dimère stable, on s’attendrait qu’en présence de ces deux copies une souche serait 
capable de maintenir les télomères. Les premiers résultats de cette expérience n’ont pas 
abouti au résultat attendu (résultats non montrés). La raison identifiée qui pourrait expliquer 
cet échec serait le niveau d’expression des deux protéines. En effet, la version ob3-13m 
semble être moins exprimée par rapport à la protéine rdΔ (ou wt) (Chapitre 3, Figure S7). 
Cette différence d’expression peut en effet conduire à la formation dans la cellule d’un 
dimère rdΔ/rdΔ de façon plus fréquente que le dimer rdΔ/ob3-13m. L’analyse de la 
dimérisation entre la version ob3-13m et une protéine sauvage conforte cette supposition. En 
effet, la version ob3-13m a la capacité de former un dimer avec la protéine sauvage Cdc13, 
mais de façon moins efficace que celle observée entre deux molécules sauvages (Chapitre 3, 
Figure 7). Afin de remédier à ce problème, il serait intéressant d’utiliser un autre mutant que 
le ob3-13m. Un des candidats pour cette expérience serait le mutant cdc13-6 (Hughes, 2000). 
Cette protéine mutante est capable de fixer l’ADN à des températures de croissance de 23 °C, 
alors qu’à des températures de 36 °C la protéine perd complètement sa capacité d’interagir 
avec les séquences télomérique in vitro. L’expression de cette protéine in vivo conduit à la 
mort cellulaire si celles-ci sont soumises à des températures de croissance de 36 °C (Hughes, 
2000). Ainsi on s’attendrait à une transcomplémentation entre les deux copies cdc13-6 et 
rdΔ. Cependant, il faudrait vérifier que ces deux copies de Cdc13 peuvent éventuellement 
former un dimer dans les conditions de l’expérience. 
5.3.9 Modèle proposé pour le rôle in vivo des domaines constituant la 
protéine Cdc13 dans le maintien des télomères 
L’ensemble des résultats obtenus proposent un modèle pour la fonction de chacun des 
domaines de la protéine Cdc13 au niveau cellulaire (Figure 42-A). Une fois que la 
protéine Cdc13 est traduite à partir de l’ARN messager au cytoplasme, le domaine OB1 est 
la première partie de la protéine qui est synthétisée par le ribosome. Ce domaine semble avoir 




de ce domaine conduit à une protéine instable et rapidement dégradée. Étant donné que le 
domaine OB1 contient le site de départ de la traduction, il n’est pas exclu que le nouveau 
ATG de la protéine mutante ne soit présent dans un contexte défavorable pour assurer la 
traduction. Ceci expliquerait le niveau faible d’expression de la protéine cdc13-ob1Δ.  
Une fois la protéine Cdc13 traduite au niveau du cytoplasme, elle se retrouve 
immédiatement sous forme d’homodimère (Figure 42-B-2). La dimérisation de la 
protéine Cdc13 est aussi favorisée par le domaine OB3. Cette dimérisation n’est pas 
essentielle pour la stabilité de la protéine, car le mutant cdc13-4R ou le mutant ob3Δ ne 
présentent aucun défaut sur le niveau d’expression protéique. De plus, la perte de 
dimérisation de la protéine Cdc13 (cdc13-4R) ne semble aucunement affecter la localisation 
de la protéine Cdc13, car chez ce mutant les télomères sont toujours protégés.  
Le domaine OB2 est localisé au cœur de la protéine, ce domaine contient les séquences 
d’adressage de la protéine Cdc13 au niveau du noyau (Figure 42-B-3). En absence de ce 
domaine, la localisation de la protéine Cdc13 peut être restaurée en introduisant une 
séquence d’adressage au noyau qui provient du virus SV40. Chez ce mutant ob2Δ-NLS, la 
protection des télomères est restaurée alors que la taille des télomères n’est pas maintenue. 
Ces observations indiquent que d’autres fonctions peuvent être attribuées pour le 
domaine OB2 probablement pour stabiliser l’interaction avec Stn1 ou une autre protéine 
(Mason et al., 2013).  
La liaison à l’ADN est assurée par le domaine OB3 (Figure 42-B-4). La fixation à 
l’ADN permet alors la protection du télomère et le recrutement de la télomérase (Figure 42-
B-5) d’une part et d’autre part la rétention de la protéine Cdc13 dans le noyau (Figure 42-B-
6). Le recrutement de la télomérase est assuré par le domaine RD en recrutant la sous-unité 
de la télomérase Est1. Le rôle exact de la dimérisation de Cdc13 dans ce recrutement n’est 
pas encore bien compris. Cependant, on sait qu’en présence d’une mutation qui fait perdre 
la dimérisation les télomères sont plus courts. Enfin, l’activité de rallongement du télomère 
par la télomérase est inhibée par la protéine Stn1, celle-ci met fin au cycle de rallongement 





Figure 41. Schéma général des fonctions de chacun des domaines de la 
protéine télomérique Cdc13  
(A) représente un schéma des domaines constituant la protéine Cdc13. Pol 
alpha et Cdc13 sont les deux interactants connus pour le domaine OB1. RD, 
le domaine qui interagit et qui recrute la télomérase. OB3 est le domaine de 
liaison à l’ADN télomérique simple-brin G-riche. OB4 est un des domaines 
d’interaction connue pour la protéine Stn1. (B) résumé des fonctions 
proposé des différents domaines constituant la protéine Cdc13 (voire texte 
pour description). 
5.3.10 Conservation de la structure et de la fonction entre CST et RPA ? 
Le complexe CST (Cdc13, Stn1 et Ten1) est aussi appelé t-RPA en référence au 
complexe RPA (Rpa1, Rpa2 et Rpa3) impliqué de la réplication du génome (Gao et al., 
2007). L’hypothèse selon laquelle le complexe CST serait similaire au complexe RPA est 
basée sur des caractéristiques plus structurales et topologiques que sur la conservation de la 
séquence protéique (Gao et al., 2007; Lewis et al., 2013; Rice et Skordalakes, 2016). En 
effet, les trois protéines disposent d’un ou plusieurs domaines OB qui sont structurellement 
conservés. Ceux-ci sont impliqués dans l’établissement de l’hétérotrimère (Bochkareva et 




thèse sur la protéine Cdc13 en plus des informations déjà disponibles sur les deux complexes 
CST et RPA, plusieurs similitudes et différences ont été mises en évidence. 
1- Le complexe RPA peut fixer l’ADN via plusieurs domaines et lie une séquence 
d’ADN de 10 nts ou de 30 nts (Bochkareva et al., 2002; Blackwell et Borowiec, 1994; 
Chalovich et Eisenberg, 2005; Fanning et al., 2006). De façon similaire, le complexe CST, 
via la protéine Cdc13, lie une portion d’ADN télomérique soit de 11 nts ou 43 nts (Mason et 
al., 2013; Sun et al., 2011).  
2- In vivo, le complexe RPA lie l’ADN sous une forme trimérique (Bochkareva et al., 
2002), alors que pour CST, la protéine Cdc13 serait probablement en mesure de liée l’ADN 
télomérique même en absence des protéines Stn1 et Ten1. Ces observations remettent en 
question si le complexe CST serait sous forme trimérique stricte in vivo durant tout le cycle 
cellulaire ou seulement lors de la fin de phase S du cycle cellulaire lors du rallongement des 
télomères. Une étude ressente rapporte que la protéine Cdc13 et Stn1 serait phosphorylée en 
fin de phase S par la kinase Cdk1 pour favoriser l’assemblage du complexe CST au niveau 
du télomère. Des résultats préliminaires de l’interactome de la protéine de Cdc13 à partir 
d’extraits de cellules non synchronisées ne révèlent aucune interaction (détectable en CoIP-
MS-MS) avec les protéines Snt1 ou Ten1 (Résultats non montrés). Ceci suggère que la 
formation du complexe CST serait sujette à une régulation dans une fenêtre précise lors de 
la fin de la phase S du cycle cellulaire tel qu’a été mentionnée précédemment (Hang et al., 
2011; Liu et al., 2014).  
3- À ce jour, aucune étude n’a rapporté l’existence de dimère in vivo d’aucune des 
sous-unités du complexe RPA. Cependant, nos expériences d’immunoprécipitation de la 
protéine Cdc13 ont montré que celle-ci pouvait être sous forme dimérique. Ces résultats 
marquent une fois de plus une différence organisationnelle entre le complexe RPA et CST. 
Toutefois, la dimérisation de Cdc13 met en perspective de nouvelles questions : existe-t-il 
une ou deux formes de complexe impliquant Cdc13 in vivo ? Une forme avec le dimère de 
Cdc13 seule (sans Stn1 et Ten1) et une autre forme de complexe CST trimérique ? Le 
complexe CST trimérique serait impliquée dans la réplication lors de la progression de la 
fourche de réplication dans les régions télomériques, ce qui implique l’interaction entre  les 
différents acteurs Cdc13, Stn1 et la polymérase alpha pour la synthèse du brin 




serait plutôt impliquée dans le recrutement de la télomérase en fin de phase S du cycle 
cellulaire (Taggart et al., 2002). 
4-. La protéine Rpa1 est très abondante dans la cellule (4500 moléculaire par cellules), 
alors que la protéine Cdc13 est relativement peu abondante (environ 500 molécules/Cellules) 
(Beeler, 2003; Kulak et al., 2014). De plus, tel que mentionné, les protéines RPA forment un 
complexe trimérique avec une stœchiométrie de 1 : 1 : 1 (Bochkareva et al., 2002). 
Cependant chez le complexe CST, la protéine Cdc13 forme un dimère ce qui amène à 
reconsidérer la stœchiométrie pour ce complexe chez la levure S. cerevisiae (ex. : 2 : 1 : 1). 
Ce type de stœchiométrie non conventionnelle à déjà été décrite pour le complexe CST chez 
d’autres levures tel que C. glabrata (2 : 4 : 2)(Lue et al., 2013).  
4- Chez les mammifères, in vivo, le complexe CST n’est pas présent exclusivement au 
niveau des télomères, mais se retrouve aussi dans des régions plus éloignées (Miyake et al., 
2009). Une autre fonction attribuée au complexe CST chez ces espèces serait un rôle dans la 
reprise de la réplication après blocage de la fourche (Wang et al., 2014), celle-ci est facilitée 
par le recrutement de la protéine Rad51 (Chastain et al., 2016). Une observation similaire a 
été aussi rapportée chez la levure S. cerevisiae, lorsque la protéine Cdc13, comme pour les 
protéines Rfa1 et rad51, se retrouve co-localisées aux niveaux des sites de dommages à 
l’ADN généré par cassure double-brin ou lors d’un stress génotoxique (Bianchi et al., 2004; 
Lisby et Rothstein, 2009; Zhang et Durocher, 2010). Ces observations témoignent d’un rôle 
non-télomérique probable du complexe CST qui serait encore inconnu à ce jour chez S. 
cerevisiae. 
5- À ce jour, il n’existe aucune évidence de l’implication du complexe CST dans la 
réplication du génome chez la levure. Néanmoins, cette possibilité n’est pas à exclure, car 
certaines expériences de surexpression de la protéine Stn1 rendent les levures sensibles à des 
doses de HU (Gasparyan et al., 2009). De façon similaire, nos expériences de surexpression 
de la protéine Cdc13 (Chapitre 4, Figure S4) pourraient être le résultat d’une interférence 
avec les protéines de la réplication conventionnelle ce qui conduirait à une mort cellulaire. 
D’où la nécessité de réguler l’abondance de la protéine Cdc13 dans le noyau (Figure 42).  
6- La régulation du trafic cellulaire pour les deux complexe RPA et CST n’est pas très 
bien connue. Une des premières études qui traitent de ce sujet a mis en évidence le rôle des 




2001). De plus, la mutation de ce transporteur mène à un défaut de localisation pour Rfa1 et 
Cdc13 (Chapitre 3, figure 6 et Yoshida et Blobel, 2001). Cependant, le mécanisme complet 
de transport de ces deux protéines passe par d’autres voies encore non identifiées. En effet, 
les deux protéines sont essentielles alors que la mutation du gène msn5 est toujours viable. 
Tous mes résultats d’immunofluorescence suggèrent que seulement une partie de Cdc13 et 
de Rfa1 utilisent les mêmes voies de translocation nucléaire via MSN5. Dans une étude 
effectuée par le groupe de Lydall (Addinall et al., 2011), le gène MSN5 est ressorti dans les 
gènes qui suppriment la mutation cdc13-1 à des températures restrictive. Dans cette même 
étude, plusieurs autres gènes impliqués dans le transport entre le noyau et le cytoplasme ont 
été identifiés. Ceux-ci pourraient être de potentiels candidats impliqués dans le transport de 
ces deux protéines. Enfin, d’autres questions peuvent être émises tel que : est-ce que les 
protéines Rpa1 et Cdc13 sont importées sous forme d’un complexe ou sont-elles importées 
individuellement ? 
 
Figure 42. Hypothèse sur l’effet de la surexpression du complexe CST 
(A) Le complexe CST (t-RPA) est impliqué dans la réplication des régions 
sous télomérique. Ce complexe est peu abondant et se localise au niveau des 
régions télomériques et sous télomériques. (B) la surexpression du 
complexe CST provoque une mort cellulaire, cette surexpression provoque 
une localisation du complexe CST au niveau des régions non télomérique 






L’ensemble des travaux rapportés dans cette thèse se concentrent sur deux volets 
importants dans la biologie des télomères chez la levure Saccharomyces cerevisiae. Le 
premier consiste en l’ensemble des évènements qui sont nécessaires à la survie et à la 
croissance en présence de télomères non fonctionnels. Ces évènements peuvent être classés 
en trois étapes :   
- Dans un premier temps, des gènes impliqués dans l’adaptation favorisent la 
progression du cycle cellulaire en inactivant de manière réversible les points de contrôle 
du cycle cellulaire.  
- Par la suite, l’accumulation de mutations dans les gènes impliqués dans 
l’activation des points de contrôle permet de les inactiver de manière irréversible et ainsi 
de permettre la progression du cycle cellulaire en présence de télomères déprotégés.  
- Finalement, ce processus s’accompagne par une modulation transcriptionnelle 
d’un certain nombre de gènes qui favoriseraient la croissance des cellules adaptées.  
L’ensemble de ces évènements identifiés chez la levure nous renseigne sur la 
chronologie des évènements probable dans l’établissement des cellules prétumorales chez 
les mammifères. Le deuxième volet de ma thèse s’intéresse aux rôles de la protéine Cdc13 
dans le maintien de la stabilité du génome, par son implication dans la protection et la 
réplication des télomères de la levure. Cette étude a permis de mettre en évidence plusieurs 
aspects fonctionnels et organisationnels :   
- Tout d’abord, la protéine Cdc13 se retrouve in vivo sous forme de dimère 
indépendamment de la liaison à l’ADN, le domaine OB3 forme une interface impliquée 
dans cette dimérisation.  
- Parallèlement, le domaine OB2 contient des signaux d’adressage nécessaire pour 
le transport de la protéine dans le compartiment nucléaire. De plus, une des voies qui 
permet ce transport vers le noyau implique au moins la karyophérine MSN5, une voie qui 
ressemble à celle empruntée par le complexe RPA  
- Par conséquent, la mutation thermosensible connue du gène CDC13 présente au 
niveau du domaine OB2, résulte par un défaut de localisation de la protéine cdc13-1, ce 
qui explique la perte de la capacité de ce mutant à protéger les télomères.  
- Enfin, l’interaction de la protéine Cdc13 avec les répétitions télomérique permet 
d’expliquer en partie la rétention de la protéine Cdc13 dans le compartiment nucléaire.  
Ces résultats apportent de nouvelles perspectives sur le mode de fonctionnement de la 
protéine Cdc13 et par conséquent du complexe CST dans le maintien des télomères chez la 
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Annexe 1 : Relative au chapitre 1 
Table S1. Strains used in this study 










































Mat A/alpha, tlc1∆::LEU2/TLC1 ade2-101/ade2-101 
leu2-∆1/ leu2-∆1 lys2-801/lys2-801 ura3- 52/ura3-52 






101, trp1-∆63/trp1-∆63,  his3-∆200/his3-∆200, leu2-
∆1/leu2-∆1 (from UCC3535). 
 
Survivor Type II, Mata tlc1∆::LEU2 cdc13∆::NatR 
VR-ADE2-T ura3-52 lys2-801 ade2-101 trp1-∆63 his3-
∆200 leu2-∆1, + pcdc13-1. 
 
Survivor Type II, Isogenic to MLY112. 
 
Cdc13-independent , Mata tlc1∆::LEU2 cdc13∆::NatR 
VR-ADE2-T ura3-52 lys2-801 ade2-101 trp1-∆63 his3-
∆200 leu2-∆1. Derived from MLY112 
 
Cdc13-independent. Mat A tlc1::LEU2 cdc13::NatR 
VR-ADE2-T ura3-52 lys2-801 ade2-101 trp1-del63 
his3del200 leu2-del1 Isogenic to MLY122 
 
Survivor Type II, Mata, tlc1∆::LEU2, cdc13∆::NatR, 
ptc2∆::KanMX4, VR-ADE2-T, ura3-52, lys2-801, 
ade2-101, trp1-∆63, his3-∆200, leu2-∆1, + pcdc13-1 
 
Survivor Type II, Mata, tlc1∆::LEU2, cdc13∆::NatR, 
tid1∆::KanMX4, VR-ADE2-T, ura3-52, lys2-801, ade2-
101, trp1-∆63, his3-∆200, leu2-∆1, + pcdc13-1 
 
Mata, cdc13∆::NatR, VR-ADE2-T, ura3-52, lys2-801, 
ade2-101, trp1-∆63, his3-∆200, leu2-∆1, + pcdc13-1. 
 
Matalpha tlc1∆::KnMX cdc13∆::NatR bar1∆::LEU2 
ura3-52, lys2-801, ade2-101, trp1-∆63, leu2-∆1+ 




























































































Cdc13-independent cells,Matalpha tlc1∆::KnMX 
cdc13∆::NatR bar1∆::LEU2, ura3-52, lys2-801, ade2-
101, trp1-∆63, leu2-∆1 rad24- (derivative of CPY030) 
 
Mata tlc1∆::KnMX cdc13∆::NatR bar1∆::LEU2 trp1-
1 ura3-1 leu2-3,112 his3-11,15 can1-100 RFA1-YFP 
 
MatA-inc/Matalpha hml del::ADE1/hml del::ADE1 
hmr del::ADE1/hmr del::ADE1 HO del/HO del ade1-
100/ade1-100 leu2-3,112/leu2-3,112 




Mata tlc1∆::KnMX cdc13∆::NatR bar1∆::LEU2 trp1-
1 ura3-1 leu2-3,112 his3-11,15 can1-100 RAD52-YFP 
 
Mata tlc1::LEU2 cdc13::NatR tel1∆::kanMX VR-
ADE2-T ura3-52 lys2-801 ade2-101 trp1-del63 
his3del200 leu2-del1 (derivative of MLY112)  
 
Mata tlc1::LEU2 cdc13::NatR VR-ADE2-T ura3-52 
lys2-801 ade2-101 trp1-del63 his3del200 leu2-del1 
CHK1-3xHA::HIS3MX, (derivative of MLY112) 
 
Wt, VR-ADE2-T, ura3-52, lys2-801, ade2-101, trp1-
∆63, his3-∆200, leu2-∆1 
 
tid1∆::KanMX4, VR-ADE2-T,  ura3-52, lys2-801, 
ade2-101, trp1-∆63, his3-∆200, leu2-∆1 
 
ptc2∆::KanMX4, VR-ADE2-T, ura3-52, lys2-801, 
ade2-101, trp1-∆63, his3-∆200, leu2-∆1 
 
cdc13∆::NatR, VR-ADE2-T, ura3-52, lys2-801, ade2-
101, trp1-∆63, his3-∆200, leu2-∆1, + pcdc13-1 
 
cdc13∆::NatR, tid1∆::KanMX4, VR-ADE2-T, ura3-52, 
lys2-801, ade2-101, trp1-∆63, his3-∆200, leu2-∆1, + 
pcdc13-1 
 
cdc13∆::NatR, ptc2∆::KanMX4, VR-ADE2-T, ura3-52, 




















































* For the process of generating cdc13∆ strains, the diploid strain MLY100 was transformed with 























hxt13::URA3, VR-ADE2-T, ura3-52, lys2-801, ade2-
101, trp1-∆63, his3-∆200, leu2-∆1 
 
ptc2∆::KanMX4, hxt13::URA3, VR-ADE2-T, ura3-52, 
lys2-801, ade2-101, trp1-∆63, his3-∆200, leu2-∆1 
 
tid1∆::KanMX4, hxt13::URA3, VR-ADE2-T, ura3-52, 
lys2-801, ade2-101, trp1-∆63, his3-∆200, leu2-∆1 
 
Cdc13-independent cells, tlc1∆::LEU2, cdc13∆::NatR, 
VR-ADE2-T, hxt13::URA3, ura3-52, lys2-801, ade2-
101, trp1-∆63, his3-∆200, leu2-∆1 
 
Cdc13-independent cells, tlc1∆::LEU2, cdc13∆::NatR, 
ptc2∆::KanMX4, VR-ADE2-T, hxt13::URA3, ura3-52, 
lys2-801, ade2-101, trp1-∆63, his3-∆200, leu2-∆1 
 
Cdc13-independent cells, tlc1∆::LEU2, cdc13∆::NatR, 
tid1∆::KanMX4, VR-ADE2-T, hxt13::URA3, ura3-52, 
lys2-801, ade2-101, trp1-∆63, his3-∆200, leu2-∆1  
 
Survivor Type II, Mata, tlc1∆::LEU2, cdc13∆::NatR, 
cdc5-ad:HIS3, VR-ADE2-T, ura3-52, lys2-801, ade2-

























Table S 2. Plasmids used in this study 
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CEN, URA3, cdc13-1 (ts) 
 
pRS314, CEN, TRP1, TLC1 
 
Containing the KanMX4 sequence for deletion 
 

































Figure S1. Generation of cdc13-independent (cdc13Δ) cells  
(A) Strategy for generating cap-independent cdc13Δ cells.  After the loss of 
pTLC1, haploid cells containing plasmid pcdc13-1 were grown for 
approximately 150 generations at 23 °C and type II survivor cells were 
identified by Southern-blotting (see panel B). Cells from independent 
colonies were then plated on YEPD at 28˚C, 30˚C, 34˚C and finally at 37˚C. 
Surviving colonies were passaged two times on FOA to remove the plasmid 
pcdc13-1. These cdc13Δ-cells were then able to grow at all temperatures 
(data not shown). (B) XhoI digested DNA derived from three independent 
clones of survivors type I, type II as well as from final cdc13Δ cells 
generated from CPY030 was subjected to Southern blotting using a 
telomeric repeat DNA probe for telomeric restriction fragment analyses. M: 
molecular weight markers; Lanes 1, 11 wt strains; lanes 2-4: type I 
survivors; lanes 5-7: type II survivors; lanes 8-10: cdc13Δ cells. The position 







Figure S2. Mec1-dependent Rad53p phosphorylation is defective in 
cdc13∆ cells 
Exponentially growing Wild-type (WT), type II survivors (MLY113) (S) or 
cdc13∆ cells expressing a Chk1-HA fusion protein (SGY434), were left 
untreated or were treated with 5µg/mL bleomycin for 2h. Total protein 








Figure S3. DSB resection and repair are not abolished in cdc13∆ cells 
(A) An irreparable DSB was introduced in wild-type (WT) or cdc13∆ (∆13) 
cells (derived from RWY70D) by the expression of the HO endonuclease at 
T= 0. Cell samples were collected at 1h intervals, genomic DNA was 
prepared and analyzed by denaturing slot blot analysis with probes 
complementary to the resected or un-resected DNA strands adjacent to the 
HO site. (B) Densitometric analysis of the data presented in A. (C) The HO 
endonuclease was expressed in wild-type (WT) or cdc13∆  (∆13) cells at T= 
0. One hour later, the expression of HO was repressed to allow the repair of 
the DSB by HR-dependent mating-type switching process. Samples were 
collected at 1h intervals, genomic DNA was prepared and analyzed by 
Southern blot analysis. Restriction fragments corresponding to the uncut, 
HO-endonuclease cut and product are indicated. The band marked with an 







Figure S4. Wild type and survivor cells are not affected by 
overexpression of the Mec1-branch checkpoint genes  
Panels show spot dilution growth experiments of telomerase positive (WT) 
or survivor type II (SII) cells of strain derived from MLY100. The indicated 
strains were transformed with five constructs : pGal-MEC1, pGal-MEC3, 
pGal-RAD17, pGal-RAD24 or empty vector (vec) as a control. Cells were 
spotted onto YEP+ Glucose for growth control (left panels, GLUCOSE) and 
on YEP+ Galactose (right panels, GALACTOSE) to induce the expression 
of the indicated genes. Over expression of the indicated genes does not 







Figure S5. Loss of PTC2 or TID1 does not suppress the temperature 
sensitivity of cells harbouring a cdc13-1 allele  
Panels show spot dilution growth experiments of WT controls (MSY366), 
tid1Δ (MSY367), ptc2Δ (MSY368), cdc13-1 (MSY369), tid1Δ cdc13-1 
(MSY370) and ptc2Δ cdc13-1 (MSY371) cells, all derived from MLY100. 
The indicated strains were spotted onto YEPD for growth control at 23°C 
(left panels) and on YEPD at 28°C and 30°C (middle and right panels). 
Disruption of the indicated genes does not suppress cell growth defect of 





Annexe 2 : Relative au chapitre 2 
Tableau S 3. Souches utilisées dans cette étude 
Souches Génotypes Références 
MLY100 









Mat alpha cdc13-1, ura3-52, lys2-801, his3D-200, leu2-
D1, ade2-101, trp1-D1 
Cette étude 
JNY162 Mat A, rad52 ::LEU2 bar1 ::TRP1 Cette étude 
MSY098 
Mat? YKu80 ::KMX ade2Del ::hisG his3Del200 leu2del0 




Mat alpha tlc1 ::LEU2 cdc13 ::NatR VR-ADE2-T ura3-52 
lys2-801 ade2-101 trp1-del63 his3del200 leu2-del1 
+ pTLC1-TRP1 + pcdc13-1-URA3 
Cette étude 
MSY012 
Mat alpha tlc1 ::LEU2 cdc13 ::NatR VR-ADE2-T ura3-52 
lys2-801 ade2-101 trp1-del63 his3del200 leu2-del1 
+ pcdc13-1-URA3 (Survivant Type II) 
Cette étude 
MSY023 
Mat alpha tlc1 ::LEU2 cdc13 ::NatR VR-ADE2-T ura3-52 
lys2-801 ade2-101 trp1-del63 his3del200 leu2-del1 
+ pcdc13-1-URA3 (Survivant Type II) 
Cette étude 
MSY024 
Mat alpha tlc1 ::LEU2 cdc13 ::NatR VR-ADE2-T ura3-52 
lys2-801 ade2-101 trp1-del63 his3del200 leu2-del1 
+ pcdc13-1-URA3 (Survivant Type II) 
Cette étude 
MSY042 
Mat alpha tlc1 ::LEU2 cdc13 ::NatR VR-ADE2-T ura3-52 
lys2-801 ade2-101 trp1-del63 his3del200 leu2-del1 
 (adaptées Type II origine  MSY012) 
Cette étude 
MSY053 
Mat alpha tlc1 ::LEU2 cdc13 ::NatR VR-ADE2-T ura3-52 
lys2-801 ade2-101 trp1-del63 his3del200 leu2-del1 
(adaptées Type II origine  MSY023) 
Cette étude 
MSY054 
Mat alpha tlc1 ::LEU2 cdc13 ::NatR VR-ADE2-T ura3-52 
lys2-801 ade2-101 trp1-del63 his3del200 leu2-del1 
(adaptées Type II origine  MSY024) 
Cette étude 
MSY125 
Mat A/Mat alpha tlc1:: LEU2/TLC1 cdc13 ::NatR/Cdc13  
ura3/ura3 his3/his3 leu2/leu2 
trp1/trp1,bar1 ::LEU2/BAR1 lys-2/LYS2 can1/CAN1 VR-
ADE2-T/VR ade2/ADE2, 
+ pTLC1-TRP1 + pcdc13-1-URA3   
Cette étude 
MSY140 
Mat A/Mat alpha tlc1 : : LEU2/TLC1 cdc13 ::NatR/Cdc13 
ura3/ura3 his3/his3 leu2/leu2 
trp1/trp1,bar1 ::LEU2/BAR1 lys-2/LYS2 can1/CAN1 VR-
ADE2-T/VR ade2/ADE2, mog1 ::HIS3/MOG1 
+ pTLC1-TRP1 + pcdc13-1-URA3   
Cette étude 
MSY141 
MatA/Matalpha tlc1:: LEU2/TLC1 cdc13 ::NatR/Cdc13  
ura3/ura3 his3/his3 leu2/leu2 
trp1/trp1,bar1 ::LEU2/BAR1 lys-2/LYS2 can1/CAN1 VR-
ADE2-T/VR ade2/ADE2, ymr018w ::HIS3/YMR018 






 tlc1 ::LEU2 cdc13 ::NatR + pTLC1-TRP1 + pcdc13-1-
URA3   
Cette étude 
MSY146 
 tlc1 ::LEU2 cdc13 ::NatR + pTLC1-TRP1 + pcdc13-1-
URA3   
Cette étude 
MSY149 
 tlc1 ::LEU2 cdc13 ::NatR mog1 ::HIS3 + pTLC1-TRP1 + 
pcdc13-1-URA3   
Cette étude 
MSY150 
tlc1 ::LEU2 cdc13 ::NatR mog1 ::HIS3 + pTLC1-TRP1 + 
pcdc13-1-URA3   
Cette étude 
MSY157 
 tlc1 ::LEU2 cdc13 ::NatR ymr018w ::HIS3 + pTLC1-
TRP1 + pcdc13-1-URA3   
Cette étude 
MSY158 
 tlc1 ::LEU2 cdc13 ::NatR ymr018w ::HIS3 + pTLC1-






Tableau S 4. Plasmides utilisés dans cette étude 
Plasmides Génotypes Références 
pTLC1-TRP1 TLC1, TRP1 (Larrivée and Wellinger, 2006) 





Tableau S 5. Amorces utilisées pour les délétions and la vérification des 






































139 MOG1-A2-F ACT CGTACACCATGTCTCTGACGATAC 
140 MOG1-D2-R GTTGGTGTCTGATCTCCTGAGCC 
147 YMR018W-A2-F GACATGGATGCGTCAGCCTGATTC 






Tableau S 6. Souches utilisées à partir de la banque de mutant YKO  
Ces souches ont été utilisées pour faire une première analyse des phénotypes 
des différents mutants. Les phénotypes analysés sont : la taille des télomères 
and la sensibilité aux drogues. Le génotype des souches est le suivant : Mat 
A ORF ::KnMX his3del1 leu2del0 met15del0 ura3del0. 
Numéro 
(YKOXXX) 
Nom du gène 
muté 




Nom du gène 
muté 
Nom de la 
souche 
1 YLR245C CDD1 32 YHL024W RIM4 
2 YOR100C CRC1 33 YDL219W DTD1 
3 YDR256C CTA1 34 YDR024W FYV1 
4 YJR074W MOG1 35 YDL214C PRR2 
5 YGL158W RCK1 36 YDL096C  
6 YBL075C SSA3 37 YDL123W SNA4 
7 YER103W SSA4 38 YOR333C  
8 YOR337W UBC11 39 YJL105W SET4 
9 YMR018W YMR018W 40 YBR099C  
10 YLL016W SDC25 41 YER135C  
11 YLR111W  42 YNL014W HEF3 
12 YPL201C  43 YOL143C RIB4 
13 YER065C ICL1 44 YJL027C  
14 YGR144W THI4 45 YGR190C  
15 YER072W VTC1 46 YIL021W RPB3 
16 YER085C  52 YAR031W PRM9 
17 YHR014W SPO13 53 YLL055W YCT1 
18 YHR094C HXT1 54 YLR069C MEF1 
19 YHR157W REC104 55 YOR351C MEK1 
20 YCR021C HSP30 56 YGR109C CLB6 
21 YLR420W URA4 57 YOL152W FRE7 
22 YKL066W  59 YKL216W URA1 
23 YKL070W  60 YKL217W JEN1 
24 YLR329W REC102 61 YKL221W MCH2 
25 YLR365W  62 YIL012W  
26 YDR223W  63 YFL055W AGP3 
27 YGL007W  64 YGR259C  
28 YNL196C  65 YLI059C  
29 YFR026C  66 YKR103W NFT1 
30 YKR075C  67 YDL218W  
31 YOL132W GAS4    
Tableau S 7 Amorces utilisées pour vérifier les délétions des gènes dans 





















































































































































































































































Tableau S 8. Résultats globaux de l’analyse de comparaison des trois 
groupes de souches 
* N.V : Non vérifié, NC : Fonction inconnue 
Gènes surexprimés 
W vs S 
Gènes Noms Descriptions ORF Fonction (selon SGD) 
YCL076W   N.V  
YOL050C   N.V  
YOR345C   N.V  
YHR219W   N.C  
YJR120W   N.C Protéine de fonction inconnue 
YDL114W   N.C Protéine de fonction inconnue  




Vérifié Na+/Pi cotransporteur 
YNL036W NCE103 NonClassical Export Vérifié Carbonic anhydrase 
S vs A 
YBR099C   N.V  
YER135C   N.V  
YHR217C   N.V  
YIL012W   N.V  
YKL066W   N.V  
YFL063W   N.V  






Fonction required for 
Yeast Viability 
N.V  
YDR543C   N.V  
YGL007W BRP1  N.V  
YGR190C   N.V  
YGR259C   N.V  
YLL059C   N.V  
YLL065W   N.V  
YLR111W   N.V  
YLR365W   N.V  
YML057C-A   N.V  
YOR333C   N.V  
YKL165C-A   N.V  
YAR061W   N.C Pseudo gène similaire aux Flo1p 
YBR284W   N.C 
Protéine putative de fonction 
inconnue 
YER085C   N.C 
Protéine putative de fonction 
inconnue 
YHL024W RIM4 Regulator of IME2 N.C 
RNA-binding protéine putative 
nécessaire à la sporulation  
YKL070W   N.C 









Protéine similaire aux 
monocarboxylate perméases 
humaine 
YKR075C   N.C Protéine de fonction inconnue 

















YFR026C ULI1 Upr-L-Inducible gene N.C 






Protéine douteuse de fonction 
inconnue similaire aux 
topoisomérases I 
YDL123W SNA4 Sensitivity to NA+ N.C Protéine de fonction inconnue 
YDL218W   N.C 
Protéine douteuse de fonction 
inconnue 
YJL027C   N.C 
Protéine douteuse de fonction 
inconnue 
YJL105W SET4 SET domain-containing N.C Protéine de fonction inconnue 
YJR158W HXT16 HeXose Transporter N.C 
Protéine de fonction inconnue 
similaire aux transporteurs 
d’hexose 
YMR018W   N.C 
Protéine douteuse de fonction 
inconnue similaire aux PEX5Rp 
humaine 
YNL196C SLZ1  N.C 
Protéine spécifique à la 
sporulation avec la leucine zipper 
motif 
YOL152W FRE7 Ferric REductase N.C 
Protéine putative similaire aux 
Fre2p 
YFR012W-A   N.C 






Protéine avec un motif impliqué 





Protéine ATPase impliqué dans 
le repliement and la réponse aux 
stress 
YCR021C HSP30 Heat Shock Protein Vérifié 
Régulateur Négatif de H(+)-
ATPase Pma1p 




Vérifié Protéine du stress thermique  
YHR014W SPO13 SPOrulation Vérifié Protéine spécifique des méioses 
YHR094C HXT1 HeXose Transporteur Vérifié 
Protéine similaire aux HeXose 
Transporteur 
YHR157W REC104 RECombination Vérifié 
Protein impliquée dans les 
premiers stages de la 
recombinaison méiotique  
YKL209C STE6 STErile Vérifié 
Protéine de Membrane 
plasmique  




















Vérifié Corépresseur Transcriptionnelle 





Protein kinase impliquée dans la 






isoenzyme type IV 
YGR144W THI4 THIamine metabolism Vérifié Thiazole synthéase 







Transporter spécifique aux 
cystéines 
YLR245C CDD1 CytiDine Deaminase Vérifié Cytidine désaminase 
YLR329W REC102 RECombination Vérifié 
Protein impliquée dans la 
recombinaison méiotique 
YLR420W URA4 URAcil requiring Vérifié Dihydroorotase 










Lumazine synthase (DMRL 
synthase) 
YOR100C CRC1 CaRnitine Carrier Vérifié Carnitine transporteur 
YOR339C UBC11 UBiquitin-Conjugating Vérifié Enzyme Ubiquitin Ligase  
YOR351C MEK1 MEiotic Kinase Vérifié 
Protéine serine/thréonine kinase 
spécifique à la Méioses  
YPL201C YIG1 
Protéine interacteur 
avec la Glycerol 3-
phosphatase 
Vérifié Production du glycérol  
YLL016W SDC25 Suppressor of cdc25  
Protéine Ras substitutive de la 
guanine  
Wt vs A 
YAR060C   N.V  
YBL065W   N.V  
YBL094C   N.V  
YBR032W   N.V  
YBR051W   N.V  
YBR064W   N.V  
YBR099C   N.V  
YBR292C   N.V  
YCL046W   N.V  
YCR025C   N.V  
YEL074W   N.V  
YHL037C   N.V  
YHR212C   N.V  




YIL012W   N.V  
YIL054W   N.V  
YIL058W   N.V  
YKL225W   N.V  
YFL063W   N.V  
YAL069W   N.V  
YDL096C OPI6 Production de l’ Inositol N.V  
YDR024W FYV1 Essentielle à la viabilité N.V  
YDR102C   N.V  
YDR344C   N.V  
YDR491C   N.V  
YDR543C   N.V  
YEL075W-A   N.V  
YGR190C   N.V  
YHR049C-A   N.V  
YJL152W   N.V  
YJL195C   N.V  
YJR071W   N.V  
YJR128W   N.V  
YJR146W   N.V  
YJR162C   N.V  
YLL065W   N.V  
YLR112W   N.V  
YLR255C   N.V  
YLR302C   N.V  
YLR365W   N.V  
YLR463C   N.V  
YLR465C BSC3 Supresseur du codon Stop  N.V  
YML057C-A   N.V  
YMR007W   N.V  
YMR057C   N.V  
YNL120C   N.V  
YNL319W   N.V  
YNL337W   N.V  
YOR318C   N.V  
YOR333C   N.V  
YPL025C   N.V  
YPR012W   N.V  
YPR177C   N.V  
YPR197C   N.V  
YPR002C-A   N.V  
YBR103C-A   N.V  
YKL165C-A   N.V  
YOR008W-B   N.V  
YGL007W BRP1  N.V  
YBR124W   N.V 
Protéine douteuse de fonction 
inconnue 




YBR141C   N.C 
Putative S-adenosylmethionine-
dépendent methyltransferase 
YBR180W DTR1 DiTyRosine N.C Putative dityrosine transporteur 
YBR250W SPO23 SPOrulation N.C Protéine de fonction inconnue 
YBR284W   N.C 
Protéine douteuse de fonction 
inconnue 
YEL075C   N.C 
Protéine douteuse de fonction 
inconnue 
YEL076C   N.C 
Protéine douteuse de fonction 
inconnue 
YER085C   N.C 
Protéine douteuse de fonction 
inconnue 
YER189W   N.C 
Protéine douteuse de fonction 
inconnue 
YHL024W RIM4 Regulator of IME2 N.C Putative RNA-binding protein  
YHL043W ECM34 ExtraCellular Mutant N.C 
Protéine douteuse de fonction 
inconnue 
YHL049C   N.C 
Protéine douteuse de fonction 
inconnue 
YHR218W   N.C 
Protein similaire aux Helicases des 
éléments Y’ sous télomériques 
YHR219W   N.C 
Protéine douteuse de fonction 
inconnue similaire aux  helicases 
YIL024C   N.C 
Protéine douteuse de fonction 
inconnue 
YKL070W   N.C 
Protéine douteuse de fonction 
inconnue 
YKL187C   N.C 
Protéine douteuse de fonction 
inconnue 
YKR041W   N.C Protéine de fonction inconnue 
YKR103W NFT1 MRP-type Transporteur N.C 
Putative transporteur de la famille 
des MRP subfamily 
YFL068W   N.C 
Protéine douteuse de fonction 
inconnue 
YFL067W   N.C Protéine de fonction inconnue 
YFL066C   N.C 
Protein similaire aux Helicases des 
éléments Y’ sous télomériques 
YFL065C   N.C 
Protéine douteuse de fonction 
inconnue 
YFL064C   N.C 
Protéine douteuse de fonction 
inconnue 
YFL061W DDI2 DNA Damage Inducible N.C Protéine de fonction inconnue 
YFR026C ULI1 Upr-L-Inducible gene N.C 
Protéine douteuse de fonction 
inconnue  
YFR057W   N.C 
Protéine douteuse de fonction 
inconnue 
YAL064C-A TDA8 
Topoisomerase I Damage 
Affected 
N.C 
Protéine douteuse de fonction 
inconnue 
YBL111C   N.C 
Protein similaire aux Helicases des 
éléments Y’ sous télomériques 
YBL112C   N.C 
Protéine douteuse de fonction 
inconnue 
YBL113C   N.C 
Protein similaire aux Helicases des 




YDL114W   N.C 
Protéine douteuse de fonction 
inconnue similaire aux to ACP 
réductases 
YDL218W   N.C 
Protéine douteuse de fonction 
inconnue 
YDR125C ECM18 ExtraCellular Mutant N.C Protéine de fonction inconnue 
YDR366C   N.C 
Protéine douteuse de fonction 
inconnue 
YDR545W YRF1-1  N.C 
Protein similaire aux Helicases des 
éléments Y’ sous télomériques 
YEL076C-A   N.C 
Protéine douteuse de fonction 
inconnue 
YGL015C   N.C 
Protéine douteuse de fonction 
inconnue 
YIL082W-A   N.C 
Retrotransposon TYA Gag and 
gènes TYB Pol  
YJL027C   N.C 
Protéine douteuse de fonction 
inconnue 
YJL105W SET4 SET domain-containing N.C Protéine de fonction inconnue 
YJR120W   N.C Protéine de fonction inconnue 
YLL066C   N.C 
Protéine douteuse de fonction 
inconnue similaire aux to helicases 
YLL067C   N.C 
Protéine douteuse de fonction 
inconnue similaire aux to helicases 
YLR012C   N.C 
Protéine douteuse de fonction 
inconnue 
YLR030W   N.C 
Protéine douteuse de fonction 
inconnue 
YLR415C   N.C 
Protéine douteuse de fonction 
inconnue 
YLR462W   N.C 
Protéine douteuse de fonction 
inconnue similaire aux to helicases 
YLR464W   N.C 
Protéine douteuse de fonction 
inconnue 
YLR466W YRF1-4  N.C 
Protein similaire aux Helicases des 
éléments Y’ sous télomériques 
YLR467W YRF1-5  N.C 
Protein similaire aux Helicases des 
éléments Y’ sous télomériques 
YML133C   N.C 
Protéine douteuse de fonction 
inconnue similaire aux helicases 
YMR018W   N.C 
Protéine douteuse de fonction 
inconnue similaire aux PEX5Rp 
humain 
YNL034W   N.C 
Protéine douteuse de fonction 
inconnue 
YNL335W DDI3 DNA Damage Inducible N.C Protéine de fonction inconnue 
YNL339C YRF1-6  N.C 
Protein similaire aux Helicases des 
éléments Y’ sous télomériques 
YNR077C   N.C Protéine de fonction inconnue 
YOL028C YAP7  N.C Protéine de fonction inconnue 
YOL131W   N.C 
Protéine douteuse de fonction 
inconnue 
YOL154W ZPS1 Protéine de surface N.C 





YOR214C   N.C 
Protéine douteuse de fonction 
inconnue 
YOR268C   N.C 
Protéine douteuse de fonction 
inconnue 
YOR365C   N.C 
Protéine douteuse de fonction 
inconnue 
YPL027W SMA1 
Assemblage de la 
membrane des spores 
N.C Protéine de fonction inconnue  
YPL222W FMP40 
Protéine du proteome des 
mitochondries 
N.C Protéine de fonction inconnue 
YPL283C YRF1-7  N.C 
Protein similaire aux Helicases des 
éléments Y’ sous télomériques 
YPR202W   N.C 
Protein similaire aux Helicases des 
éléments Y’ sous télomériques 
YPR203W   N.C 
Protéine douteuse de fonction 
inconnue 
YPR204W   N.C 
Protein similaire aux Helicases des 
éléments Y’ sous télomériques 
YEL077C   N.C 
Protein similaire aux Helicases des 
éléments Y’ sous télomériques 
YOR396W YRF1-8  N.C 
Protein similaire aux Helicases des 
éléments Y’ sous télomériques 
YFR012W-A   N.C 
Protéine douteuse de fonction 
inconnue 
YBL074C AAR2  Vérifié 
Composant du  complexe U5 
snRNP  
YBL075C SSA3 Réponse aux stress Vérifié 
ATPase impliquée dans la réponse 
aux stress and le repliement des 
protéines 
YBR065C ECM2  Vérifié Pré-mRNA facteur de splicing 
YBR072W HSP26 
Protéine du choc 
thermique 
Vérifié 
Protéine HSP avec une activité 
chaperonne 
YBR117C TKL2 TransKetoLase Vérifié Transketolase 
YBR152W SPP381 Suppresseur de PrP38-1 Vérifié Facteur du splicosome   
YCR014C POL4 POLymerase Vérifié ADN polymérase IV 
YER015W FAA2 Activation des acid gras  Vérifié Acyl-CoA synthétase 
YER024W YAT2  Vérifié Carnitine acetyltransferase 
YER065C ICL1 IsoCitrate Lyase Vérifié Isocitrate lyase 
YER081W SER3 SERine requiring Vérifié 
3-phosphoglycerate 
déshydrogénase 
YER103W SSA4 Réponse aux stress Vérifié 
ATPase impliquée dans la réponse 
aux stress and le repliement des 
protéines 
YER190W YRF1-2  Vérifié 
Protein similaire aux Helicases des 
éléments Y’ sous télomériques 
YHL016C DUR3 Degradation of URea Vérifié 
Transporteur de la membrane 
plasmique de l’urée and les 
polyamines 
YHR014W SPO13 SPOrulation Vérifié Protéine spécifique de la méiose 
YHR139C SPS100 SPorulation Specific Vérifié 
Protéine de la maturation des 
parois 
YHR157W REC104 RECombination Vérifié 





YIL073C SPO22 SPOrulation Vérifié 
Protéine impliquée dans la 
recombinaison méiotique and la 
sporulation 
YIR013C GAT4  Vérifié 
Protéine GATA avec motif doigt 
de zinc  
YKL201C MNN4 MaNNosyltransferase Vérifié 
Protéine putative régulatrice de la 
mannosylphosphate transférase 
(Mnn6p) 
YKL209C STE6 STErile Vérifié 
Transporteur ABC de la 
membrane plasmique  
YKL216W URA1 URAcil requiring Vérifié Dihydroorotate déshydrogénase 
YKL217W JEN1  Vérifié 
Monocarboxylate/proton 















YFL058W THI5 THIamine metabolism Vérifié 


















Vérifié Amino acide perméase 
YFL026W STE2 STErile Vérifié 
Récepteur de la phéromone alpha-
factor  




Vérifié Poly(A) binding protein 
YDL123W SNA4 Sensitivity to NA+ Vérifié Protéine de fonction inconnue 
YDL223C HBT1 Substrat de HuB1  Vérifié 











Vérifié Corépresseur Transcriptional 
YDR256C CTA1 CaTalase A Vérifié Catalase A 
YDR403W DIT1 DITyrosine Vérifié 
Enzyme spécifique de la 
Sporulation, nécessaire pour la 
maturation des parois 
YGL033W HOP2 HOmologous Pairing Vérifié 
Protéine spécifique and localisée 
au chromosome 
YGL192W IME4 Inducer of MEiosis Vérifié 
Probable mRNA N6-adénosine 
methyltransferase impliquée dans 
les méioses 
YGR032W GSC2 
Glucan Synthase of 
Cerevisiae 
Vérifié 
Sous unité catalytique de la 1,3-
beta-glucan synthase 
YGR142W BTN2 BaTteN disease Vérifié Protéine spécifique aux v-SNARE  
YGR289C MAL11 MALtose fermentation Vérifié 





YGR296W YRF1-3  Vérifié 
Protein similaire aux Helicases des 
éléments Y’ sous télomériques 




Transporteur de la 
cysteine 
Vérifié Transporteur de la cystéine 
YLL057C JLP1 Protein similaire aux dnaJ   Vérifié 
Fe(II)-dépendent sulfonâtes/alpha-
ketoglutarate di oxygénase 
YLR174W IDP2 
NADP spécifique à 
l’Isocitrate dehydrogenase 
Vérifié 
Protéine spécifique à l’Isocitrate 
déshydrogénase 
YLR245C CDD1 CytiDine Deaminase Vérifié Cytidine désaminase 
YLR329W REC102 RECombination Vérifié 
Protéine impliquée dans la 
recombinaison méiotique   
YLR420W URA4 Synthèse de l’URAcil  Vérifié Dihydroorotase 
YML054C CYB2 CYtochrome B Vérifié 
Cytochrome b2 (L-lactate 
cytochrome-c oxydoréductase) 
YMR175W SIP18 Salt Induced Protein Vérifié 
Hydrophilin avec un rôle dans la 
résistance à la dessiccation  
YMR232W FUS2 cell FUSion Vérifié Protein Cytoplasmique 
YMR306W FKS3  Vérifié 
Protéine de l’assemblage de la 
paroi  
YNL014W HEF3 Homolog of EF-3 Vérifié Facteur de la traduction  EF-3 
YNL204C SPS18 SPorulation Specific Vérifié Protéine de fonction inconnue 
YNR072W HXT17 HeXose Transporter Vérifié Hexose transporteur 
YOL067C RTG1 ReTroGrade regulation Vérifié Factor de transcription  
YOL126C MDH2 Malate DeHydrogenase Vérifié Matale déshydrogénase 
YOL132W GAS4 




Riosynthese de la 
RIBoflavin  
Vérifié 
Lumazine synthase (DMRL 
synthase) 
YOR068C VAM10 
Morphogene de la 
VAcuole 
Vérifié Morphogènes de la Vacuole 
YOR100C CRC1 CaRnitine Carrier Vérifié 
Carnitine transporteur, membrane 
mitochondriale interne 
YOR119C RIO1  Vérifié 
Serine kinase impliquée dans la 




Vérifié Protéine peroxysomales  
YOR190W SPR1 SPorulation Regulated Vérifié 
Exo-1,3-beta-gluconate, spécifique 
à la sporulation 
YOR192C THI72 THI7 homologue 2 Vérifié Transporteur de la thiamine  
YOR237W HES1 Homologous to kES1 Vérifié 





Vérifié (ABC transporteur 





H+— ATPase de la membrane 
plasmique  
YPL201C YIG1 
Yeast protein Interacting 
with Glycerol 3-
phosphatase 





Gènes de Respuesta a 
Estres (spanish for stress 
responsive genes) 
Vérifié Hydrophilin de function inconue 
YPR151C SUE1  Vérifié 






Protéine de la biogenèse du large 
sous unité ribosomale 
YPR193C HPA2 




similaire aux Gcn5p 
YPR200C ARR2 ARsenicals Resistance Vérifié 
Arsenate réductase impliquée dans 
la résistance à l’ arsenate  
YLL016W SDC25 Suppression of cdc25  
Ras guanine impliquée dans 
l’échange de nucléotide (GEF) 






Figure S1. Résultat de l’analyse de la délétion des gènes MOG1 and 
YMR018W  
(A) Southern blot pour la vérification de la déplétion du gène MOG1. (B) 
Southern blot pour la vérification de la déplétion du gène YMR018W. Les 
souches utilisées sont indiquées sur les gels. Les flèches représentent les 
tailles des bandes attendues pour une souche sauvage en vert and pour le 




and BamHI. Le mutant ymr018wΔ est caractérisé par l’apparition d’une 
bande à 1 Kpb (chez le sauvage, la bande est à environ 5 Kpb). Le mutant 
mog1Δ est caractérisé par l’apparition d’une bande à 0.5 Kpb (chez le 
sauvage, la bande se situe à environ 2 Kpb) (C) télomère blot des souches 
mutantes pour le gène MOG1 and YMR018W. Diploïdes MSY140 
(mog1Δ/MOG1) MSY125 (WT), Haploïdes MSY149 and MSY150 







Figure S2. Sénescence sur plaque des différents mutants indiqués  
La croissance des plaques est effectuée à 23 °C pendant 120 générations. 
Les souches utilisées en (A) MSY125 (wt), YKO004 (mog1Δ), MSY150 
(tlc1Δ cdc13Δ mog1Δ pcdc13-1), and MSY145 (tlc1Δ cdc13Δ pcdc13-1). 
Les souches utilisées en (B) sont MSY125 (Wt) MSY158 (tlc1Δ cdc13Δ 
ymr018wΔ pcdc13-1) and MSY145 (tlc1Δ cdc13Δ pcdc13-1). (g) indiquent 







Figure S3. Les pourcentages des gènes surexprimés au niveau des 
régions télomériques and dans le restant des chromosomes  
Chaque région télomérique est définie par une longueur de 50 kpb à partir 
de l’extrémité du télomère. Pour chaque région télomérique, le nombre de 
gènes surexprimé est rapporté sur le nombre total de gènes présents dans les 
50 Kpb correspondants. Une région télomérique est considérée surtranscrite 
dans le cas où le pourcentage de gènes surexprimé dépasse de deux fois la 
moyenne observée dans le restant du génome, cette moyenne observée est 
de 2,8 %. Les régions sous-télomériques qui présentent un enrichissement 
de plus de deux fois par rapport au restant du génome sont considérées 
comme déréprimées. Aussi de façon globale, les résultats montrent que 







Figure S4. La délétion mog1Δ ne supprime pas la déprotection du 
télomère à 30 C chez le mutant cdc13-1.  
Hybridation dans le gel des différentes souches indiquées à 23 °C and à 













Figure S1. Phenotype of cdc13 alleles mutant on homozygote condition 
(A) Microdissection results obtained after sporulation of heterozygotic 
diploid strains for Cdc13 (cdc13Δ/CDC13) transformed with plasmids 
expressing indicated Cdc13 proteins. Untagged or tagged wt Cdc13 were 
used as a control. (B) Spores from tetrads derived with the Cdc13-rdΔ in 




genotypes are indicated on left panel. (C) Extended complementation tests 
of cdc13-1 cells transformed with a plasmid expressing the indicated 
mutated versions and incubated on plates at indicated temperatures. g-wt 
indicates a strain that express genomic copy of tagged Cdc13. Wt0 indicates 
an untagged allele of Cdc13 expressed from plasmid. (D) Telomeric 
Southern blot on DNA obtained from strains with indicated genotypes that 
were obtained from tetrad dissections and grown form 120 generations on 
YEPD. The membrane is co-hybridized with a radiolabled fragment specific 
for the centromeric area of Chromosome IV (indicated as CEN IV) and a 
DNA fragment derived from PCT300 that contains about 300 bp telomeric 






Figure S2. Strategy for generating cap-independent cdc13Δ cells 
(A) Strategy for generating cap-independent cdc13Δ cells (referred to as 
adapted cdc13Δ cells (see Larrivée and Wellinger, 2006; Mersaoui and al., 
2015). After loss of pTLC1, haploid cdc13Δ tlc1Δ cells containing the 
plasmid pcdc13-1(URA3) were grown for approximately 150 generations at 
23°C and type II survivor cells were identified by telomeric restriction 
fragment pattern by Southern blotting (See for example Figure S2C lane 1). 
Cells from independent colonies were then plated on YEPD at 28˚C, 30˚C, 
34˚C and finally at 37˚C. Surviving colonies were passaged two times on 
FOA to select for cells that had lost pcdc13-1. These cdc13Δ-cells were then 
able to grow at all temperatures. (B) Western blot probed with anit-Myc 
antibodies showing the expression profile of the Myc-tagged Cdc13 
versions in the adapted cdc13Δ strain. (C) Southern blot for telomere sizes 
in strains expressing the indicated Myc-tagged Cdc13 versions in a cdc13Δ 
tlc1Δ, a.k.a. adapted cdc13Δ strain. (S) Indicates a CDC13 tlc1Δ survivor 
type II strain that was the precursor of the cdc13Δ tlc1Δ strain (see (A). 






Figure S3. Assessment of the requirement of the OB2 and OB3 domains 
for DNA interaction and the capping function of Cdc13 protein  
(A) Complete Figure of the Western blot experiment analyzing hyper 
phosphorylation of Rad53 (Figure 2B) at 0h or 5h after temperature shift. 
 (B) Quantification of an in-gel hybridization analysis of DNA derived from 
a strain harboring the Cdc13-td allele and expressing the Cdc13 versions 




were grown to exponential phase at 23°C in medium supplemented with 
raffinose as the carbon source (grey bars). Degradation of the endogenous 
Cdc13-td protein is induced by a temperature shift from 23°C to 37°C in 
pre-heated fresh medium supplemented with galactose (black bars). Graph 
indicates the relative telomeric ssDNA signal of each mutant (3 independent 
experiments; p-values for differences between indicated experimentals are 
indicated). (C) Western blot of the indicated tagged Cdc13 proteins at 23 or 
37°C (as in panel B). (D) Western blot for hyper phosphorylated Rad53 of 
each mutant indicated in (B) at 0h or 5h after incubation temperature shift 
to 37°C. (E) ChIP experiment of indicated Myc-tagged Cdc13 mutants 
expressed in the cdc13-1 strain. Black box indicates telomeric sequence and 
CLN2 is an unrelated locus as negative control. (n=3) Quantification was as 







Figure S4. Schematic and phénotypes of the OB2’s sub deletions 
(A) Schematic representation of the sub deletions a, b and c in the Cdc13 
OB2 domain. Residue number indicates the first and the last amino acid 
deleted. (B) Western blot showing protein levels of each mutant indicated 
in panel (A). (C) Upper panel: in-gel hybridization showing the capping 
defect of each mutant expressed in the adapted cdc13Δ strain. Lower panel 
is a portion of the same gel denatured and re-hybridized with the same probe 
used as loading control. (D) Effect of the sub deletions indicated in panel 
(A) on viability of the cdc13-1 mutant at restrictive temperature (30°C). 






Figure S5. Phenotype reversions after adding an NLS to Cdc13-ob2Δ 
(A) Western blot for expression levels of the indicated Cdc13 variants 
expressed in the adapted cdc13Δ strain. cdc13-ob2Δ-nlsm and cdc13-ob3Δ-
nlsm contain an inactivating point mutation in the NLS sequence. (B) In-gel 
hybridization of the cdc13Δ strains expressing the indicated Cdc13 variant 
proteins as in (A). (C) Rad53 phosphorylation after 2h of Bleomycin 
treatment in the cdc13-1 strains that expresses the Cdc13-ob2-NLS versus a 







Figure S 6. Co-immunoprecipitation of differentially tagged Cdc13 
proteins 
(A) far left, Western blot for expression levels of the indicated Cdc13 
variants. Stippled black square, co-immunoprecipitation between the same 




on the top of the gel. Right panel is the same Stippled black square 
hybridized with α Myc antibody. Lanes indicate Input (IN) Flow through 
(FT) and (IP) Immunoprecipitate; loaded at 1%, 1% 10% respectively (% 
indicates volume loaded relative to the Input). (+) indicates that IP samples 
are treated for 1h with DNase I at 37°C. (B) and (C) Western blot of the co 
and reversed immunoprecipitation of the indicated Cdc13 variants 
expressed from plasmids as indicated. (*) indicates the non-specific signal 
due to the antibody. (D) Co-immunoprecipitation of the indicated Cdc13 
alleles in mre11Δ background after extended G0 cell arrest. IPs are treated 
for 1h with DNase I at 37°C. (E) Co-immunoprecipitation experiment of 
two cdc13-1 proteins tagged respectively with 13-Myc and 3xHA, and co-
expressed from two independent plasmids. Strains are grown as indicated. 
(F) Western blot of precipitates from IP experiments derived from strains 







Figure S7. Co-immunoprecipitation of differentially tagged Cdc13-ob3-
13m proteins 
(A) Sequence and position of the 13 a.a. residues changed in the DNA-
binding defective cdc13-ob3-13m allele as compared to the wild type 
sequence. The modified residues are highlighted and the amino acid position 
within the protein is indicated on top. (B) Western blot showing the 
expression levels of the Cdc13-ob3-13m versus the wt Cdc13 protein that is 
fused to Mung Bean Nuclease (MNase) in order to differentiate it from the 
mutant by size; three independent clones are analyzed. (C) 
Complementation test of the DNA-binding-defective cdc13-ob3-13m allele 
in the cdc13-1 strain at restrictive temperature. (D) Chromatin-IP 
experiment on the Cdc13-ob3-13m versus the Cdc13-ob3Δ variant 
expressed in the adapted cdc13Δ strains. (E) Reverse co-
immunoprecipitation of the Cdc13-ob3-13m dimer indicated in Figure 7C.  





Table S 1. Description of the Cdc13 domain and a.a. positions 
Domains Positions Length 
Domain 1 (OB1) 1-231 231 aa 
Domain 2 (RD) 232-288 57 aa 
Domain 3 (OB2) 289-490 204 aa 
Domain 4 (OB3) 491-712 213 aa 
Domain 5 (OB4) 713-924 212 aa 
Total length  924 aa 
Linker  8 aa 
Myc Tag  175 aa 
Total length with 
Myc 

















cdc13-ob1Δ 2-231 230 aa 694 aa 877 aa 
cdc13-rdΔ 232-288 57 aa 867 aa 1050 aa 
cdc13-ob2Δ 289-492 204 aa 720 aa 903 aa 
cdc13-ob3Δ 493-709 216 aa 708 aa 891 aa 




cdc13-ob2Δ-a 289-328 40 aa 884 aa 1067 aa 
cdc13-ob2Δ-b 329-368 40 aa 884 aa 1067 aa 





Table S3. Plasmids used in this study 
Plasmids Descriptions Study 





pML7C-2 yKu80, HIS3 
(Larcher and al., 
2016) 
pVL438 Cdc13, URA3 
(Chandra and 
al., 2001) 
pCMM2 Cdc13-MNase-13*Myc, URA3, Clone 2 This study 
pMS120-2 Cdc13-13*Myc, URA3, Clone 2 This study 
pMS121-1 cdc13-ob1Δ-13*Myc, URA3, Clone 1 This study 
pMS122-1 cdc13-rdΔ-13*Myc, URA3, Clone 1 This study 
pMS123-2 cdc13-ob2Δ-13*Myc clone 2,  URA3, Clone 2 This study 
pMS123-5 cdc13-ob2Δ-13*Myc Clone 5,  URA3, Clone 5 This study 
pMS124-1 cdc13-ob3Δ-13*Myc , URA3, Clone 1 This study 
pMS125-1 cdc13-ob4Δ-13*Myc, URA3, Clone 1 This study 
pVL841 3*HA-Cdc13, LEU2 (Hughes, 2000) 
pVL4R 
3*HA-cdc13-4R( L84R, I87R, L91R and Y95R) 
LEU2 
This study 
pMS130 3xHA-Cdc13-13*Myc, URA3 , Clone 2 This study 
pMS134 
3*HA-cdc13-4R-13*Myc ( L84R, I87R, L91R and 
Y95R) URA3 
This study 
pMS140 cdc13-1-Myc Clone 1, URA3 This study 
pMS150 3*HA-cdc13-1, LEU2 This study 
pMS403 cdc13-ob2Δ-NLS-13*Myc, URA3 This study 
pMS413 cdc13-ob2Δ-nlsm-13*Myc, URA3 This study 
pMS404 cdc13-ob3Δ-NLS-13*Myc, URA3 This study 
pMS414 cdc13-ob3Δ-nlsm-13*Myc, URA3 This study 
pMS424 
cdc13-ob3Δ-NLS-13*Myc, TRP1 (2 micron plasmid 
pRS424) 
This study 
pMS423 cdc13-ob2Δ-a-13*Myc, URA3 This study 
pMS433 cdc13-ob2Δ-b-13*Myc, URA3 This study 
pMS443 cdc13-ob2Δ-c-13*Myc, URA3 This study 
pMS700 YKu80, HIS3 This study 
pMS740 3*HA-cdc13-ob3Δ, LEU2 This study 
pMS760 3*HA-Cdc13, HIS3 This study 
pMS762 3*HA-cdc13-rdΔ, HIS3 This study 
pMS763 3*HA-cdc13-ob2Δ, HIS3 This study 
pMS764 3*HA-cdc13-ob3Δ, HIS3 This study 
pMS765 3*HA-cdc13-ob4Δ, HIS3 This study 




ob3-13m= (Y522A, K536E, A538E, Y566A, Y558A, 
Y565A, K568E, K576E, I 578E, Y626A, K629E, 
I633E, R635E) 
pVL13m 
3*HAcdc13-ob3-13m, LEU2 (orHIS3= pVLH13m) 
ob3-13m= (Y522A, K536E, A538E, Y566A, Y558A, 





ob3-13m= (Y522A, K536E, A538E, Y566A, Y558A, 







Table S 4. Primers used in this study 
Name 5’-Sequences-3’ Description 
Resulting 
Plasmid 
p45 GTCAGGTACCGTAGAGGTGTGGTCAATAAGAGCG Tagging Cdc13 
with 13*Myc Tag 
in pVL438 
pMS120-
2 p46 CAAACCCGCGGCTTGGCC 
p221 
GCAATTAATCCTTTCTTTGTGCCAAATAGACTAG





















Deletion of OB3 
pMS124-
1 p349 CACTACACCAGCTCTCGCAGAAC 
p345 CCGGGTTAATTAACGGTGAACAAAAGC 
Deletion of OB4 
pMS125-
1 p346 CGAGATGAGAACCGTTTCTATGTATGGGG 






















Deletion of OB2 pMS763 
p305 GGAATCTGAATCCTCAATGGGATCTGCGCTGTC 
p307 ATCGATTGACGCCGACGATTGCGC 





















































Sub deletion ob2-a pMS423 
p249 GGAATCTGAATCCTCAATGGGATCTGCGC 
p250 ATGAATCCACCTCAATTCGCCAG 
Sub deletion ob2-b pMS433 
p251 CCTCTTGCTTCCGGAATCATCATCG 
p252 GAGATCGTTATCCCGACGAGAGAGCG 








































p09 AAG GCC TAGTGAGATGCGAAATGCTAATTC 
p18 CCAAGCCGCGGGTTTGTAAAAGTG 
p26 GAATGTGAT TTGAACAACTCACTTGTGGATATC 
p78 CCAGCTGGCGAAAGGGGGAT 
p80 GACTCCTCGGCTCGCCTC 
p81 TAT TAT CGC AGA AAT CAA AAG CCG CA 




























Table S5. Strains used in this study 
 





Mat alpha CDC13-MYC(13x) ura3 lys2 ade1 
ade2 his7 tyr1 gal1 
- FS1C 
MSY128 




Mat alpha cdc13-1, ura3-52, lys2-801, his3D-










Mat alpha cdc13-1, ura3-52, lys2-801, his3D-










Mat alpha cdc13-1, ura3-52, lys2-801, his3D-





Mat alpha cdc13-1, ura3-52, lys2-801, his3D-
200, leu2-D1, ade2-101, trp1-D1 
pMS121-1 F1BC 
MSY169 
Mat alpha cdc13-1, ura3-52, lys2-801, his3D-







Mat alpha cdc13-1, ura3-52, lys2-801, his3D-






Mat alpha cdc13-1, ura3-52, lys2-801, his3D-







Mat alpha cdc13-1, ura3-52, lys2-801, his3D-






Mat alpha can1-100 ura3-1 his3-11,15 leu2-






Mat alpha can1-100 ura3-1 his3-11,15 leu2-











Mat alpha can1-100 ura3-1 his3-11,15 leu2-








Mat alpha can1-100 ura3-1 his3-11,15 leu2-
3,112 trp1-1 bar1::LEU2 cdc13::NatR 
tlc1::KnMX , Survivors Type II 
pcdc13-1 FS2BC 
MSY234 
Mat alpha can1-100 ura3-1 his3-11,15 leu2-







Mat alpha can1-100 ura3-1 his3-11,15 leu2-







Mat alpha can1-100 ura3-1 his3-11,15 leu2-







Mat alpha can1-100 ura3-1 his3-11,15 leu2-

























(Larrivée and Wellinger, 
2006) 
MSY275 




























































Mat alpha Pcup-Degron-Cdc13-td:KanMX4 
bar1:KnMX4 ubr1::GAL1,10-UBR1-HA:HIS3 
ade2-1 ura3-1 his3-11,15 trp1-1 leu2-3,112 
can1-100 clone 2 
pRS316 FS3BCD 
MSY333 
Mat alpha Pcup-Degron-Cdc13-td:KanMX4 
bar1:KnMX4 ubr1::GAL1,10-UBR1-HA:HIS3 
ade2-1 ura3-1 his3-11,15 trp1-1 leu2-3,112 
can1-100 clone 2 
pMS120-2 FS3BCD 
MSY336 
Mat alpha Pcup-Degron-Cdc13-td:KanMX4 
bar1:KnMX4 ubr1::GAL1,10-UBR1-HA:HIS3 
ade2-1 ura3-1 his3-11,15 trp1-1 leu2-3,112 
can1-100 clone 2 
pMS122-1 FS3BCD 
MSY337 
Mat alpha Pcup-Degron-Cdc13-td:KanMX4 
bar1:KnMX4 ubr1::GAL1,10-UBR1-HA:HIS3 
ade2-1 ura3-1 his3-11,15 trp1-1 leu2-3,112 
can1-100 clone 2 
pMS123-2 FS3BCD 
MSY338 
Mat alpha Pcup-Degron-Cdc13-td:KanMX4 
bar1:KnMX4 ubr1::GAL1,10-UBR1-HA:HIS3 
ade2-1 ura3-1 his3-11,15 trp1-1 leu2-3,112 
can1-100 clone 2 
pMS124-1 FS3BCD 
MSY339 
Mat alpha Pcup-Degron-Cdc13-td:KanMX4 
bar1:KnMX4 ubr1::GAL1,10-UBR1-HA:HIS3 
ade2-1 ura3-1 his3-11,15 trp1-1 leu2-3,112 
can1-100 clone 2 
pMS125-1 FS3BCD 
MSY342 
Mat alpha can1-100 ura3-1 his3-11,15 leu2-






Mat alpha can1-100 ura3-1 his3-11,15 leu2-







Mat alpha can1-100 ura3-1 his3-11,15 leu2-







Mat alpha can1-100 ura3-1 his3-11,15 leu2-




Mat alpha can1-100 ura3-1 his3-11,15 leu2-






Mat alpha can1-100 ura3-1 his3-11,15 leu2-




Mat alpha can1-100 ura3-1 his3-11,15 leu2-




Mat alpha can1-100 ura3-1 his3-11,15 leu2-




Mat alpha can1-100 ura3-1 his3-11,15 leu2-






Mat alpha can1-100 ura3-1 his3-11,15 leu2-






Mat alpha can1-100 ura3-1 his3-11,15 leu2-







Mat alpha can1-100 ura3-1 his3-11,15 leu2-






Mat alpha can1-100 ura3-1 his3-11,15 leu2-







Mat alpha can1-100 ura3-1 his3-11,15 leu2-






Mat alpha can1-100 ura3-1 his3-11,15 leu2-






Mat alpha cdc13-1, ura3-52, lys2-801, his3D-
200, leu2-D1, ade2-101, trp1-D1 
pMS123-5 F4B 
MSY356 
Mat alpha cdc13-1, ura3-52, lys2-801, his3D-





Mat alpha cdc13-1, ura3-52, lys2-801, his3D-
200, leu2-D1, ade2-101, trp1-D1 
pMS423 FS4D 
MSY361 
Mat alpha cdc13-1, ura3-52, lys2-801, his3D-
200, leu2-D1, ade2-101, trp1-D1 
pMS433 FS4D 
MSY362 
Mat alpha cdc13-1, ura3-52, lys2-801, his3D-






Mat alpha cdc13-1, ura3-52, lys2-801, his3D-
200, leu2-D1, ade2-101, trp1-D1 
pMS413 F4B 
MSY358 
Mat alpha cdc13-1, ura3-52, lys2-801, his3D-
200, leu2-D1, ade2-101, trp1-D1 
pMS404 F4B 
MSY424 


































Mat Alpha, cdc13D::NatMX6 TLC1 ura3-52 







Mat Alpha, cdc13D::NatMX6 TLC1 ura3-52 




Mat alpha can1-100 ura3-1 his3-11,15 leu2-







Mat alpha can1-100 ura3-1 his3-11,15 leu2-






Mat Alpha, cdc13D::NatR, ura3-52 lys2-801 




MSY533 msn5::KNMX (Winzeler and al., 1999) pMS120 F6A 
MSY534 msn5::KNMX  (Winzeler and al., 1999) pMS140 F6A 
MSY535 Y464 (Kudo and al., 1999) pMS120 F6A 
MSY536 Y464 (Kudo and al., 1999) pMS140 F6A 
MSY414 
cdc13::NatR , Yku80::TRP1 trp- ura3- leu- 







cdc13::NatR , Yku80::TRP1 trp- ura3- leu- 








cdc13::NatR , Yku80::TRP1 trp- ura3- leu- 





Mat alpha cdc13::NatR VR-ADE2-Tura3-52 




Mat alpha cdc13-1, ura3-52, lys2-801, his3D-






Mat alpha MNase-L1-Rap1 ade2-1 ura3-1 
his3-11,15 trp1-1 leu2-3,112 can1-100 






Table S6. Solutions for Chromatin IP and FreezerMill  


























Mq H2O To 500ml To 500ml To 100ml To 100ml 
IGEPAL-CA630  5ml (1%)   
Sodium 
Deoxycholate 





(750 l for 
150ml) 
  
10% SDS (fresh)   250 l  
*   1M HEPES pH 7.5: 119.15g HEPES, 2.75 g NaOH, adjust pH to 7.5 with NaOH 10N 
and complete to 500 ml. 
**  200mM PMSF: Dissolve 0.35g in 10 ml 100% EtOH. Can be kept at 2-8˚C for 9 months 
Buffer/Reagent T/L T/E 
1M Tris-Cl, pH7.5 2ml (20mM) 2ml (20mM) 
LiCl 1.06g (250mM)  
0.5M EDTA, pH8.0 0.2ml (1mM) 20 l (0.1mM) 
Mq H2O To 100ml To 100ml 
IGEPAL-CA630 150 l (0.15%)  





Table S7. Solution for immunofluorescence on fixed Saccharomyces 
cerevisiæ cells 
Solution Composition and preparation 
Solution A Formaldehyde buffer 5% (make fresh) 
Add 13.5 ml of 37% formaldehyde to 86.5 ml of PPBMG pH 6.5.  
N.B. : Formaldehyde 37% solution from Sigma (#252549) Use 
within 4 months or until polymerization occurs. 
1 M potassium 
phosphate buffer 
at pH 6.5 PPB6.5 
Prepare 500 ml of 1 M potassium phosphate monobasic and 500 ml 
of 1 M potassium phosphate dibasic. Mix both buffers until the pH 
6.5 is reached. Make 500 ml of that. Autoclave and store at room 
temp. 
PPBMG pH 6.5 
 500 ml 
1 M PPB at pH 6.5 60 ml for a final concentration of 120 mM, 
MgCl2 0.06 g, ddH2O 440 ml, autoclave and store at room temp. 
 
Buffer B   
100 ml 
3 M sorbitol (1.) 40 ml, PPB pH 7.5 (2.) 10 ml, ddH2O 50 ml,  
(1.) Make a 250 ml solution of 3 M sorbitol (136.65 g in 250 ml 
ddH2O). Autoclave and cool it. 
(2.) 500 ml PPB 7.5 by mixing 1 M K2HPO4 (A) with 1 M 
KH2PO4 (B) until reaching pH 7.5. Autoclave and store at 4°C. 
 
PBS 1X  
1000 ml 
NaCl 8 g, KCl 0.2 g, Na2HPO4 1.14 g, KH2PO4 0.2 g, adjust pH 





Annexe 4 : Relative à la discussion  
Figure S1 
 








Figure S2. Sensibilité aux drogues des souches adaptées en présence des 














Figure S 4. Résultats de prédiction des séquences NES and NLS par 
analyse bioinformatique 
NES : (Nucleolar Export signal) identifiée par le logiciel LocNES (Xu and 
al., 2015). NLS : nuclear localisation sequence identifiée par le logiciel 
cNLS (NLS mapper). Les valeurs en Y représentent les probabilités 
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